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ABSTRACT 
 
  The estrogen and androgen receptors are members of the nuclear hormone receptor protein 
superfamily and play an important role in the development of primary and secondary female and male 
sexual characteristics. Although necessary for proper development, in certain contexts activation of 
these receptors contributes to the formation and progression of hyperplastic diseases, namely breast 
and prostate cancers. Current treatment for metastatic hormone responsive breast and prostate tumors 
involves either chemical ‘castration’ techniques which target the synthesis of the endogenous estrogen 
and androgen agonists, or the administration of hormone antagonists which displace endogenous 
agonist from the ligand binding domain of the receptor causing a conformational change such that the 
transcriptional activity of the protein is inhibited. While efficacious for a duration ranging from a few 
months to years, breast and prostate tumors eventually cease to respond to these treatments, entering 
a hormone‐refractory state for which there is no adequate treatment. 
  Multiple new approaches to estrogen and androgen receptor inhibition have been reported in 
recent years. Among these are efforts to directly disrupt the nuclear receptor/coactivator and the 
nuclear receptor/DNA interactions, and to increase degradation of receptor through binding of small‐
molecules at non‐traditional binding sites. Due to the essential nature of these interactions for estrogen 
and androgen receptor signaling, it has been proposed that such second‐site inhibition may be less 
susceptible to the mutations and receptor and coregulator overexpression that are currently exhibited 
in hormone‐refractory breast and prostate cancers.  
  As described herein, we have investigated a number of chemical systems for their ability to 
disrupt the estrogen and androgen receptor/steroid receptor coactivator interaction. In chapters 2 and 
3 we describe the structure‐based design of pyrimidine‐core small‐molecules that mimic the three 
interacting leucine/phenylalanine residues of the estrogen and androgen receptor coactivators. 
Members of this library bind to both nuclear receptors and disrupt the nuclear receptor/coactivator 
complex with Ki’s in the low micromolar range. In our screening against the two subtypes of the 
estrogen receptor, we discovered a only few compounds that exhibited binding to the estrogen receptor 
, and the vast majority show strong preference for estrogen receptor inhibition. Based on its ability 
to accommodate larger aromatic residues at the coactivator binding site, we anticipated that 
pyrimidine‐core molecules with bulky aromatic substituents would selectively bind to the androgen 
receptor. Indeed, this approach produced multiple coactivator binding inhibitors that displayed potent 
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and selective inhibition of the androgen receptor, without concomitant disruption of the estrogen 
receptor/coactivator complex. 
  During the synthesis of the pyrimidine‐core coactivator binding inhibitors, a tetra‐aryl 
cyclobutane compound that showed potent estrogen receptor/coactivator disruption was unexpectedly 
isolated. This compound stemmed from the photocycloaddition of 2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine, an 
intermediate in the synthesis for a number of the pyrimidine‐core coactivator binding inhibitors, which 
occurred accidentally under ambient conditions. Based on this observation, six additional azastilbenes 
were synthesized and their photoreactivity in the solid and solution states explored as detailed in 
chapter 4. The results from these experiments demonstrated a quantitative link between the ‐stacking 
ability of the azastilbenes (as determined by high‐level quantum mechanical calculations) and 
cyclobutane formation in solution. Conversely, regio and stereoselective cyclobutane production in the 
solid state is controlled by the three dimensional orientation of the monomers in the crystal lattice as 
predicted by the ‘topochemical postulate.’ 
The creation of an expanded cyclobutane‐core coactivator binding inhibitor library is described 
in chapter 5. Specifically, the pyrimidine rings of the tetra‐aryl cycobutanes were either symmetrically 
diaminated, or alterntatively, each was substituted with a single ‐aminoethanethiol followed by 
amination to produce compounds with improved aqueous solubility. The most potent compound in this 
series disrupts the estrogen receptor/coactivator interaction with a Ki of ca. 70 nM. Initial results from 
screens for androgen receptor inhibition with these compounds produced a promising tetramethoxy 
tetra‐aryl cyclobutane hit. In cell‐based assays this compound has an activity profile similar to MDV3100, 
an antiandrogen currently in phase III clinical trials, and demonstrates no toxicity at any of the assayed 
concentrations. Based on this initial success, a focused library containing cyclobutanes with one or two‐
atom substituents on the pyrimidine rings was synthesized, producing a number of additional active 
compounds. Interestingly, as shown by EC50 shift assays, these androgen receptor‐inhibitory compounds 
appear to be acting through a traditional antagonist mechanism, displacing agonist and inducing an 
antagonist conformational change in the receptor. 
The final chapter in the thesis involves the synthesis of a library of hydrocarbon ‘stapled’ 
peptides that target the androgen receptor coactivator binding groove. This class of ‐helix‐stabilized 
peptides has shown efficacy in mouse models, and demonstrates decreased rates of proteolytic 
degradation and increased cellular permeability. Although the stapled peptides showed selective 
inhibition of the androgen receptor/coactivator interaction in protein‐based assays, in cellular models 
the activity was either greatly decreased or completely anulled. In spite of this disappointment, one of 
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these peptides, SPAR‐5, exhibited the unique ability to upregulate androgen‐receptor dependent 
transcription in the presence of an agonist ligand. Protein‐recruitment profiling of the SPAR‐5/androgen 
receptor/agonist complex demonstrated a unique coregulator profile, indicative of a super‐agonist 
receptor structure. Furthermore, the ability of SPAR‐5 to restore full agonist activity in signaling‐
deficient androgen receptors was established in a polyglutamine model of Kennedy’s disease, a type of 
androgen insensitivity syndrome. 
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CHAPTER 1: ESTROGEN AND ANDROGEN NUCLEAR HORMONE RECEPTORS: RELEVANCE TO CANCER 
AND NON‐TRADITIONAL SMALL‐MOLECULE INHIBITION 
 
Estrogen and androgen receptor molecular biology and relevance to breast and prostate cancer 
  The estrogen receptors  (ER) and  (ER) and the androgen receptor (AR) are members of the 
nuclear hormone receptor (NR) superfamily, which are small molecule‐modulated transcription factors. 
Similar to other NRs, the ERs and AR consist of three main regions: an N‐terminal domain (NTD), central 
DNA‐binding domain (DBD), and a C‐terminal ligand‐binding domain (LBD), all of which are important for 
transcription. In the absence of an agonist ligand, ER and AR reside in the cytoplasm in an inactive heat‐
shock protein (HSP)‐bound complex. Agonist binding causes a conformational change in the LBD of the 
receptor, accompanied by release of the NR from the HSPs, dimerization, and movement to the nucleus, 
where the receptor binds to specific estrogen or androgen response elements (ERE or AREs). The 
rearrangement of the LBD tertiary structure upon agonist binding (especially relocation of helix 12) also 
reveals an activation function‐2 (AF‐2), a hydrophobic binding groove on the LBD surface formed from 
helices 3–5 and 12. The AF‐2 acts as the binding site for coregulator proteins that aid in the formation of 
the transcriptionally active complex.1,2   
Estrogen agonists such as 17‐estradiol bind to the ERs and stabilize conformations that recruit 
key coregulatory proteins, in particular, members of the p160 steroid receptor coactivator family 
(SRCs).3 The ER‐SRC interaction involves protein‐protein contact between signature ‐helical LXXLL 
sequences in the SRC and the AF‐2 of the ER‐LBD of the ER‐agonist complex with which the three leucine 
residues of the helix interact. While the AF‐2 of the agonist‐bound AR‐LBD interacts with the LXXLL 
motifs ubiquitous to the SRCs, other coregulators known to modulate AR action interact with the AR‐
LBD through FXXLF sequences. Additionally, the AF‐2 in AR also interacts with FXXLF and WXXLF motifs 
on the AR‐NTD.4,5 This LBD/NTD interaction activates an activation function‐1 (AF‐1) on the NTD, which 
is also a site of coactivator binding.6‐8  The NTD AF‐1 in ER also plays a role in transcription, but much less 
is known concerning  its importance in recruitment of ER coregulatory proteins.9  In any case, the 
coactivators that are recruited by the NR‐agonist complex are responsible for altering chromatin 
architecture, loosening nucleosome structure, and activating RNA polymerase II (pol II), as required to 
up‐regulate gene transcription.10   
Although historically considered female reproductive hormones, estrogens are now recognized 
to be major regulators of physiological functions in reproductive and non‐reproductive tissues in both 
men and women.11,12 While estrogen activity is beneficial or required in many cases, such as for 
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fertility,13,14 during pregnancy, and for bone health and metabolic function,15,16 the pro‐proliferative 
effect of estrogens in many target tissues can be pathological.16,17 Such is the case with breast cancer, 
where tumor growth is driven by estrogen in ca. one‐third of tumors.2 In such patients, good therapeutic 
responses can often be achieved by blocking estrogen action with antiestrogens, either partial or full 
estrogen antagonists such as tamoxifen or fulvestrant.18 These compounds bind in the ligand binding 
pocket of the ER‐LBD causing a conformational change in which helix 12 occupies AF‐2, precluding 
coactivator binding and stimulating binding of corepressors. While in many cases antiestrogen therapy 
in hormone‐responsive breast cancer can stop or reverse tumor progression, resistance develops with 
time, so that typically after ca. 5 years, tumor growth resumes despite continued treatment with 
antiestrogens.19,20 Indeed, in laboratory models of breast cancer and in the clinic, antiestrogens often 
become stimulatory when hormone resistance develops.21  
Analogous to ER, the androgen receptor plays an integral role in primary and secondary male 
sexual development. While abnormalities resulting in an attenuation of the AR response to endogenous 
hormones (testosterone and its reduced form, 5‐dihydrotestosterone or DHT) produce male infertility 
and feminization, excessive stimulation of AR can also result in pathologies.  The most commonly 
presented diseases of this type are prostate cancer and the related, but benign, prostatic hyperplasia.22  
Both of these diseases are responsive to endocrine‐based treatments that attempt to suppress 
tumor/prostate growth either by direct administration of an AR antagonist or by ‘chemical castration’ 
techniques that result in decreased gonadal production of the endogenous agonist, testosterone.  
It has been shown that disruption of the LBD‐AF‐2/coactivator or LBD‐AF‐2/NTD interaction is 
adequate to effectively eliminate AR‐activated transcription.23,24 Traditional AR antagonists, such as 
flutamide or bicalutamide, act on this principle by binding to the ligand binding pocket of the receptor, 
resulting in a conformational change of the ligand binding domain (LBD) such that helix 12 occludes the 
binding of coactivators that are required to activate transcription. Consequently, this type of inhibition 
can be considered a type of indirect, or allosteric modulation of AR activity, because inhibitor binding in 
the ligand‐binding pocket is disabling a protein‐protein interaction at a separate site.  While treatment 
with traditional AR antagonists is initially met with suppression of prostate tumor growth, with time (a 
few months to years), cellular modifications including AR mutations, up‐regulation of AR and 
coactivators, changes in the post‐translational modification of AR and accessory proteins, as well as 
increased androgen production by the suprarenal glands and in the tumors themselves, result in a 
endocrine‐treatment refractory state in which cancer progression occurs despite the presence of an 
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antagonist.25 As a result, new chemical approaches need to be developed to successfully treat this 
advanced‐stage disease.26 
Second‐site inhibition of ER  
While a molecular‐level understanding of the mechanism of resistance to endocrine therapy for 
both breast and prostate cancers is still incomplete, it is clear that cancer cells can undergo adaptations 
such that traditional antiestrogens and antiandrogens can no longer block hormone signaling. 
Nevertheless, tumor growth in this hormone‐refractory state still relies on a competent NR/coactivator 
complex.25,27 Such considerations have motivated the search for molecules that might inhibit this key 
NR/SRC interaction directly. These small molecules would be designed to bind in the hydrophobic 
groove of the NR‐agonist complex, thereby blocking the interaction between ER or AR and its 
coactivators. Because a coactivator binding inhibitor or CBI would block this key protein‐protein 
interaction directly, rather than indirectly as do conventional antagonists, they might not be subject to 
the resistance mechanisms that compromise endocrine therapy with traditional antiestrogens and 
antiandrogens. Figure 1.1 illustrates the distinction between inhibition of hormone signaling through ER 
or AR by traditional antagonists, which act in the ligand binding pocket, and CBIs, which act by binding in 
the coactivator groove.  
 
Figure 1.1. Cartoon representation of traditional vs. CBI antagonism of a nuclear receptor. a) Conformation of 
agonist‐bound nuclear receptor ligand binding domain (NR‐LBD) with helix 12 (α12) forming part of the steroid 
receptor coactivator (SRC) binding site. b) Conformation of antagonist‐bound NR in which helix 12 occupies the 
SRC binding site, disrupting the NR/SRC interaction indirectly. c) Conformation of agonist‐bound NR in which a 
CBI occupies the SRC binding site, disrupting the NR/SRC interaction directly. 
 
Although the first examples of protein/protein disruption using non‐peptidic small‐molecule 
inhibitors appeared as late as 2001,28 there has already been significant publications on this topic, with 
most work focusing on mimicking‐helices at the site of protein/protein binding.29 In spite of this 
general interest, relatively little has been published on the disruption of NR/coactivator interactions 
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using small molecule inhibitors. In the first such publication, in early 2004,30 the Katzenellenbogen group 
described a structure‐based approach to design CBIs that were found to displace a fluorophore‐labeled 
coactivator peptide from agonist bound ER in a fluorescence polarization assay. Six different cyclic cores 
were synthesized, but only the 2,4‐diamino‐6‐alkylpyrimidines showed enough promise for further 
development (Ki’s of ca. 30 M).  
This initial publication in the area of direct protein‐protein ER inhibition was closely followed by 
a similar study from a group at Wyeth, which utilized a mammalian two‐hybrid assay to discover two 
classes of successful ER/SRC‐3 inhibitors of comparable activity to the designed inhibitors described 
above.31 One of these inhibitors, ERI‐5, was expanded upon by the Katzenellenbogen group to create a 
library of guanylhydrazone compounds that allowed for detailed structure‐activity relationship analysis 
and provided multiple compounds with cell‐based inhibition of the ER/SRC interaction with IC50’s around 
1 M.32 The Katzenellenbogen group has continued to be very active in developing compounds that 
target directly target the ER/SRC interaction. Structure‐based design approaches have produced two 
very distinct classes of compounds. Efforts to design small molecules that not only simulated the 
placement of the ER‐interacting leucine residues, but also mimicked the SRC peptide backbone structure 
produced a series of bicycle[2.2.2]octanes that provided partial antagonist activity at concentrations 
ranging from 7 to 38 M (Ki’s).33 This “inside‐out” approach was followed by a more successful design in 
which an aromatic benzene core was alternately substituted with alkyl and terminal amine‐containing 
substituents.34 This structure attempted to recreate the amphipathic nature of the SRC NR box ‐helix, 
placing the hydrophobic alkyl groups into the lipophilic coactivator binding groove with the amine 
groups remaining solvent exposed. The best members of the amphipathic benzene library provided 
complete inhibition of the ER/SRC‐3 interaction in the low single‐digit micromolar range as measured in 
a time‐resolved fluorescence resonance energy transfer (TR‐FRET) assay. 
Two other groups have reported the synthesis of small‐molecules that directly target the 
ER/coactivator interaction. Becerril and Hamilton designed tri‐substituted pyridylpyridones that mimic 
the placement of the three interacting leucine residues of SRC‐2 when complexed with the ER LBD.35 As 
measured by fluorescence polarization (FP), the most promising of these compounds was able to inhibit 
the interaction of a Rhodium‐labeled SRC‐2 box II peptide with ER with a Ki of approximately 4 M. 
Additionally, striving to utilize the oppositely charged nature of the lysine and glutamate residues of the 
coactivator binding groove “charge clamp”, Williams, et al., designed biphenyl ‐helix mimetics in which 
the two aromatic rings are alternately substituted with either an alkyl tertiary amine or acetate.36 The 
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addition of two lipophilic sec‐butyl groups provides a compound that gives partial inhibition of the 
ER/SRC‐3 interaction with a Ki of 33 M, as determined by TR‐FRET. 
In addition to the structure‐based examples cited above, the Katzenellenbogen group, in 
collaboration with the NIH Molecular Library Screening Center at Emory University, developed a high‐
through‐put fluorescence‐based screen that allowed for the identification of two lead ER coactivator 
binding inhibitors.37 Elaboration of these compounds produced derivatives that were active at low 
micromolar concentrations in cell‐based assays. Detailed computational docking studies of these 
compounds demonstrate the ability of the coactivator binding site to accommodate a wide range of 
substituents and emphasize the importance of complete occupation of the two deep leucine‐binding 
pockets for high‐affinity inhibitors. Examples of the reported ER coactivator binding inhibitors are shown 
in figure 1.2 along with their associated inhibitory constants. 
 
 
Figure 1.2. Estrogen receptor coactivator binding inhibitors with associated inhibitory constants and references: 
pyrimidine,30 guanylhydrazone,32 quinazolinone,37 pyridylpyridone,35 amphipathic benzene,34 
bicycle[2.2.2]octane,33 benzothiazole,37 biphenyl.36 
 
Apart from the coactivator binding inhibitors listed above, multiple reports also exist of small‐
molecules that inhibit ER action through disruption of the ER/DNA complex. The central DNA‐binding 
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domain of ER contains two Cys4 zinc finger binding motifs that are integral to stabilizing the ER/DNA 
interaction. The first compounds that directly target ER/DNA binding were reported in 2004 by Wang, et 
al., and include a 2,2’‐dithiobisbenzamide and a benzisothiazolone, both of which inhibit ER‐promoted 
proliferation at a half maximal concentration of 5 to 25 M by binding to the DBD zinc fingers.38,39 It was 
later demonstrated that the anti‐proliferative activity of 15‐dexoy‐12,14‐prostaglandin J2 on breast 
cancer cells was due to covalent binding of the electrophilic cyclopentenone moiety to a cysteine 
residue present near the zinc‐binding domain of the ER DBD, inducing complete suppression of cell 
growth at concentrations as low as 10 M.40 Recent results from an FP‐based screen of a 12,000 
compound library by Shapiro and coworkers,41 produced a set of small‐molecules, the best of which 
inhibit the ER/DNA interaction with Ki’s around 1 M. A number of these compounds showed complete 
suppression of breast cancer cell proliferation at low micromolar concentrations,41 and selected 
compounds appear to increase proteasome‐dependent degradation of ER.42 
 
Figure 1.3. Estrogen receptor DNA binding inhibitors with associated inhibitory constants and references: 2,2’‐
dithiobisbenzamide,38 benzisothiazolone,38 15d‐PGJ2,40 theophylline.41 
 
While the results summarized in figures 1.2 and 1.3 are promising, the potencies of compounds 
with ER/SRC and ER/DNA disruptive potential remain low and only certain ER/DNA‐disrupting 
compounds have shown efficacy in animal models.38,39 As current state‐of‐the‐art breast cancer 
hormone therapies remain inadequate for extended treatment of metastatic ER‐positive breast 
cancer,43 there is still a great need for continued research in this area. 
Second‐site inhibition of AR 
  As with ER, a wide variety of approaches has been used to identify small‐molecule surface‐
binding inhibitors of androgen receptor action. The first paper describing compounds with a novel 
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second‐site mode of AR inhibition was published in 2007, and centered on a two‐pronged method for 
the discovery of novel AR inhibitors.44 In addition to the fluorescence polarization‐based screening of a 
library of 55,000 compounds, a subset of this library (ca. 1800 compounds) was soaked in groups of 1–
10 compounds into pre‐formed AR crystals and screened for AR binding with single crystal X‐ray 
analysis. From these methods, a group of nine unique AR inhibitors was discovered, four of which were 
identified exclusively in the crystallographic screen. Interestingly, none of the small‐molecule inhibitors 
observed by X‐ray analysis bound at short time intervals to the AF‐2 coactivator binding groove, but 
instead occupied a site on the LBD adjacent to AF‐2, which was termed “binding function‐3 or BF‐3.” 
Although it was demonstrated crystallographically how binding to BF‐3 affects coactivator recruitment, 
the compounds identified were mostly known bioactive compounds that exhibited only modest 
inhibitory activity in reporter gene assays (IC50’s > 50 M). Derivatization of one of these active 
compounds, flufenamic acid, produced molecules with AR/SRC disruptive ability in the single digit 
micromolar range, but the bioactive subset of these compounds was shown to exert its effects by 
displacement of DHT and not through direct displacement of coactivator, bringing into question the 
biological relevance of this binding site.45 
  Based on a unique cell‐based AR conformational screen involving the measurement of FRET 
resulting from the agonist conformation of a dually‐labeled cyan fluorescent protein (CFP)‐NTD and 
yellow fluorescent protein (YFP)‐LBD AR construct, the Diamond group identified two non‐DHT‐
competitive inhibitors of AR transcriptional activity.46 One of these inhibitors, harmol, appears to exert 
its action through the disruption of the AR/DNA interaction, while the other, pyrvinium pamoate, 
inhibits recruitment of pol II to the AR transcriptional complex.47 Further studies showed harmol to be 
toxic in mice, and while pyrvinium pamoate had a better toxicity profile, it did not produce statistically 
significant reduction in prostate size in mouse models. Nonetheless, using the same mouse model, 
significant synergistic effects were demonstrated between the traditional antagonist bicalutamide and 
pyrvinium, producing a 63% reduction in prostate weight when both were administered together 
(compared to 35% with bicalutamde alone). More recently, the same AR‐CFP/YFP construct was used to 
evaluate a larger library of previously described biologically active compounds in a dual 
conformation/AR localization screen.48 This screen produced multiple compounds that inhibit AR action 
without competing for DHT binding, although no efforts were made to determine if the compounds bind 
to AR are or acting through the inhibition of secondary proteins. 
  Along similar lines, a protein‐protein interaction‐based AR conformational profiling screen of 
known AR ligands identified the actin‐binding protein, gelsolin, as a unique AR‐interacting protein due to 
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its ability to form complexes with AR in the presence of wide range of agonist and traditional antagonist 
ligands.49 Based on this discovery, an AR/gelsolin mammalian two‐hybrid screen was used to assay a 
library of ca. 10,000 compounds.50 From this screen two compounds, D36 and D80, were eventually 
isolated as potent inhibitors of AR action with Ki’s of 9.0 and 17.0 M, respectively. Notably, these 
compounds bind to AR in such a manner that the apo conformation of the protein is preserved, and 
both overcome agonist saturation to produce suppression of transcription that is below basal AR 
activity.  
  An alternate approach screening approach was applied by Narizhneva, et al. In order to avoid 
discovering compounds that act through traditional antagonism, i.e. through binding to the ligand 
binding domain, a CWR22R prostate cancer cell line was used to evaluate a 34,000 member library for 
inhibition of AR‐linked transcription.51 More than 50% of AR in the CWR22R cells is made up of a mutant 
that lacks the LBD (ARLBD), while the remainder contains full length AR with various mutations.52 The 
ARLBD is transcriptionally active even in the absence of androgens, and consequently, compounds 
which suppress AR‐dependent luciferase production in CWR22R cells must act at a site other than the 
LBD. The results of this reporter gene assay produced a set of 14 compounds (IC50’s ranging from ca. 0.2 
M to 7 M), which were further categorized into compounds that are active either through disruption 
of transcription or degradation of the receptor, the latter class causing prostate cancer cell death as 
opposed to only suppression of proliferation. A subset of these compounds was tested in mouse 
xenograft prostate tumor models, with compound C52 showing tumor regression or significant 
suppression in 8 out of 10 treated animals. 
  Based on the hypothesis that most of the transactivation activity of AR occurs at protein/protein 
interactions with AR NTD, Sadar and coworkers developed a reporter gene assay to screen a library of 
marine sponge extracts for inhibitors of the AR NTD/forskolin interaction.53‐55 Using this approach they 
discovered the sintokamides, a class of chlorinated peptide derivatives, members of which fully inhibit 
AR NTD‐mediated transactivation at concentrations of 5 g/mL (10 M).54,56 In a continuation of this 
work EPI‐001, a bisphenol A diglycidic ether likely of industrial origin, was identified as a potent inhibitor 
of the AR NTD/forskolin interaction (IC50 of 6 M).55 EPI‐001 shows activity in a number of cell‐based AR 
inhibitory models, and successfully reduces prostate size in mice. Additionally, in mouse xenograph 
models of prostate cancer, administration of EPI‐001 produced an average of 65% reduction in tumor 
size (35.4 mm3 vs. 100 mm3 at the start of the experiment) without any histologically identifiable 
toxicity.  
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A visual summary of the non‐traditional AR inhibitors described above is shown in figure 1.4. In 
general, the results from these studies, especially the in vivo activity demonstrated by C52, pyrvinium 
pamoate and EPI‐001, are very promising. While compounds that target sites other than the ligand 
binding pocket have yet to be tested in larger mammals, the low toxicity and potent activity of many of 
these compounds suggests that second‐site targeting of AR is a valid approach towards the creation of 
therapeutics that target hormone‐resistant prostate disease. 
 
Figure 1.4. Androgen receptor second‐site inhibitors with associated inhibitory constants and references: D36,50 
D80,50 sintokamide A,54 pyrvinium salt,46,47 harmol,46,47 flufenamic acid,44,45 C52,51 EPI‐001.55 
 
SUMMARY 
  Traditional antagonists of ER and AR, compounds that compete with endogenous ligand for 
binding, are currently used to treat hormone‐responsive metastatic breast and prostate cancer. 
Unfortunately, antagonism of this type is eventually overcome by cancer cells, producing tumors in a 
hormone resistant, or refractory, state, for which there is currently no adequate treatment. ER and AR 
antagonists that cause transcriptional inhibition through other modes of action have been shown to be 
efficacious in models of hormone‐resistant disease. Such second‐site inhibitors include compounds that 
directly disrupt the NR/DNA, NR/SRC, and NR LBD/NTD interactions, as well as compounds that cause 
 10 
 
increased receptor degradation subsequent to surface binding. Second‐site inhibitors have been 
developed for both the estrogen and androgen receptor that cause disruption of NR signaling through 
each of these mechanisms. While there has been only one reported animal studies performed with ER 
second‐site inhibitors,38,39 multiple compounds including those that inhibit AR recruitment of 
coactivators and the AR NTD/LBD interaction have been shown to be effective suppressors of hormone‐
refractory prostate cancer in mouse models.47,51,55 These results stress the great promise that second‐
site NR inhibition holds for the treatment of hormone‐driven cancers, as well as the need for continued 
development of compounds of this type that exhibit increased potency and efficacy. 
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CHAPTER 2: PYRIMIDINE‐CORE INHIBITORS OF ESTROGEN RECEPTOR/COACTIVATOR BINDING  
 
Reproduced in part with permission from Parent, A. A.; Gunther, J. R.; Katzenellenbogen, J. A. Journal of 
Medicinal Chemistry 2008, 51, 6512. Copyright 2008 American Chemical Society. 
 
INTRODUCTION 
While in many cases antiestrogen therapy in hormone‐responsive breast cancer can stop or 
reverse tumor progression, resistance develops with time, so that typically after approximately 5 years, 
tumor growth resumes despite continued treatment with antiestrogens.1,2 While a molecular‐level 
understanding of the mechanism of resistance to endocrine therapy is still incomplete, it is clear that 
breast cancer cells can undergo adaptations such that antiestrogens can no longer block estrogen 
signaling. Nevertheless, tumor growth in this hormone‐refractory state still appears to rely on the ER‐
SRC interaction.3 
Such considerations motivated us to search for molecules that might inhibit this key ER‐SRC 
interaction directly. Such small molecules, termed coactivator binding inhibitors (CBIs), would be 
designed to bind in the hydrophobic groove of the ER‐agonist complex, thereby blocking the interaction 
between ER and SRC. In designing CBIs, we have used a structure‐guided approach, seeking to find 
simple cyclic systems that could be assembled in a modular fashion and would display three 
hydrophobic substituents that mimic the three key leucine residues in the LXXLL interaction sequence. In 
our earlier work, in which we explored a number of different approaches and core heterocyclic systems, 
we found that pyrimidine‐core molecules appeared to be promising structures as based on their CBI 
activity and ease of preparation.4  
In this study, we have explored a wide variety of trisubstituted pyrimidine‐core systems as 
potential CBIs, and we have characterized their potency as inhibitors of the interaction of ER and ER 
with SRC‐3 using a time‐resolved fluorescence resonance energy transfer assay (TR‐FRET), as well as in 
cell‐based assays of estrogen transcriptional activity. Through this study, we have developed a refined 
pharmacophore model for CBIs of this pyrimidine class, and we have obtained a number of compounds 
that have low micromolar potency as CBIs in blocking the ER‐coactivator interaction in vitro. These 
compounds are also effective in blocking estrogen‐stimulated transcriptional activity in breast cancer 
cells in a manner that is insurmountable by increased estrogen, a hallmark that critically distinguishes 
CBIs from conventional estrogen antagonists. Nearly all of these CBIs also have high selectivity for ER 
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over ER. The results of this study suggest that blocking estrogen action using CBIs might provide a 
viable alternative approach to endocrine therapies. 
 
RESULTS AND DISCUSSION 
Based on our initial success in developing ER‐CBIs using 2,4‐diamino‐6‐alkyl pyrimidines,4 we 
wanted to investigate this pharmacophore type further in hopes of increasing the affinity of the CBI. As 
shown in figure 2.1, the design of the initial pyrimidine library was based on the roughly triangular 
orientation of the L690, L693, and L694 residues of an ER‐bound LXXLL‐containing peptide from SRC‐2 
(also known as glucocorticoid receptor interacting protein 1, GRIP‐1).5 Although we first reported that 
the 6‐alkyl‐2,4‐diaminopyrimidines bound with Ki’s in the mid micromolar range (29‐49 M as measured 
by a fluorescence polarization assay), when they were tested in a more sensitive TR‐FRET assay, the best 
of these, 2,4‐diisobutylamino‐6‐isoamylpyrimidine (figure 2.1b), was found to bind with a Ki approaching 
submicromolar concentrations.6 The high affinity of these compounds, as well as the relative ease with 
which substituted pyrimidine heterocycles can be synthesized, provided a fruitful starting point for the 
preparation of an expanded ER‐CBI library. 
Library design and synthesis  
In our initial attempts at expanding the pyrimidine library, we followed the synthetic route 
previously described.4 Although this path can be used to produce the desired substituted pyrimidines, it 
is laborious (due to sparsely soluble intermediates) and prohibitively low‐yielding. Consequently, we 
quickly turned our attention to synthetic routes involving the preformed heterocycle, finally settling 
upon 2,4,6‐trichloropyrimidine, which is a cheap, easily‐modified starting material. As detailed below, 
we eventually applied a wide range of reactions, including aminations, alkylations, alkoxylations, and 
sulfide formation, on a variety of tri‐, di‐, and monochloropyrimidines, all of which proceeded in 
moderate to good yields. Additionally, alkylations and aminations could be applied to this precursor in a 
site‐selective manner.7‐10 
We designed our pyrimidine‐based library to incorporate the leucine and phenylalanine‐
mimicking substituents of the previously synthesized compounds, as well as tryptophan‐mimicking 
naphthyl groups. In addition to the N‐ and C‐side‐arms previously described, we also incorporated other 
heteroatom‐containing substituents (O, S, and SO2) into the pyrimidine core to probe, more deeply, the 
nature of the binding mode of the CBI in the coactivator groove. Triamino, trimercapto, and trialkoxy 
pyrimidines were also synthesized. The overall goal of this approach was to make a thorough 
exploration of the structure‐activity relationships of the 2‐, 4‐ and 6‐positions of the pyrimidine ring with 
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respect to substituent size, polarity, and hydrogen‐bond donor/acceptor capability. In practice, the 
library design was an iterative activity, evolving with the project as progressive binding results were 
obtained. 
 
Figure 2.1. Structure‐based design of pyrimidine core molecules based on the ER/SRC‐2 interaction (3erd). a) 
Rendering of SRC‐2 peptide from 3erd crystal structure (the internal H691 and R692 residues are deleted for 
clarity); b) Minimized structure of CBI 2,4‐diisobutylamino‐6‐isopentylpyrimidine; c) Overlay of the SRC‐2 
peptide and CBI; d) Side‐view of SRC‐2 peptide and CBI overlay in coactivator groove. 
 
Phenethyl and styryl pyrimidines.  
The first step toward formation of the CBI library involves the site‐selective Suzuki‐Miyaura 
cross‐coupling reaction of trans‐2‐phenylvinylboronic acid with 2,4,6‐trichloropyrimidine, which gives 
the 2,4‐dichloro‐6‐styryl‐pyrimidine 1 as the major isomer (73% yield), together with small amounts of 
the symmetric di‐coupled 2‐chloro‐4,6‐distyryl‐pyrimidine as the only significant byproduct.8 From this 
point, the synthesis splits into three routes. The first route (top pathway in scheme 2.1) involves the 
double addition of an amine or alkoxy nucleophile to 1 to produce ‘symmetrically’ substituted 
pyrimidines 2a–d, followed by hydrogenation of the styryl double bond over 10% Pd on carbon at 
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atmospheric pressure of H2 to give the final pyrimidine products 3a–c. The second route (middle 
pathway in scheme 2.1) involves the formation of intermediates that are labile under hydrogenation 
conditions (most notably thioethers). As such, it is necessary to first reduce the styryl double bond of 1 
before addition of any nucleophile. The reduced 2,4‐dichloro‐6‐phenethylpyrimidine (4) is subsequently 
reacted under SNAr conditions with either an excess of alkoxide or thiolate to form the ‘symmetrically’ 
substituted pyrimidines 5a–c. The disulfanyl compounds 5b and 5c are then oxidized with mCPBA to 
form the disulfonyl pyrimidines 6a and 6b (for complete structural information see table 2.1).11,12   
The third pathway of phenethylpyrimidine synthesis involves the formation of unsymmetrically 
substituted 2,4‐diaminopyrimidines, as shown in the bottom pathway of scheme 2.1. Starting from 1, 
the chloride at the 4‐pyrimidinyl position is selectively displaced using an NaH‐deprotonated tert‐butyl 
carbamate to form the 2‐chloro‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl carbamates 7a–c.9 The pyrimidinyl carbamates 
then undergo addition of a second amine to form the SNAr products 8a–f. At this point, either the 
double bond of the styryl group is reduced under mild hydrogenation conditions (10% Pd/C, 1 atm H2) to 
give phenethyl derivatives 9a–d, or the Boc group is removed in TFA/CH2Cl2, followed by hydrogenation 
of the alkene, producing the unsymmetrical 2,4‐diamino‐6‐phenethylpyrimidines 11a–f. This synthetic 
approach allowed for all four of the final unsymmetrical product types, stemming from and including the 
aminopyrimidinyl carbamates 8a–f, to be prepared and submitted for CBI assays. 
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Scheme 2.1. Synthesis of ‘symmetric’ and unsymmetric 2,4‐diamino‐6‐phenethylpyrimidines. 
 
Isoamyl and naphthethylpyrimidines 
Because of the limited accessibility of the associated boronic acids or esters, we turned to the 
direct coupling of sp3‐hybridized alkanes with the pyrimidinyl trichloride to form the 6‐isoamyl and 6‐
naphthethylpyrimidine series. This was effectively accomplished through the use of a site‐selective 
Fe(acac)3‐catalyzed Kumada‐type coupling involving alkyl Grignard reagents, as developed by the 
Fürstner laboratory.7,13,14 Following their procedure, we obtained the desired 6‐alkyl pyrimidines 12a–c 
in moderate yields. The major byproduct is the ‘symmetric’, disubstituted 4,6‐dialkylpyrimidine, with 
both the 2‐naphthethylpyrimidine and the asymmetric, 2,6‐dinaphthethylpyrimidine also isolated as 
minor products. The 2,4‐dichloro‐6‐alkylpyrimidines 12a–c were then reacted with O‐, N‐, and S‐ 
nucleophiles to produce the ‘symmetrically’ substituted pyrimidines 13a–k. Additionally, the 
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dithioethers 13g and 13h were oxidized with mCBPA in CHCl3 to give the respective 
disulfonylpyrimidines 14a and 14b (top pathway in scheme 2.2a).  
Unfortunately, it proved more difficult to create unsymmetrically‐substituted diamines from the 
alkylpyrimidines 12b and 12c than from the styryl‐substituted pyrimidine 1. When 12b was submitted to 
the same SNAr conditions used to form 7a, an unsymmetric dimer of the starting material was isolated as 
the major product instead of the desired carbamate. This reaction presumably proceeds through 
deprotonation of the isoamyl ‐carbon of one pyrimidine, followed by displacement of the aromatic 
chloride on a second molecule. This problem is easily avoided by first introducing the carbamate site‐
selectively into 2,4,6‐trichloropyrimidine at the 4‐position (compounds 15a–c). This is followed by the 
Fe(acac)3‐catalyzed coupling of the alkyl Grignard to produce the 6‐alkyl‐pyrimidin‐4‐yl carbamates 16a–
g. Amination under the same conditions used for the chlorostyrylpyrimidines leads to the 
aminoalkylpyrimidinyl carbamates 17a–m. The Boc group was subsequently removed with TFA in CH2Cl2 
to produce the final 2,4‐diamino‐6‐alkylpyrimidines 18a–m in modest overall yield (bottom pathway in 
scheme 2.2a).  
It should be noted that, for both of the site‐selective steps described in the paragraph above, a 
small amount of the undesired isomer is also formed. To explore the effect of the exchange of the 6‐
alkyl and the 4‐amino group on the pyrimidine CBIs, four of these minor isomers, 19a–d, were subjected 
to SNAr conditions with isobutylamine, with subsequent removal of the Boc group to produce the 4,6‐
diamino‐2‐isoamylpyrimidines 21a–d, as shown in Scheme 2.2b. 
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Scheme 2.2. Synthesis of alkylpyrimidines: a) synthesis of 6‐isoamyl and 6‐naphthethyl pyrimidines; b) synthesis 
of 2‐isoamyl and 2‐naphthethyl pyrimidines. 
 
To explore the SAR space of the pyrimidine library further, 4,6‐dialkyl‐2‐aminopyrimidines were 
prepared from the 4,6‐dialkyl‐2‐chloropyrimidines 22a and 22b, which were obtained by either Suzuki‐
Miyaura coupling of two equivalents of trans‐2‐phenylvinylboronic acid to 2,4,6‐trichloropyrimidine or 
as the major byproduct from the reaction forming 12a. The final monoamine products were obtained by 
amination of 22a and 22b, followed by reduction of the styryl groups of compounds 23d–f to provide 
the 2‐amino‐4,6‐diisopropylpyrimidines 23a–c and 2‐amino‐4,6‐diphenethylpyrimidines 24a–c (scheme 
2.3).  
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Scheme 2.3 Synthesis of 4,6‐dialkyl‐2‐aminopyrimidines. 
 
In addition to the alkyldiaminopyrimidines and dialkylaminopyrimidines, we also wanted to 
probe the effect of three electronegative substituents on the binding of the pyrimidine core molecules. 
Thus, we formed the ‘symmetric’ trisubstituted pyrimidines 25a–f with three heteroatom‐containing 
substituents by the reaction of 2,4,6‐trichloropyrimidine with O, N, and S nucleophiles (scheme 2.4). In 
addition to the ‘symmetrically’ substituted triisobutylaminopyrimidine 25a, at lower temperature and 
shorter reaction time, the unsymmetrical diamination byproduct, 2,4‐diisobutylamino‐6‐
chloropyrimidine, 26, was also produced in modest yield from the reaction of isobutylamine with 2,4,6‐
trichloropyrimidine. Compound 26 was subsequently substituted with benzyl amine, isobutylalcohol, or 
isobutylmercaptan to form the unsymmetric tri‐heteroatom substitutued pyrimidines 27a–c. Reductive 
dechlorination of 26 gave the 6‐proteopyrimidine 27d, and the isobutylsulfanyl pyrimidine 27c was 
oxidized with mCPBA in CHCl3 to form the diaminosulfone 28.  
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Scheme 2.4. Synthesis of tri‐heteroatom‐substituted pyrimidines. 
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Methylated aminopyrimidines 
During the course of this study, it became clear that there was an important relationship 
between the activity of the CBI and the nature of the heteroatom substituents, suggesting that simple 
insertion of an electronegative atom was not sufficient to produce high‐affinity compounds (see table 
2.1). The apparent requirement for a nitrogen‐containing substituent at the 2‐ and/or 4‐position of the 
pyrimidine suggested that H‐bond donation might be playing a role in supporting the binding of the 
diaminopyrimidines. To probe this hypothesis, we synthesized N2‐methyl, N4‐methyl, and N2,N4‐dimethyl 
diaminopyrimidines, as shown in scheme 2.5. Methylation at these sites should obliterate the H‐bond 
donor capability of the secondary amine, while retaining the polarity and planarity induced by the aryl 
nitrogen.  
Both the N2‐methylated and the ‘symmetrically’ substituted N2,N4‐dimethylated pyrimidines 
were easily synthesized by the non‐selective amination with N‐methylisobutylamine and subsequent 
reduction of compounds 1 and 12b,c; and 7a and 16b,e (see the middle and top pathways of scheme 
2.5, respectively). The N4‐methylated compounds could be accessed through a K2CO3‐catalyzed site‐
selective addition of N‐methylisobutylamine to 12b,c or as a byproduct from the formation of 29a, 
followed by amination with isobutylamine and reduction of the styryl moieties when present (bottom 
pathway of scheme 2.5). 
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Scheme 2.5. Synthesis of N‐methylated pyrimidines. 
The binding results for the N‐methylated 6‐isoamylpyrimidines 29a, 31a, and 34a show that 
there is a strong preference for a free N–H at the 4‐position of the isoamyl‐substituted pyrimidine ring 
(see table 2.1). As H‐bonding at the 2‐position seemed less important to CBI binding, the O, S, and SO2‐
containing 4‐isobutylamino‐6‐isoamylpyrimidines 37a,b and 39 were also synthesized according to the 
methods described above and as shown in scheme 2.6. Based purely on polarity, these compounds 
should show CBI activity similar to the diaminopyrimidines 13b and 31a. On the other hand, if H‐bond 
donation or overall planarity of the CBI is important, decreased affinity would be expected. 
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Scheme 2.6. Synthesis 2‐alkoxy, 2‐sulfanyl, and 2‐sulfonylpyrimidines 
 
 In vitro time‐resolved FRET assay of the inhibition of coactivator binding to ER and ER by 
pyrimidine‐core CBIs 
The inhibitory activity of members of our pyrimidine CBI library for coactivator binding to both 
ER and ER systems was measured using a TR‐FRET assay. This assay employs a site‐specifically labeled 
terbium/streptavidin‐biotin/ER‐LBD construct and a fluorescein‐labeled nuclear receptor domain of the 
steroid receptor coactivator 3 (SRC‐3‐NRD). In the presence of agonist (17‐estradiol) and the absence 
of a CBI, the SRC‐3‐NRD binds to the ER‐LBD, allowing transfer of fluorescence resonance energy from 
the Tb donor (D) to the fluorescein acceptor (A). With increasing concentrations of CBI, the ER/SRC‐3 
complex is disrupted, and fluorescence resonance energy transfer decreases. This provides a dose‐
dependent inhibition curve, typically plotted on an A/D*1000 scale, from which Ki values for the various 
compounds can be calculated. An unlabeled peptide containing the NR Box II (LXXLL motif) of SRC‐1, a 
natural coactivator of ER, is used as a positive control. The results from these binding studies are 
summarized in table 2.1 and sample binding curves are shown in figure 2.2. 
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Figure 2.2. In vitro coactivator binding inhibition assay. TR‐FRET assay shows displacement of SRC‐3‐NRD‐Fl by 
control peptide and pyrimidine CBIs. 
 
Initially, what is most striking about the data is the almost universal selectivity of the pyrimidine 
core CBIs for ER over ER coactivator binding inhibition. With the exception of three compounds that 
show only very modest affinity for ER (2a, 8b, and 25a), all compounds assayed show binding only to 
ER. (These results have been echoed in preliminary studies in cell‐based reporter gene systems, which 
have also confirmed the ERselectivity of pyrimidine compounds 3a, 13b, and 27a, which show no 
mechanism‐based inhibition of ER.) Of these three, 2a and 25a are still over 30‐fold ER selective, 
while only the Boc‐protected compound, 8b, shows complete selectivity for ER with no activity for ER. 
Loss of ER activity occurs readily, as observed in the relationship of compound 2a to 3a (converted by 
hydrogenation of the styryl double bond) and compound 8b to 10c (involving simple removal/addition 
of a Boc group from the 4‐aminopyrimidinyl position). These two factors seem to be important in 
increasing ER affinity, while also decreasing affinity for ER (compare 3a to 2a, 11a to 10a, and 11c to 
10c). It is likely that the combination of the styryl functionality and the Boc‐protecting group gives 8b its 
ER selectivity, and this suggests that the ER binding groove prefers compounds with greater rigidity 
coupled with increased hydrophobicity. Selectivity of small‐molecules for ER/ER CBI activity has been 
mentioned only briefly before,15 and seems surprising, since an examination of the coactivator groove of 
ER and ER bound to LXXLL‐containing peptides shows very little dissimilarity. The homology of the 
binding groove is again supported by assay of the control SRC‐1 Box II peptide (LXXLL motif), which has 
approximately equivalent affinity for both receptors. Nonetheless, the preference of other peptide‐
based CBIs for ER over ER has been reported,16‐18 and this selectivity is significant in that it may 
increase the ultimate therapeutic utility of these compounds.19‐21 
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Table 2.1 contains the binding data for the ‘symmetrically’ and ‘unsymmetrically’ substituted 
2,4‐diamino‐6‐alkylpyrimidines and 2,4‐diamino‐6‐styrylpyrimidines. Because these compounds were 
the initial synthetic targets of this study, as well as the compounds most closely related to those 
reported in our first ER‐CBI paper,4 we were hopeful that these alternative and ‘unsymmetrical’ 
additions would provide increased CBI activity. While somewhat disappointed by the lack of significant 
increase in affinity, we were nonetheless pleased that this approach produced many compounds with 
CBI activity having comparable or slightly higher affinity for ER.  
Included in table 2.1 are compounds 3b, 13a, and 13b, which represent the high affinity 
pyrimidine CBIs reported previously.4 Interestingly, while 13a and 13b show lower Ki values in our more 
sensitive TR‐FRET assay than those we reported using our earlier fluorescence polarization assay, 
compound 3b shows no measurable binding to either ER or ER by TR‐FRET (Ki = 49, 32, and 29 M by 
FP vs. >1000, 16, and 2.8 M by TR‐FRET, respectively, for 3b, 13a, and 13b). We believe that the lower 
affinity value that we obtain for 3b by the TR‐FRET assay is the correct one, because it is consistent with 
a trend we have observed throughout this series of compounds, namely, the lack of affinity of the ER 
coactivator groove for extremely bulky ligands. This is apparent in the general exclusion of pyrimidines 
that contain a naphthyl group, exceptions being those pyrimidines (13i, 18c, and 18f) that contain only 
two small isobutyl/isoamyl side‐arms in addition to the larger aromatic group. Additionally, while the 
coactivator groove readily tolerates CBIs with two phenyl groups and a single isoamyl/isobuyl group 
(11a, 11c, and 13c), addition of a third aromatic substituent (3b) results in complete loss of binding. In 
general, it appears that those compounds that bind best to the coactivator groove are those that fill it 
snugly, without exceeding certain steric limitations, as in compounds 11c, 13i, and 18f.  
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Table 2.1. Inhibitory activity of 2,4,6‐trisubstituted pyrimidines on the ER and ER/coactivator interaction  as 
measured in TR‐FRET, luciferase reporter gene assays, and radiometric relative binding affinity (RBA) assays. 
 
N
N
R3
R2
R1
     
Cmpd 
# 
TR‐FRET
Ki(M) 
Reporter gene 
IC50(M)  RBA(%) 
R1  R2  R3  ER  ER  ER  ER  ER  ER 
cont.  SRC‐1 BoxII    0.065 0.066    
2a  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 7.5 242 6.9   <0.001  <0.001
2b  ‐styryl  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph >1000 >1000 >1000   <0.001  <0.001
2c  ‐styryl  ‐OCH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
2d  ‐styryl  ‐OCH2Ph  ‐OCH2Ph >1000 >1000 >1000    
3a  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 5.8 >1000 2.1 >1000  ~0.002  ~0.001
3b  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph >1000 >1000 >1000    
3c  ‐CH2CH2Ph  ‐OCH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
5a  ‐CH2CH2Ph  ‐OCH2Ph  ‐OCH2Ph >1000 >1000 >1000    
5b  ‐CH2CH2Ph  ‐SCH2CH(CH3)2  ‐SCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
5c  ‐CH2CH2Ph  ‐SCH2Ph  ‐SCH2Ph >1000 >1000    
6a  ‐CH2CH2Ph  ‐SO2CH2CH(CH3)2  ‐SO2CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
6b  ‐CH2CH2Ph  ‐SO2CH2Ph  ‐SO2CH2Ph >1000 >1000    
8b  ‐styryl  ‐N(Boc)CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 132   0.002  0.005
8f  ‐styryl  ‐N(Boc)CH2‐1‐Nap ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
9a  ‐CH2CH2Ph  ‐N(Boc)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
9b  ‐CH2CH2Ph  ‐N(Boc)CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
9c  ‐CH2CH2Ph  ‐N(Boc)CH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap    
9d  ‐CH2CH2Ph  ‐N(Boc)CH2‐1‐Nap ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000 >1000    
10a  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph >1000 >1000 12   0.051  0.122
10b  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000 >1000    
10c  ‐styryl  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 16 >1000 9.8   0.005  0.017
10d  ‐styryl  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000   ~0.002  0.004
10g  ‐styryl  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
11a  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph 7.6 >1000 4.5   0.040  0.076
11b  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000 >1000    
11c  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 1.7  >1000 1.9   ~0.002  0.014
11d  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
11e  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
11f  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph >1000 >1000 >1000    
13a  ‐CH2(CH2)2CH3  ‐NH(CH2)2CH3  ‐NH(CH2)2CH3 16 >1000 13   0.005  0.027
13b  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 2.8 >1000 3.1 >1000  <0.001  ~0.002
13c  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph 4.1 >1000 8.3   <0.001  <0.001
13d  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000 >1000    
13e  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
13f  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐OCH2Ph  ‐OCH2Ph >1000 >1000 >1000    
13g  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐SCH2CH(CH3)2  ‐SCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
13h  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐SCH2Ph  ‐SCH2Ph >1000 >1000    
13i  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 2.5 >1000 2.1   <0.001  <0.001
13j  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
13k  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000 >1000    
14a  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐SO2CH2CH(CH3)2  ‐SO2CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
14b  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐SO2CH2Ph  ‐SO2CH2Ph >1000 >1000    
17a  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(Boc)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
17b  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(Boc)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
17c  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(Boc)CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
17d  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(Boc)CH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
17e  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(Boc)CH2‐1‐Nap ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
17f  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(Boc)CH2‐1‐Nap ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
17g  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(Boc)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000   <0.001  <0.001
17h  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(Boc)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
17i  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(Boc)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
17j  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(Boc)CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
17k  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(Boc)CH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
17l  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(Boc)CH2‐1‐Nap ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
17m  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(Boc)CH2‐1‐Nap ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
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 Table 2.1 (cont.)         
18a  ‐CH2CH3  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 10 >1000 7.3   <0.001  <0.001
18b  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph 7.9 >1000 1.8   <0.001  <0.001
18c  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap 7.2 >1000 4.1   <0.001  <0.001
18d  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 5.8 >1000 5.8   <0.001  <0.001
18e  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000 >1000    
18f  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2 2.4 >1000 6.7   0.030  0.003
18g  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph >1000 >1000 >1000    
18h  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
18i  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
18j  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
18k  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
18l  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
18m  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
21a  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
21b  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2‐1‐Nap >1000 >1000    
21c  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐CH2CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
21d  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐CH2CH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
23a  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
23b  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph >1000 >1000 >1000    
23c  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
23d  ‐styryl  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
23e  ‐styryl  ‐styryl  ‐NHCH2Ph >1000 >1000 >1000    
23f  ‐styryl  ‐styryl  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000    
24a  ‐CH2CH2Ph  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
24b  ‐CH2CH2Ph  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
24c  ‐CH2CH2Ph  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap >1000 >1000 >1000    
25a  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 5.7 299 2.4   <0.001  <0.001
25b  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph >1000 >1000    
25c  ‐OCH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
25d  ‐OCH2Ph  ‐OCH2Ph  ‐OCH2Ph >1000 >1000 >1000    
25e  ‐SCH2CH(CH3)2  ‐SCH2CH(CH3)2  ‐SCH2CH(CH3)2 120 >1000 >1000   <0.001  <0.001
25f  ‐SCH2Ph  ‐SCH2Ph  ‐SCH2Ph >1000 >1000 >1000    
26  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐Cl >1000 >1000    
27a  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2 7.3 >1000 9.5 >1000  <0.001  <0.001
27b  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
27c  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐SCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
27d  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐H >1000 >1000    
28  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐SO2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
29a  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
29b  ‐styryl  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
29c  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
30  ‐CH2CH2Ph  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
31a  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 7.2 >1000 9.7   <0.001  <0.001
31b  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
31c  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
32  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
34a  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
34b  ‐styryl  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 >1000    
34c  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2CH(CH3)2 2.4 >1000 4.4   <0.001  <0.001
35  ‐CH2CH2Ph  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2 ‐NHCH2CH(CH3)2 8.4 >1000 5.5   <0.001  <0.001
37a  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐OCH2CH(CH3)2 >1000 >1000 6.9    
37b  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐SCH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
39  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐SO2CH2CH(CH3)2 >1000 >1000    
 
Comparison of the pairs of compounds 11a and 11c, 18b and 18d, and 18c and 18f in table 2.1 
yields another general trend in CBI affinity. For each of these pairs, affinity is increased 1.5 to 3‐fold 
when the amino substituents at the 2 and 4‐positions are situated so that the larger moiety is in the 4‐
position. This effect becomes more dramatic as the size difference in the groups increases (18c and 18f 
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vs. 18b and 18d). Conversely, it appears that the size of the substituent on the alkyl group at the 6‐
position has little effect on binding, as both the 2,4‐diisobutylaminopyrimidines with the large 
naphthethyl group (13i) and the isoamyl group (13b) bind with comparable affinity. Nevertheless, if the 
size of the group at the 6‐position is reduced drastically, binding is negatively affected, as in the 6‐
ethylpyrimidine 18a (Ki =10 M), and substitution with a chlorine or hydrogen atom at the same position 
results in complete loss of activity (26 and 27d). As mentioned above, introduction of a double bond at 
the 6‐position decreases or, in extreme cases, obliterates ER affinity, and, in all cases, pyrimidines with 
Boc‐protection at the N4‐amine fail to bind ER. 
To better understand the effect of substituent type and placement on the pyrimidine ring, we 
next investigated the binding of 4,6‐dialkyl‐2‐amino‐ and 2‐alkyl‐4,6‐diaminopyrimidines, as shown in 
table 2.1. Despite the overall hydrophobic nature of the coactivator groove and the distinct structural 
homology of the 4,6‐dialkylpyrimidines 23a–24c to the high affinity 2,4‐diamino compounds, we failed 
to observe binding with any members of this pyrimidine derivative class. Possibly more surprising is the 
complete lack of binding exhibited by the 2‐alkyl‐4,6‐diaminopyrimidines 21a–21d. Although they are 
simple isomers of compounds 13b, 13i, 18b, 18c, 18d, and 18f, which all have Ki values below 10 M, 
the compounds with a methylene group replacing the amino group at the 2‐position suffer complete 
loss of CBI binding activity. Together, these results suggest that at least two electronegative substituents 
on the pyrimidine ring are required for CBI activity. Moreover, it is not sufficient for these substituents 
to have a general 1,3‐relationship; rather, binding requires specific substitution at the 2 and 4 positions. 
Along with the two nitrogens of the pyrimidine core, these two substituent nitrogen atoms form a 
tetrad of electronegative atoms which appears to provide a unique and essential binding motif.  
In contrast to the importance of the presence of the amino substituents at the 2 and 4 positions of the 
pyrimidine ring, the nature of the C‐6 substituent seems to be of minimal importance, as the alkyl group 
can be replaced with a third amino substituent with minimal loss in binding affinity. Examples of this are 
the triamino CBIs 25a and 27a, which have potencies similar to that of their alkyl‐diamino analogs 13b 
and 18d, with Ki values of 5.7 and 7.3, and 2.8 and 5.8, respectively. Nonetheless, there is some 
selectivity for atom type at the 6‐position as is evidenced by the lack of activity of the 2,4‐
diisobutylaminopyrimidines 27b,c, and 28 which contain O, S, and SO2‐linked substituents at that site.   
In addition to the amino pyrimidines already described, a number of other heteroatom‐
containing pyrimidines were also analyzed for CBI activity. Incorporation of the alkoxy, sulfanyl, and 
sulfonyl pyrimidines into the library allowed for further evaluation of the role of the amino substituents 
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in CBI binding. Although we had anticipated that any electronegative atom or group would provide 
affinity similar to the previously assayed aminopyrimidines, we found that none of the pyrimidines 
incorporating two or three O or S substituents exhibited any inhibition of coactivator binding. (The lone 
exception to this is the triisobutylsulfanylpyrimidine 25e, which bound ER with the relatively high Ki of 
120 M.)  Even oxidation of the thioether function to the highly polar sulfone failed to elicit activity.  
At this point, it became evident that there is a necessary relationship between the presence of 
nitrogen‐bearing substituents at a specific position on the pyrimidine and the potency of the CBI. We 
rationalized that the importance of the N heteroatom was most likely based on either its ability to act as 
a hydrogen‐bond donor or its planarity due to resonance interaction between the nitrogen lone pair and 
the aryl ‐system. If H‐bond donation was required for CBI binding, it was likely that it would be position 
specific. To probe these possibilities, we synthesized and assayed the N2‐methyl, N4‐methyl, and N2, N4‐
dimethyl diaminopyrimidine compounds, 29a–35.  
As shown in table 2.1, when both the N2‐ and N4‐nitrogens are methylated, affinity for ER is 
completely lost (29a–d). Interestingly, some activity is regained in the selectively monomethylated 
compounds: When the N4 of the 6‐isoamylpyrimidine is methylated, no binding is observed (34a), but 
activity is nearly fully restored when the methyl group is switched to N2 (31a). In the phenethyl and 
naphthethyl compounds, the opposite is observed, and the compounds with a free N–H at the N2‐
position bind (34c and 35), whereas the N4 isomers are inactive (31c and 32).  
This restoration of activity associated with monomethylation suggests that N–H H‐bond 
donation is indeed important to binding. That this binding is specific to either the 2‐ or 4‐position of the 
aromatic ring, depending on the nature and/or size of the C‐6 substituent, implies that more subtle 
electronic effects are also playing a role in orientation of the CBI in the coactivator groove: sterically, the 
2‐ and 4‐positions of the pyrimidine should be practically equivalent, but the dipole moment of the 
heterocycle relative to the methyl‐substituted amine is position‐dependent, and the differential ability 
of the aromatic nitrogen atoms to act as hydrogen bond acceptors must also be considered. The 
preference for the free N–H to switch from the 4‐ to 2‐position as the steric bulk of the alkyl group 
increases from isoamyl to phenethyl may indicate that a different binding mode (i.e., 120° rotation) is 
involved in inhibition with these larger molecules. The manner in which these two somewhat 
contradictory observations might be understood has been analyzed using computation docking 
experiments and is discussed below. 
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After showing the selective importance of at least one free amine N–H at either the 2‐ or 4‐
position of the pyrimidine, we wanted to probe the ability of other electronegative atoms to offer the 
same binding properties as the non‐H‐bonding N‐methyl amine. To accomplish this, we prepared the 6‐
isoamyl‐4‐isobutylpyrimidines 37a,b and 39. None of these O‐ or S‐containing pyrimidines showed any 
inhibition of the receptor/coactivator complex. Although not conclusive, this gives strong support for 
the need of two amino substituents at both the N2‐ and N4‐positions of the pyrimidine ring. Although it 
is possible that subtle electronic changes are the basis of this marked affinity differential, it is more likely 
that the planarity and associated rigidity of the N–aryl bond creates an overall CBI core structure that is 
more conducive to binding. A summary of the structure‐activity relationships of the pyrimidine‐core CBIs 
is shown in figure 2.3. 
 
Figure 2.3. Summary of the structure‐activity relationships of the pyrimidine‐core CBIs. 
 
In vitro radiometric assay of CBI binding affinity for the ligand binding pocket of ER and ER  
To further ensure that the inhibition we observe with these compounds in the TR‐FRET CBI assay 
is not due to the compound binding as an antagonist at the ligand binding pocket, we conducted a 
competitive radiometric ligand binding assay using tritium‐labeled estradiol as a tracer and full‐length 
purified human ER and ER. The binding affinities of the CBIs relative to the tracer and standard, 
estradiol, are expressed as relative binding affinity (RBA) values. The pyrimidine CBIs generally have 
RBAs for ER of less than 0.005% (estradiol = 100%), and while there are a few significant exceptions, 
even the CBI with the highest affinity for the ligand binding pocket (11a) binds with only 0.051% the 
affinity of estradiol (see table 2.1 for complete list of RBAs).  
To properly interpret these results, it must be remembered that estradiol has a Kd for ER of 0.2 
nM; therefore, at the concentration of estradiol used for the TR‐FRET CBI assay (1 M), a compound 
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with an RBA of even 0.1% would show an IC50 value of minimally 1 mM in the assay if it were acting as a 
conventional antagonist (i.e., competing with estradiol), rather than as a CBI (i.e., competing with SRC). 
Thus, we conclude that the inhibitions we are observing in our TR‐FRET assay could not be due to the 
competition of these pyrimidines for the natural ligand estradiol with concomitant induction of an 
antagonist, non‐coactivator binding conformation of the ER. Rather, the active pyrimidine CBIs reported 
in this library are disrupting the ER/SRC interaction by direct binding to the protein surface at the 
coactivator binding groove, not to the traditional, internal ligand binding site.  
Cell‐based assay of the inhibition of estrogen‐induced reporter gene transcriptional activity by CBIs  
To investigate the cellular activity of our pyrimidine core CBIs, we utilized an estrogen‐
responsive luciferase reporter gene assay performed in human endometrial cancer (HEC‐1) cells lacking 
endogenous estrogen receptor, but transfected with a full‐length ER expression vector, an estrogen‐
responsive luciferase reporter gene plasmid (2ERE Luc), and pCMV ‐galactosidase (‐gal; internal 
control). The cells were incubated with two concentrations of estradiol (1 nM and 100 nM) and titrated 
concentrations of CBI. After incubation for 24 hours, cells were lysed and assayed for luciferase reporter 
gene and ‐galactosidase activity.  
Those CBIs that were active showed not only a concentration‐dependent reduction in reporter 
gene activity, but they also gave IC50 values that were unaffected by changing the estradiol 
concentration. This inhibition, insurmountable by 100‐fold excess estradiol, indicates that the CBIs are 
not competing against the ligand estradiol, as a conventional antagonist would; rather, they are acting 
through the CBI mechanism to block coactivator binding. Examples of the estrogen insurmountable 
reporter gene inhibitory activity of two representative CBIs (3a and 13b) are shown in figure 2.4a (TR‐
FRET curves for the same compounds are shown in Figure 2.2).  
ERI‐5, a previously published CBI inhibitor of the ER‐SRC interaction reported to have an IC50 of 
5.5 µM in a COS‐7 cell mammalian 2 hybrid assay,15 was used as a positive control in these reporter gene 
assays; in our hands, it showed an IC50 value of 1.4 M. Because of its cellular impermeability, the SRC‐1 
Box II control peptide used for the in vitro TR‐FRET work could not be used in the cell‐based assay. 
Measurement of ‐galactosidase activity simultaneous with CBI testing serves as an internal control to 
confirm that decreased luciferase activity corresponds to a CBI blockade of ER‐coactivator binding, 
rather than to a generalized mechanism of cellular toxicity. The activity of the internal ‐galactosidase 
control was affected by only the highest concentration of CBI used in the assay, 20 µM, which decreased 
the activity of the control to approximately 70% of the expected maximal value for only the most potent 
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pyrimidine compounds. A functionally different type of viability assay, probing cellular mitochondrial 
function, was also employed to confirm that the decrease in luciferase activity we observed was truly 
due to compound activity.  This assay (CellTiter 96® AQueous One Solution Cell Proliferation Assay, 
Promega) was run using compounds that showed the greatest discrepancy in IC50 values between in 
vitro and cellular assays (i.e. 3a, 10a, 18b, 25a, and 37a) and provided results in agreement with the ‐
galactosidase reporter gene assay controls, also showing that viable cell counts decreased significantly 
only at the highest doses of compound (20 µM). Because the IC50 values we see for these compounds 
are significantly lower than 20 µM where cell toxicity first becomes apparent, we have concluded that 
the inhibition of estrogen‐stimulated reporter gene activity by the CBIs was a transcription‐based 
response rather than the result of general cell death.  
In all instances where activity was observed in the TR‐FRET protein‐binding assay, comparable 
potencies—or, in a number of cases, increased potencies—were observed in the luciferase reporter 
gene assay (table 1). A comparison of potencies in the cell‐based activity assay vs. the in vitro binding 
assay is illustrated in figure 2.4b. The points below the dotted line represent cases where higher potency 
was evident in cell‐based assays. While we can only speculate at this point, enhanced potency in the 
cell‐based assays could be the result of decreased available concentrations of CBI compound in vitro 
because of sequestration by the small amount of detergent that needs to be present in the buffer of the 
TR‐FRET assay. It could also be due to cell‐based mechanisms that increase the local concentrations of 
the CBI by increased cellular uptake. In either case, we are encouraged by the increased potencies of 
these compounds when tested in a more physiologically relevant cell‐based assay: not only do these 
results confirm the CBI activity of the library compounds observed in the TR‐FRET assays, but they also 
provide evidence that these compounds are soluble and cell‐permeable at concentrations necessary for 
inhibition. In a very low percentage of compounds, we have seen activity in the cell‐based assays that 
was not discovered using the TR‐FRET assay (10a and 37a). It is possible that these results are due to an 
alternative mechanism of inhibition involving the AF‐1 and/or DNA‐binding domains of ER, which are 
present in the full‐length protein used in the reporter gene assays but not in the ligand‐binding domain 
of ER employed in the TR‐FRET assay. Together, these data provide support that these pyrimidine CBI 
compounds could be effective as novel inhibitors of ER‐SRC interactions and, thus, ER‐mediated 
transcription.  
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Figure 2.4. Coactivator binding inhibition assays. a) Dose‐response of CBI inhibition of ER‐mediated transcription 
in cell‐based reporter gene assay run at two concentrations of estradiol; b) Plot of CBI Ki (µM) as calculated from 
in vitro TR‐FRET assay vs. CBI IC50 as determined by cell‐based reporter gene assay. 
 
Modeling of CBI docking in ER  
To better understand the binding mode(s) involved with the pyrimidine‐core CBIs, we have 
performed extensive docking experiments using, as a starting point, the structure of ER‐LBD co‐
crystallized with the agonist diethylstilbestrol and a SRC‐2 peptide (see http://www.rcsb.org entry 3erd). 
After work‐up of the crystal structure, the coactivator peptide was removed, and the CBIs were docked 
into the resulting empty binding groove using the FlexiDock module of SYBYL® 7.3 from Tripos™.  
As has been noted previously,4 these experiments confirm that the coactivator binding groove of ER is 
flexible in nature, and modeling that is representative of reality is often complicated by the apparent 
accommodation of a variety of orientations of a single ligand. This is especially problematic when 
docking quasi‐symmetrical compounds such as 13b. Fortunately, while analyzing the various docking 
results, we have been able to apply the empirical binding and activity data described above to produce 
ER/CBI‐binding models that are satisfying chemically, computationally, and experimentally (see Figure 
2.5).  
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Figure 2.5. Docking of pyrimidine‐core CBIs into the coactivator groove of ER‐LBD. A) electrostatic rendering of 
13b bound to ER‐LBD; b) cut‐away showing the interaction of Glu542 and Lys362 with 13b; c) electrostatic 
rendering of 13i bound to ER‐LBD; d) cut‐away showing the interaction of Glu542 and Lys362 with 13i. 
 
We have been especially interested in comparing the binding orientation of the isopentyl 
pyrimidine 13b and the analogous naphthylethyl pyrimidine 13i, as these compounds show essentially 
equivalent binding affinity in the TR‐FRET assay, yet exhibit opposite selectivity for their corresponding 
monomethylated aromatic amines. Additionally, the pre‐existing knowledge of which N‐methylated CBI 
(N2 vs. N4) binds to the surface of the LBD, greatly aids in determination of the binding mode of the 
unmethylated compound.  
In general, the coactivator groove consists of three major binding sites: a small pocket (shown 
on the right of the binding site in figure 2.5), a medium‐size pocket (on the left) and a large shelf 
(bottom center). Another important feature of the binding site is the ‘charge clamp’ composed of 
Glu542 and Lys362 of the ER‐LBD, which, in the presence of a coactivator, interact in a productive 
manner with the inherent dipole associated with –helical peptide backbone of the LXXLL sequence. As 
shown in figures 2.5a and b, 13b binds to the ER coactivator groove in such a manner as to optimize its 
interaction with, not only the three hydrophobic pockets, but also both the carboxyl and amine groups 
of the charge clamp. The isopentyl alkyl group fills the small pocket on the right, pushing the amine in 
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the 4‐position into the medium sized pocket on the left and towards Glu 542, allowing for a positive 
interaction between partially positively charged N‐H of the amine and the negatively charged carboxyl 
group. The second isobutylamine substituent occupies the coactivator shelf, so that there is minimal 
steric interaction between the alkyl group and the charged amine of Lys362. This allows for positive 
electrostatic interaction between Lys362 and the lone pair of the pyrimidinyl ring nitrogen. Additionally, 
docking of the associated monomethylated products 31a and 34a in this orientation allows for 
rationalization of the binding selectivity observed: When the amine at the 2‐position is methylated 
(31a), there is very little rearrangement of either the ligand or the protein, and the interaction between 
the Lys362 and the pyrimidine nitrogen is maintained. Methylation at the N4‐position of the pyrimidine 
(34a) completely disrupts the interaction between the N‐H and the Glu542, and, consequently, affinity 
for the receptor is lost. 
In contrast to the quasi‐symmetric 13b, the large naphthyl group of 13i constrains the CBI to 
only two possible orientations, both of which place the bicyclic aromatic on the large non‐polar shelf. Of 
these two orientations, only that shown in figures 2.5c and d is situated so that monomethylation at the 
4‐position is tolerated while methylation at the 2‐position causes disruption of the ER/CBI complex. As 
seen in the electrostatic rendering of the complex (figure 2.5c), this orientation also correctly matches 
the negatively and positively‐charged residues of the ‘charge clamp’ with the electron‐deficient N‐H and 
the electron‐rich pyrimidine N. The cut‐away rendering in figure 2.5d more explicitly shows this 
orientation. Although not shown, figure 2.5d also provides an illustration of the effects of mono‐N‐
methylation of 13i: While there is ample room for methylation at N4 (this in effect pushes the CBI to the 
right, deeper into the small pocket), methylation at N2 disrupts the pyrimidine nitrogen/Lys362 
interaction, causing the CBI to be bumped out of the binding pocket and the lysine residue to be pushed 
back and to the right. 
 
CONCLUSIONS 
In this report, we describe the progressive optimization of the structure of 2,4,6‐trisubstituted 
pyrimidines as inhibitors of the interaction between agonist‐liganded estrogen receptor (ER) and a key 
coactivator protein, steroid receptor coactivator 3 (SRC‐3). By inhibiting the interaction of ER with this 
important mediator of ER transcriptional activity, these coactivator binding inhibitors (CBIs) are able to 
block ER activity at a point after ligand binding, and we have demonstrated in cell‐based reporter gene 
assays that this inhibition is insurmountable by increasing estrogen concentration. In this sense, 
inhibition of ER activity by CBIs is direct and distinct from that of conventional estrogen antagonists, 
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which compete for agonist binding and interfere with SRC binding indirectly, by altering the topology of 
the ER from an agonist conformation that recruits SRCs to an antagonist conformation that does not.  
We have achieved this optimization by developing an expedited synthesis of 2,4,6‐trisubstituted 
pyrimidines, which has enabled us to systematically generate a series of focused pyrimidine libraries 
having alkyl and aralkyl substituents of various size and positioning, linked to the heterocyclic core 
through carbon and heteroatoms. Additionally, we have probed for the role of potential hydrogen 
bonding involvement of NH‐linking atoms.  
Through these studies, we have developed a rather complete structure‐activity profile outlining a 
pharmacophore for the CBI activity of these trisubstituted pyrimidines. This pharmacophore specifies 
the following:  
1. The need for N‐linked side chains at the 2 and 4‐positions of the pyrimidine ring, with a preference for 
a smaller group (isobutyl) at the 2 position.  
2. Ready accommodation of either a C or N‐bound moiety at the 6‐position of the pyrimidine.  
3. A strict size limit to the CBI binding pocket, with no more than two medium (phenyl) groups or one 
large (naphthyl) group tolerated at one time on the tridentate ligand.  
4. Electrostatic effects and/or hydrogen bonding that require at least one free aryl N‐H, the preferred 
position of which being dependant on the size of the alkyl group at the 6‐position of the pyrimidine ring.  
  The best compounds we have obtained have Ki values (as inhibitors of coactivator binding in 
vitro) and IC50 values (for inhibition of reporter gene activity in cells) in the low micromolar region, and 
the vast majority of these compounds show strong selectivity for ER over ER. The results of this study 
suggest that blocking estrogen action using CBIs might provide a viable alternative approach to 
endocrine therapies. 
 
EXPERIMENTAL SECTION 
General Synthetic Methods. All reagents were used as purchased except where noted. THF, Ether, 
CH2Cl2, and DMF used in reactions were dried using a solvent delivery system (neutral alumina column). 
Solvents used for extraction and flash chromatography were reagent or ultima grade purchased from 
either Aldrich or Fisher Scientific. All reactions were run under dry N2 atmosphere except where noted. 
Flash column chromatography was performed on Silica P Flash Silica Gel (40‐64 m, 60Å) from SiliCycle®. 
1HNMR and 13CNMR spectra were obtained on 500 MHz Varian® FT‐NMR spectrometers. Except where 
noted, both low and high resolution mass spectra were obtained using electrospray ionization on either 
a Micromass Q‐Tof Ultima or Waters Quattro instrument. HPLC analysis was performed using a Waters 
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1525 binary HPLC pump equipped with a Waters in‐line degasser AF, Waters 2487 Dual  absorbance 
detector, and a Waters Symmetry® C18 5 m, 4.6 X 150 mm column. Microanalysis was performed with 
a CE 440 CHN analyzer. 
Representative Syntheses (For complete synthetic details and HPLC analysis of active compounds 
please see Supporting Information). 2,4‐Dichloro‐6‐styryl‐pyrimidine (1). Based on the coupling 
described by Tan et al.8  Trans‐2‐Phenylvinylboronic acid (2.546 g, 17.2 mmol), K3PO4 (7.307 g, 34.4 
mmol), and PdCl2(PPh3)2 (0.362 g, 0.52 mmol) were dissolved in 100 mL THF. To this mixture, 2,4,6‐
trichloropyrimidine (3.156 g, 17.2 mmol) dissolved in 20 mL THF was added producing a cloudy yellow 
suspension. H2O (15 mL) were added and the now clear solution was heated at reflux for 7 h. 
Approximately 100 mL of H2O were added, and the biphasic mixture was extracted three times with 
ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the 
solvent removed with a rotary evaporator. The product purified by column chromatography (gradient 
elution 5–10% EtOAc in hexanes) to provide 1 (3.1613 g, 73%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 6.95 (d, 
J=15.87 Hz, 1 H), 7.22 (s, 1 H), 7.41 (m, 3 H), 7.59 (dd, J=7.45, 2.08 Hz, 2 H), 7.96 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 117.1, 123.0, 128.2, 129.2, 130.6, 134.8, 140.9, 160.7, 162.8, 166.6. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C12H9N2Cl2+ 251.0143, found 251.0101.   
N,N'‐diisobutyl‐(6‐styryl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (2a). Compound 1 (0.111 g, 0.44 mmol) was 
dissolved in 4 mL of isobutylamine and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 115 °C for 
43 h. The reaction was allowed to cool to room temperature and the excess amine removed in vacuo. 
The residue was extracted from H2O three times with ether. The combined organic layers were washed 
twice with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed by rotary evaporator. Purification was 
accomplished with column chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 2a (67 mg, 47%). 1H NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 0.97 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 0.98 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.88 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 1.89 
(sept, J=6.65 Hz, 1 H), 3.12 (bs, 2 H), 3.25 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 4.78 (bs, 1 H), 4.90 (bs, 1 H), 5.74 (s, 1 H), 
6.83 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.28 (t, J=7.29 Hz, 1 H), 7.35 (t, J=7.50 Hz, 2 H), 7.55 (d, J=7.50 Hz, 2 H), 7.66 (d, 
J=15.86 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 20.6, 28.7, 28.8, 49.3, 127.5, 127.7, 128.6, 
128.9, 134.0, 136.8, 162.8, 164.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H29N4+ 325.2392, found 325.2393. Anal. 
(C20H28N4) H. C: calcd, 74.03; found, 73.44. N: calcd, 17.27; found, 16.82.  
N,N′‐dibenzyl‐(6‐styryl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (2b). Compound 2 (0.102 g, 0.41 mmol) was dissolved 
in 2 mL of benzylamine and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 150 °C for 18 h. The 
reaction was allowed to cool to room temperature and the excess amine removed in vacuo with 
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heating. The residue was extracted from H2O three times with EtOAc. The combined organic layers were 
washed twice with 0.3 M HCl, and once with H2O and brine, dried over MgSO4, and the solvent removed 
by rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (50% EtOAc in 
hexanes) to give 2b (78 mg, 49%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.54 (d, J=5.37 Hz, 2 H), 4.67 (d, 
J=5.86 Hz, 2 H), 5.05 (bs, 1 H), 5.27 (bs, 1 H), 5.79 (s, 1 H), 6.81 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.23–7.41 (m, 13 H), 
7.53 (d, J=7.81 Hz, 2 H), 7.68 (d, J=15.87 Hz, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H25N4+ 393.2079, found 
393.2088. 
2,4‐Diisobutoxy‐6‐styryl‐pyrimidine (2c). Clean Na0 (82 mg, 1.4 mmol) was dissolved in 2 mL of 
isobutylalcohol while heating at 70 °C with stirring (~2 h). To the resulting slightly cloudy solution, 150 
mg (0.60 mmol) of 1 were added with stirring forming an opaque pale orange mixture. One more mL of 
isobutylalcohol was added, and the reaction was stirred at 70 °C for 4 h. The reaction was allowed to 
cool to room temperature, and extracted from H2O three times with ether. The combined organic layers 
were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent and excess alcohol removed with 
a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc in 
hexanes) to give 2c (0.172 g, 88%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.01 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.06 (d, 
J=6.59 Hz, 6 H), 2.08 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.19 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 4.14 (d, J=6.59 Hz, 2 H), 4.18 (d, 
J=6.84 Hz, 2 H), 6.33 (s, 1 H), 6.93 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.32 (t, J=7.20 Hz, 1 H), 7.37 (t, J=7.32 Hz, 2 H), 
7.57 (d, J=7.57 Hz, 2 H), 7.82 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 19.4, 19.6, 28.0, 28.1, 
72.9, 73.9, 99.6, 126.0, 127.7, 128.9, 129.1, 136.0, 136.1, 164.3, 165.3, 172.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C20H27N2O2+ 327.2073, found 327.2085. Anal. (C20H26N2O2) C, H, N. 
2,4‐Bis‐benzyloxy‐6‐styryl‐pyrimidine (2d). Clean Na0 (82 mg, 1.4 mmol) was dissolved in 3 mL of 
benzylalcohol while heating at 70 °C with stirring (~2 h). To the resulting pale yellow solution, 150 mg 
(0.60 mmol) of 1 were added. Another milliliter of benzylalcohol was added and the reaction was stirred 
at 70 °C for 4 h. The reaction was allowed to cool to room temperature, and extracted from H2O three 
times with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, 
and the solvent and excess alcohol removed in vacuo (removal of the alcohol required heating to 80 °C). 
Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 2d (0.194 g, 
82%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 5.43 (s, 2 H), 5.51 (s, 2 H), 6.41 (s, 1 H), 6.94 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 
7.31–7.46 (m, 11 H), 7.54 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 7.58 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.87 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 68.4, 69.3, 100.2, 125.7, 127.7, 128.2, 128.3, 128.4, 128.5, 128.6, 128.8, 129.0, 
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129.3, 136.0, 136.4, 136.5, 137.0, 164.6, 164.7, 172.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H23N2O2+ 395.1760, 
found 395.1766. Anal. (C26H22N2O2) C, H, N. 
N,N′‐diisobutyl‐(6‐phenethyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (3a). Compound 2a (29 mg, 0.12 mmol) and 
10% Pd/C (15 mg, 0.014 mmol) were dissolved in 6 mL of MeOH. The resulting suspension was stirred 
under 1 atm H2 for 1h. The solvent was removed in vacuo and the residue purified with column 
chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 3a (15 mg, 37%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  0.94 (d, 
J=6.65 Hz, 6 H), 0.96 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.78–1.90 (m, 2 H), 2.71 distorted (dd, J=10.29, 8.58 Hz, 2 H), 
2.96 (distorted dd, J=10.29, 8.58 Hz, 2 H), 3.03 (bs, 2 H), 3.20 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 4.63 (bs, 1 H), 4.80 (bs, 1 
H), 5.48 (s, 1 H), 7.18 (t, J=7.29 Hz, 1 H), 7.22 (d, J=6.86 Hz, 2 H), 7.27 (t, J=7.29 Hz, 2 H). HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C20H31N4+ 327.2549, found 327.2556. 
N,N'‐dibenzyl‐(6‐phenethyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (3b). Compound 2b (80 mg, 0.20 mmol) and 10% 
Pd/C (22 mg, 0.020 mmol) were dissolved in 16 mL of MeOH. The resulting suspension was stirred under 
1 atm H2 for 1h. The solvent was removed in vacuo and the residue purified with column 
chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 3b (42 mg, 52%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.72 
(distorted dd, J=10.51, 8.36 Hz, 2 H), 2.95 (distorted dd, J=10.51, 8.58 Hz, 2 H), 4.48 (d, J=4.07 Hz, 2 H), 
4.61 (d, J=6.00 Hz, 2 H), 4.90 (bs, 1 H), 5.24 (bs, 1 H), 5.56 (s, 1 H), 7.16–7.37 (m, 15 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 34.9, 39.7, 45.6, 50.4, 126.1, 127.1, 127.6, 127.7, 127.8, 128.5, 128.6, 128.7, 128.9, 
140.3, 141.9, 162.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H27N4+ 395.2236, found 395.2245. 
2,4‐Diisobutoxy‐6‐phenethyl‐pyrimidine (3c). Compound 2c (95 mg, 0.29 mmol) and 10% Pd/C (24 mg, 
0.022 mmol) were dissolved in 4 mL of MeOH. The resulting suspension was stirred under 1 atm H2 for 
27 h. The solvent was removed in vacuo and the residue purified with column chromatography (10% 
EtOAc in hexanes) to give 3c (70 mg, 73%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.99 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.03 
(d, J=6.86 Hz, 6 H), 2.05 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.14 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.89 (distorted dd, J=10.72, 
9.22 Hz, 2 H), 3.02 (distorted dd, J=10.51, 9.00 Hz, 2 H), 4.09 (d, J=6.65 Hz, 2 H), 4.10 (d, J=6.86 Hz, 2 H), 
6.16 (s, 1 H), 7.20 (m, 3 H), 7.28 (t, J=7.29 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 19.4, 19.6, 28.1, 
32.8, 39.4, 72.8, 73.9, 99.8, 126.2, 128.6, 141.5, 165.4, 172.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H29N4O2+ 
329.2229, found 329.2237. Anal. (C20H28N4O2) C, H, N. 
2,4‐Dichloro‐6‐phenethyl‐pyrimidine (4). Compound 1 (1.00 g, 4.0 mmol) and 10% Pd/C (118 mg, 0.11 
mmol) were dissolved in 40 mL of MeOH. The resulting suspension was stirred under 1 atm H2 for 1 h. 
The solvent was removed in vacuo and the residue purified with column chromatography (10% EtOAc in 
hexanes) to give 4 (0.521 mg, 52%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.06 (s, 4 H), 7.05 (s, 1 H), 7.17 (d, 
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J=6.86 Hz, 2 H), 7.22 (t, J=7.29 Hz, 1 H), 7.29 (t, J=7.40 Hz, 2 H). 1H NMR (500 MHz, acetone‐D6)  ppm 
3.08 (AA’BB’, 2 H) 3.13 (AA’BB’, 2 H), 7.20 (t, J=6.96 Hz, 1 H), 7.28 (m, 4 H), 7.53 (s, 1 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 34.4, 39.2, 119.4, 126.7, 128.5, 128.8, 139.9, 160.7, 162.5, 174.6. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C12H11N2Cl2+ 253.0299, found 253.0301. 
2,4‐Bis‐benzyloxy‐6‐phenethyl‐pyrimidine (5a). Clean Na0 (54 mg, 2.3 mmol) was dissolved in 2 mL of 
benzylalcohol while heating at 70 °C with stirring (~2 h). To the resulting pale yellow solution, 100 mg 
(0.40 mmol) of 4 were added, and the reaction was stirred at 70 °C for 16 h. The reaction was allowed to 
cool to room temperature, and extracted from H2O three times with ether. The combined organic layers 
were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent and excess alcohol removed in 
vacuo (removal of the alcohol required heating to 80 °C). Purification was accomplished with column 
chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 5a (0.130 g, 83%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.93 
(distorted dd, J=9.77, 9.03 Hz, 2 H), 3.03 (distorted dd, J=10.25, 8.79 Hz, 2 H), 5.40 (s, 2 H), 5.45 (s, 2 H), 
6.25 (s, 1 H), 7.20 (m, 3 H), 7.26–7.43 (m, 10 H), 7.51 (d, J=7.08 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 34.6, 39.3, 68.3, 69.2, 100.6, 126.2, 128.1, 128.2, 128.4, 128.56, 128.6, 128.7, 136.4, 137.0, 141.3, 
164.8, 171.5, 172.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H25N2O2+ 397.1916, found 397.1916. Anal. (C26H24N2O2) 
H, N. C: calcd, 78.76; found, 78.22. 
2,4‐Bis‐isobutylsulfanyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine (5b). To a suspension of 48 mg (1.2 mmol) NaH (60% 
dispersion in mineral oil) in 5 mL of THF, 2‐methyl‐1‐propanethiol (127 L, 1.2 mmol) was added and the 
resulting mixture was stirred for 30 min. To this compound, 4 (0.100 g, 0.40 mmol) in 1 mL THF was 
added and suspension became a cloudy pink. The reaction was stirred 16 h at room temperature and 
the extracted from H2O three times with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with brine, 
dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was 
accomplished with column chromatography (50% to 75% CH2Cl2 in hexanes) to give 5b (0.131 g, 92%). 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.04 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.07 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.95 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 
2.01 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.86 (distorted dd, J=10.29, 9.22 Hz, 2 H), 3.00 (distorted dd, J=10.51, 8.79 
Hz, 2 H), 3.07 (d, J=6.65 Hz, 4 H), 6.60 (s, 1 H), 7.20 (m, 3 H), 7.28 (t, J=7.40 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 22.1, 22.2, 28.6, 28.7, 34.7, 37.6, 39.2, 39.5, 113.2, 126.3, 128.59, 128.64, 141.2, 167.3, 
170.1, 171.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H29N2S2+ 361.1772, found 361.1781.   
2,4‐Bis‐benzylsulfanyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine (5c). To a suspension of NaH (60% dispersion in mineral 
oil, 48 mg, 1.2 mmol) in 5 mL of THF, benzylthiol (138 L, 1.2 mmol) was added and the resulting 
mixture was stirred for 30 min. To this 4 (0.100 g, 0.40 mmol) in 3 mL THF was added and the suspension 
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became clear. The reaction was stirred 16 h at room temperature and then extracted from H2O three 
times with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, 
and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (50% to 75% CH2Cl2 in hexanes) to give 5c (0.138 g, 81%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 2.89 (distorted dd, J=9.86, 9.22 Hz, 2 H), 3.00 (distorted dd, J=10.08, 8.79 Hz, 2 H), 4.39 (s, 2 H), 
4.43 (s, 2 H), 6.62 (s, 1 H), 7.17–7.37 (m, 13 H), 7.44 (d, J=7.50 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
33.6, 34.6, 35.4, 39.3, 113.1, 126.4, 127.3, 127.6, 128.6, 128.8, 129.09, 129.12, 137.2, 137.9, 141.1, 
167.7, 169.5, 170.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H25N2S2+ 429.1459, found 429.1464.  
2,4‐Bis‐(2‐methyl‐propane‐1‐sulfonyl)‐6‐phenethyl‐pyrimidine (6a). From the procedure described by 
Hurst.11,12  mCPBA (77%, 53 mg, 0.24 mmol) and 5b (18 mg, 0.050 mmol) were dissolved in 1.1 mL CHCl3 
with stirring. The solution was then allowed to stand at room temperature for 36 hours. CHCl3 (5 mL) 
was added and the solution was washed 2 times with sat. NaHCO3 sol. The aqueous layers were 
extracted once with CHCl3 and the combined organic layers were washed with sat. NaCl sol. and dried 
over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of the residue (30% EtOAc in 
hexanes) gave 6a in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.10 (d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.13 (d, 
J=6.86 Hz, 6 H), 2.29 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.40 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 3.16 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 3.37 (m, 4 
H), 3.42 (d, J=6.43 Hz, 2 H), 7.16 (d, J=7.08 Hz, 2 H), 7.22 (t, J=7.40 Hz, 1 H), 7.29 (t, J=7.40 Hz, 2 H), 7.91 
(s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 22.8, 22.9, 24.0, 24.1, 34.4, 40.0, 58.6, 58.7, 118.8, 127.0, 
128.6, 129.0, 139.2, 166.4, 167.2, 177.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H29N2O4S2+ 425.1569, found 
425.1588. 
4‐Phenethyl‐2,6‐bis‐phenylmethanesulfonyl‐pyrimidine (6b). From the procedure described by 
Hurst.11,12 mCPBA (77%, 62 mg, 0.28 mmol) and 5c (25 mg, 0.058 mmol) were dissolved in 1.1 mL CHCl3 
with stirring. The solution was then allowed to stand at room temperature for 36 hours. CHCl3 (5 mL) 
was added and the solution was washed 2 times with sat. NaHCO3 sol. The aqueous layers were 
extracted once with CHCl3 and the combined organic layers were washed with sat. NaCl sol. and dried 
over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of the residue (30% EtOAc in 
hexanes) gave 6b in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.02 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 
3.23 (distorted dd, J=9.03, 8.06 Hz, 2 H), 4.69 (s, 2 H), 4.80 (s, 2 H), 7.09 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 7.21–7.42(m, 
13 H), 7.63 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 34.3, 39.9, 58.07, 38.13, 120.0, 126.1, 126.5, 127.0, 
128.5, 129.0, 129.1, 129.2, 129.35, 129.44, 131.5, 131.6, 139.2, 165.2, 165.4, 176.9. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C26H25N2O4S2+ 493.1256, found 493.1277.   
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(2‐Chloro‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (7a). From the procedure 
described by Zanda, et al.9  Compound 1 (0.700 g, 2.8 mmol) and Isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(0.483 g, 2.8 mmol) were dissolved in 15 mL DMF. To this solution, NaH (60% dispersion in mineral oil, 
0.123 g, 3.1 mmol) was added under nitrogen causing the solution to become dark purple. The reaction 
was stirred at room temperature for 3 h, followed by heating for 45 min. at 60 °C. The solution was 
quenched with H2O, producing a deep red/orange solution, which was extracted four times with ether. 
The combined organic layers were washed with sat. NaCl sol. and dried over MgSO4. The solvent was 
removed in vacuo, and chromatography of the residue (5% EtOAc in hexanes) gave 7a (430 mg, 40%). 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.57 (s, 9 H), 2.07 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 3.91 (d, 
J=7.32 Hz, 2 H), 7.00 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.34 (t, J=7.20 Hz, 1 H), 7.38 (t, J=7.32 Hz, 2 H), 7.57 (d, J=7.57 
Hz, 2 H), 7.87 (d, J=16.11 Hz, 1 H), 7.97 (s, 1 H).  
Benzyl‐(2‐chloro‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐carbamic acid tert‐butyl ester (7b). From the procedure 
described by Zanda, et al.9  Compound 1 (0.700 g, 2.8 mmol) and Benzyl‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(0.577 g, 2.8 mmol) were dissolved in 15 mL DMF. To this solution, NaH (60% dispersion in mineral oil, 
0.113 g, 2.8 mmol) was added under nitrogen causing the solution to become deep turquoise. The 
reaction was stirred at room temperature for 3 h and quenched with H2O, producing a deep red/orange 
solution, which was extracted four times with ether. The combined organic layers were washed with sat. 
NaCl sol. and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of the residue 
(5% EtOAc in hexanes) gave 7b (550 mg, 47%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.47 (s, 9 H), 5.28 (s, 2 
H), 7.02 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.23–7.44 (m, 8 H), 7.58 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 7.90 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 8.05 
(s, 1 H).    
(2‐Chloro‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (7c). From the 
procedure described by Zanda, et al.9  Compound 1 (0.700 g, 2.8 mmol) and Naphthalen‐1‐ylmethyl‐
carbamic acid tert‐butyl ester (0.745 g, 3.06 mmol) were dissolved in 20 mL DMF. To this solution, NaH 
(60% dispersion in mineral oil, 0.134 g, 3.3 mmol) was added under nitrogen causing the solution to 
become a dark turquoise. The reaction was stirred at room temperature for 1 h. The DMF was removed 
in vacuo with heating and the residue extracted from brine twice with ether and once with CH2Cl2. The 
combined organic layers were washed with sat. NaCl sol. and dried over MgSO4. The solvent was 
removed in vacuo, and chromatography of the residue (1:1 CH2Cl2:hexanes to CH2Cl2) gave 7c (573 mg, 
44%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.33 (s, 9 H), 5.79 (s, 2 H), 7.05 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.21 (d, 
J=7.32 Hz, 1 H), 7.38 (m, 4 H), 7.50–7.62 (m, 4 H), 7.76 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.91 (m, 2 H), 8.09 (d, J=8.30 
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Hz, 1 H), 8.10 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 28.0, 46.3, 83.5, 109.0, 122.99, 123.03, 125.2, 
125.5, 125.8, 126.3, 127.6, 128.0, 128.99, 129.05, 129.7, 131.0, 133.6, 133.8, 135.7, 138.1, 153.4, 160.0, 
162.7, 165.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for C28H27ClN3O2+ 472.1792, found 472.1790.   
(2‐Benzylamino‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (8a). Compound 7a 
(0.059 g, 0.15 mmol) and benzylamine (50 L, 0.45 mmol) were dissolved in 3 mL DMSO and heated 
with stirring in a sealed high pressure tube at 90 °C for 16 h. As the reaction had not yet progressed to 
completion (as shown by TLC), at this point the temperature was raised to 110 °C and the solution was 
heated an additional 22 h. The DMSO was removed in vacuo with heating, and the resulting residue was 
extracted from brine three times with ether. The combined organic layers were washed with brine and 
dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of the residue (5% EtOAc in 
hexanes) produced 8a (49 mg, 70%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.80 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.55 (s, 9 
H), 1.98 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 3.79 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 4.65 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 5.35 (bs, 1 H), 6.94 (d, 
J=16.11 Hz, 1 H), 7.25 (t, J=7.20 Hz, 1 H), 7.28–7.39 (m, 8 H), 7.55 (d, J=7.57 Hz, 2 H), 7.72 (d, J=15.87 Hz, 
1 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3) ppm 20.4, 28.2, 28.4, 45.8, 52.2, 81.9, 127.2, 127.49, 127.51, 127.6, 
128.7, 128.86, 128.91, 135.0, 136.5, 140.0, 154.3, 161.8, 162.4, 163.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C28H35N4O2+ 459.2760, found 459.2760.     
Benzyl‐(2‐isobutylamino‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐carbamic acid tert‐butyl ester (8b). Compound 7b 
(0.070 g, 0.16 mmol) and isobutylamine (66 L, 0.66 mmol) were dissolved in 3 mL DMSO and heated 
with stirring in a sealed high pressure tube at 105 °C for 7 h. The DMSO was removed in vacuo with 
heating, and the resulting residue was extracted from brine three times with ether. The combined 
organic layers were washed with brine and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and 
chromatography of the residue (10% EtOAc in hexanes) produced 8b (54 mg, 70%). 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.89 (d, J=7.07 Hz, 6 H), 1.43 (s, 9 H), 1.80 (bs, 1 H), 3.16 (bs, 2 H), 5.17 (bs, 1 H), 5.23 (s, 2 
H), 6.94 (d, J=16.08 Hz, 1 H), 7.19–7.40 (m, 9 H), 7.56 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 7.73 (d, J=16.08 Hz, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 20.4, 28.3, 28.7, 48.8, 49.3, 82.4, 101.3, 126.8, 127.1, 127.6, 128.3, 
128.89, 128.92, 135.1, 136.5, 137.3, 139.7, 154.0, 161.9, 162.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C28H35N4O2+ 
459.2760, found 459.2765.       
Benzyl‐{}‐carbamic acid tert‐butyl ester (8c). Compound 7b (0.080 g, 0.19 mmol) and 1‐
naphthalenemethylamine (130 mg, 0.76 mmol) were dissolved in 3 mL DMSO and heated with stirring in 
a sealed high pressure tube at 105 °C for 7 h. The DMSO was removed in vacuo with heating, and the 
resulting residue was extracted from brine three times with ether. The combined organic layers were 
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washed with brine and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of 
the residue (10% EtOAc in hexanes) produced 8c (68 mg, 66%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.44 (s, 
9 H), 5.02 (bs, 2 H), 5.20 (s, 2 H), 5.34 (bs, 1 H), 6.98 (d, J=15.65 Hz, 1 H), 7.19 (m, 5 H), 7.31 (t, J=7.29 Hz, 
1 H), 7.38 (m, 3 H), 7.47 (m, 4 H), 7.55 (d, J=7.50 Hz, 2 H), 7.74 (bs, 1 H), 7.78 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.87 (m, 
1 H), 8.03 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 28.3, 43.8, 48.8, 82.4, 101.9, 123.8, 125.6, 125.9, 
126.5, 126.8, 127.1, 127.5, 127.7, 128.2, 128.3, 128.88, 128.92, 131.7, 134.0, 134.9, 135.3, 136.5, 139.5, 
154.0, 161.7, 162.0, 163.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C35H35N4O2+ 543.2760, found 543.2776.   
(2‐Isobutylamino‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (8d). 
Compound 7c (0.026 g, 0.05 mmol) was dissolved in 2 mL of isobutylamine and heated with stirring in a 
sealed high pressure tube at 124 °C for 20 h. The excess amine was removed in vacuo, and the resulting 
residue was purified by column chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 8d (25 mg, 91%). 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.58 (bs, 6 H), 1.38 (s, 9 H), 2.84 (bs, 2 H), 5.06 (bs, 1 H), 5.73 (s, 2 H), 6.96 
(d, J=16.11 Hz, 1 H), 7.21 (d, J=6.84 Hz, 1 H), 7.31 (tt, J=7.32, 2.20 Hz, 1 H), 7.37 (t, J=7.32 Hz, 3 H), 7.45–
7.59 (m, 5 H), 7.70 (bs, 1 H), 7.73 (d, J=8.30 Hz, 1 H), 7.88 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 8.07 (d, J=8.55 Hz, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 20.2, 28.3, 28.5, 46.6, 49.2, 105.8, 122.7, 122.9, 125.7, 125.7, 126.1, 
127.1, 127.7, 128.98, 129.05, 131.0, 133.8, 134.5, 135.3, 136.6, 154.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C32H37N4O2+ 509.2917, found 509.2932.  
  (2‐Benzylamino‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(8e). Compound 7c (0.098 g, 0.21 mmol) and 1‐naphthalenemethylamine (0.1 mL, 0.91 mmol) were 
dissolved in 3 mL DMSO, and the resulting dark brown solution was heated with stirring in a sealed high 
pressure tube at 100 °C for 22 h. The DMSO was removed in vacuo with heating, and the resulting 
residue was extracted from H2O three times with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with 
brine and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of the residue 
(CH2Cl2 followed by 25% EtOAc in hexanes) produced 8e (31 mg, 28%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
1.35 (s, 9 H), 4.33 (bs, 2 H), 5.34 (bs, 1 H), 5.66 (s, 2 H), 6.99 (d, J=16.08 Hz, 1 H), 7.05 (bs, 1 H), 7.14 (bs, 
3 H), 7.20 (d, J=6.86 Hz, 1 H), 7.30–7.40 (m, 5 H), 7.51 (m, 3 H), 7.57 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 7.74 (m, 2 H), 
7.88 (distorted dd, J=7.29, 2.14 Hz, 1 H), 8.01 (d, J=8.79 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 28.2, 
45.6, 46.4, 82.5, 101.8, 122.7, 123.0, 125.6, 125.7, 126.0, 127.0, 127.1, 127.4, 127.7, 128.5, 128.95, 
128.97, 129.5, 131.0, 133.7, 134.5, 135.3, 136.5, 139.7, 154.0, 161.8, 161.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C35H35N4O2+ 543.2760, found 543.2756.   
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Naphthalen‐1‐ylmethyl‐{2‐[(naphthalen‐1‐ylmethyl)‐amino]‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl}‐carbamic acid 
tert‐butyl ester (8f). Compound 7c (0.090 g, 0.19 mmol) and 1‐naphthalenemethylamine (0.102 g, 0.65 
mmol) were dissolved in 3 mL DMSO, and the resulting solution was heated with stirring in a sealed high 
pressure tube at 90 °C for 22 h. The DMSO was removed in vacuo with heating, and the resulting residue 
was extracted from H2O three times with ether. The combined organic layers were washed with brine 
and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of the residue (CH2Cl2 
followed by 4% EtOAc in CH2Cl2) produced 8f (47 mg, 42%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.36 (s, 9 
H), 4.79 (bs, 2 H), 5.21 (bs, 1 H), 5.70 (s, 2 H), 7.00 (d, J=15.86 Hz, 1 H), 7.22 (d, J=7.08 Hz, 1 H), 7.26 (bs, 
1 H), 7.29–7.46 (m, 9 H), 7.53 (s, 1 H), 7.56 (d, J=7.50 Hz, 2 H), 7.66–7.85 (m, 6 H), 7.95 (d, J=8.15 Hz, 1 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 28.2, 45.5, 46.4, 82.5, 101.9, 122.7, 122.8, 125.50, 125.54, 125.6, 
125.8, 126.0, 126.4, 127.1, 127.5, 127.7, 128.1, 128.8, 128.9, 129.0, 129.8, 130.9, 133.7, 133.9, 134.4, 
134.8, 135.3, 136.5, 154.1, 162.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C39H37N4O2+ 593.2917, found 593.2912. 
(2‐Benzylamino‐6‐phenethyl‐pyrimidin‐4‐yl)‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (9a). Compound 8a 
(6 mg, 0.013 mmol) and 10% Pd/C (2 mg, 0.002 mmol) were dissolved in 2 mL of MeOH and 2 mL CH2Cl2. 
The resulting suspension was stirred under 1 atm H2 for 1 h. The solvent was removed in vacuo, and the 
residue purified with column chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 9a in quantitative yield. 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 0.78 (d, J=6.84, 6 H), 1.51 (s, 9 H), 1.95 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.84 (m, 2 H), 
2.99 (distorted dd, J=11.23, 8.79 Hz, 2 H), 3.76 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 4.60 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 5.32 (bs, 1 H), 
7.08 (s, 1 H), 7.16–7.35 (m, 10 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 20.4, 28.2, 28.4, 35.2, 40.2, 45.7, 
52.2, 81.8, 102.6, 126.1, 127.2, 127.4, 128.57, 128.65, 128.7, 133.6, 135.0, 140.0, 154.2. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C28H37N4O2+ 461.2917, found 461.2920. 
Benzyl‐(2‐isobutylamino‐6‐phenethyl‐pyrimidin‐4‐yl)‐carbamic acid tert‐butyl ester (9b). Compound 
8b (6 mg, 0.013 mmol) and 10% Pd/C (1 mg, 0.001 mmol) were dissolved in 3 mL MeOH . The resulting 
suspension was stirred under 1 atm H2 for 1 h. The solvent was removed in vacuo, and the residue 
purified with column chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 9b in quantitative yield. 1H NMR 
(500 MHz, CDCl3) ppm 0.86 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.40 (s, 9 H), 1.77 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.83 (m, 2 H), 
2.99 (distorted dd, J=11.23, 8.79 Hz, 2 H), 3.11 (bs, 2 H), 5.00 (bs, 1 H), 5.20 (s, 2 H), 7.14 (s, 1 H), 7.17–
7.31 (m, 10 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 20.4, 28.3, 28.7, 35.3, 40.3, 48.8, 49.2, 82.2, 101.3, 
126.1, 126.8, 127.1, 128.3, 128.58, 128.64, 133.6, 139.8, 153.9, 161.4, 162.3, 171.1. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C28H37N4O2+ 461.2917, found 461.2914.   
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Benzyl‐{2‐[(naphthalen‐1‐ylmethyl)‐amino]‐6‐phenethyl‐pyrimidin‐4‐yl}‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(9c). Compound 8c (8 mg, 0.015 mmol) and 10% Pd/C (6 mg, 0.005 mmol) were dissolved in 2 mL MeOH 
and 2 mL CH2Cl2. The resulting suspension was stirred under 1 atm H2 for 1 h. The solvent was removed 
in vacuo, and the residue purified with column chromatography (40% EtOAc in hexanes) to give 9c in 
quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 1.40 (s, 9 H), 2.87 (distorted dd, J=11.15, 8.79 Hz, 2 
H), 3.02 (distorted dd, J=10.08, 9.22 Hz, 2 H), 4.97 (bs, 2 H), 5.16 (s, 2 H), 5.26 (bs, 1 H), 7.15–7.30 (m, 11 
H), 7.39 (m, 2 H), 7.48 (m, 2 H), 7.77 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 7.87 (m, 1 H), 7.99 (bs, 1 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 28.2, 35.2, 40.2, 43.7, 48.8, 82.4, 101.9, 123.8, 125.6, 126.0, 126.2, 126.4, 126.8, 127.0, 
128.2, 128.3, 128.6, 128.7, 128.9, 134.0, 139.6, 141.9, 154.0, 161. HRMS (ESI+) m/z calcd for C35H37N4O2+ 
545.2917, found 545.2909.         
Naphthalen‐1‐ylmethyl‐{2‐[(naphthalen‐1‐ylmethyl)‐amino]‐6‐phenethyl‐pyrimidin‐4‐yl}‐carbamic 
acid tert‐butyl ester (9d). Compound 8f (14 mg, 0.023 mmol) and 10% Pd/C (7 mg, 0.007 mmol) were 
dissolved in 2 mL MeOH and 1 mL CH2Cl2. The resulting suspension was stirred under 1 atm H2 for 16 h. 
The solvent was removed in vacuo, and the residue purified with column chromatography (25% EtOAc in 
hexanes) to give 9d (7 mg, 52%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 1.33 (s, 9 H), 2.89 (distorted dd, 
J=9.33, 6.97 Hz, 2 H), 3.03 (distorted dd, J=11.15, 8.79 Hz, 2 H), 4.75 (bs, 2 H), 5.18 (bs, 1 H), 5.67 (s, 2 H), 
7.16–7.36 (m, 12 H), 7.42 (m, 3 H), 7.68 (d, J=8.15 Hz, 2 H), 7.81 (m, 2 H), 7.94 (d, J=8.36 Hz, 1 H). HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C39H39N4O2+ 595.3073, found 595.3086.  
N2‐Benzyl‐N4‐isobutyl‐6‐styryl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (10a). Compound 8a (16 mg, 0.035 mmol) was 
dissolved in 1 mL CH2Cl2, and, to this solution, 1 mL TFA was added with stirring, causing the solution to 
become bright yellow. The reaction was stirred at room temperature for 30 min, and the solvent was 
removed in vacuo. The resulting residue was extracted from H2O three times with ether. The combined 
organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed by rotary 
evaporator. Column chromatography of the residue (40% EtOAc in hexanes) gave 10a (12 mg, 98%). 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.96 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.86 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 3.12 (bs, 2 H), 4.66 (d, 
J=5.86 Hz, 2 H), 4.74 (bs, 1 H), 5.12 (bs, 1 H), 5.78 (s, 1 H), 6.83 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.23–7.42 (m, 8 H), 
7.54 (d, J=7.57 Hz, 2 H), 7.67 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 28.7, 45.8, 
127.1, 127.5, 127.6, 127.8, 128.6, 128.9, 134.1, 136.8, 140.4, 162.5, 164.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C23H27N4+ 359.2236, found 359.2254.   
N4‐Isobutyl‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐styryl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (10b). Compound 7a (67 mg, 
0.17 mmol) and 1‐naphthalenemethylamine (82 mg, 0.52 mmol) was dissolved in 3 mL DMSO, and the 
 47 
 
resulting solution was heated with stirring in a sealed pressure tube at140 °C for 5 h. The DMSO was 
removed in vacuo with heating, and the resulting residue was extracted from H2O three times with 
ether. The combined organic layers were washed with brine and dried over MgSO4. The solvent was 
removed in vacuo, and chromatography of the residue (15% EtOAc in hexanes) produced 10b (44 mg, 
62%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.95 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.87 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 3.12 (bs, 2 H), 
4.78 (bs, 1 H), 5.11 (s, 3 H), 5.80 (s, 1 H), 6.85 (d, J=15.63 Hz, 1 H), 7.28 (t, J=7.32 Hz, 1 H), 7.35 (t, J=7.57 
Hz, 2 H), 7.43 (dd, J=8.06, 7.08 Hz, 1 H), 7.47–7.57 (m, 5 H), 7.69 (d, J=15.38 Hz, 1 H), 7.79 (d, J=8.30 Hz, 1 
H), 7.87 (distorted dd, J=7.57, 1.71 Hz, 1 H), 8.18 (d, J=8.06 Hz, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C27H29N4+ 
409.2392, found 409.2401.       
N4‐Benzyl‐N2‐isobutyl‐6‐styryl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (10c). Compound 8b (15 mg, 0.033 mmol) was 
dissolved in 1 mL CH2Cl2, and to this solution 1 mL TFA was added with stirring, causing the solution to 
become bright yellow. The reaction was stirred at room temperature for 30 min, and the solvent was 
removed in vacuo. The resulting residue was extracted from sat. NaHCO3 solution three times with 
CH2Cl2. The combined organic layers were washed with sat. NaHCO3 solution and brine, dried over 
MgSO4, and the solvent removed by rotary evaporator. Column chromatography of the residue (25% 
EtOAc in hexanes) gave 10c (10 mg, 87%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.97 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.88 
(sept, J=6.86 Hz, 1 H), 3.26 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 4.56 (d, J=5.57 Hz, 2 H), 4.92 (bs, 1 H), 4.96 (bs, 1 H), 5.76 
(s, 1 H), 6.80 (d, J=15.86 Hz, 1 H), 7.29 (m, 2 H), 7.35 (m, 6 H), 7.53 (d, J=7.07 Hz, 2 H), 7.64 (d, J=15.87 
Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 28.8, 45.6, 49.3, 127.5, 127.6, 127.7, 128.6, 128.86, 
128.91, 134.1, 136.7, 162.9, 164.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C23H27N4+ 359.2236, found 359.2243.   
N4‐Benzyl‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐styryl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (10d). Compound 8c (16 mg, 
0.029 mmol) was dissolved in 1 mL CH2Cl2, and to this solution 1 mL TFA was added with stirring, causing 
the solution to become bright yellow. The reaction was stirred at room temperature for 30 min, and the 
solvent was removed in vacuo. The resulting residue was extracted from sat. NaHCO3 solution three 
times with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the 
solvent removed by rotary evaporator. Column chromatography of the residue (40% EtOAc in hexanes) 
gave 10d (12 mg, 94%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.55 (d, J=5.15 Hz, 2 H), 5.02 (bs, 1 H), 5.11 (d, 
J=4.72 Hz, 2 H), 5.17 (bs, 1 H), 5.82 (s, 1 H), 6.83 (d, J=15.86 Hz, 1 H), 7.28 (m, 2 H), 7.34 (m, 6 H), 7.42 
(dd, J=8.25, 6.97 Hz, 1 H), 7.52 (m, 5 H), 7.68 (d, J=14.58 Hz, 1 H), 7.79 (d, J=8.36 Hz, 1 H), 7.87 (distorted 
dd, J=7.29, 2.36 Hz, 1 H), 8.17 (d, J=7.29 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 43.7, 45.5, 124.1, 
 48 
 
125.7, 125.9, 126.2, 126.4, 127.4, 127.55, 127.61, 127.7, 128.2, 128.7, 128.88, 128.91, 131.8, 134.0, 
134.3, 135.4, 135.7, 162.3, 164.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C30H27N4+ 443.2236, found 443.2238.  
N2‐Isobutyl‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐styryl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (10e). Compound 8d (25 mg, 
0.050 mmol) was dissolved in 3 mL CH2Cl2, and to this 3 mL TFA was added with stirring, producing a 
bright yellow solution. The reaction was stirred at room temperature for 2 h, and the solvent was 
removed in vacuo. Column chromatography of the residue (25% EtOAc and 1%TEA in hexanes) gave 10e 
(18 mg, 89%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.98 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.91 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 3.29 
(t, J=6.23 Hz, 2 H), 4.79 (bs, 1 H), 4.92 (bs, 1 H), 5.00 (bs, 2 H), 5.78 (s, 1 H), 6.80 (d, J=16.11 Hz, 1 H), 7.28 
(d, J=7.32 Hz, 1 H), 7.34 (t, J=7.45 Hz, 2 H), 7.45 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.49–7.57 (m, 5 H), 7.65 (d, J=15.87 
Hz, 1 H), 7.83 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.90 (distorted dd, J=7.32, 2.20 Hz, 1 H), 8.07 (d, J=7.57 Hz, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 20.6, 28.9, 49.3, 123.7, 125.7, 126.2, 126.7, 127.5, 128.6, 128.8, 129.0, 
131.8, 134.1.   
N2‐Benzyl‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐styryl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (10f). Compound 8e (31 mg, 
0.057 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2, and to this 2 mL TFA was added with stirring, producing a 
bright yellow solution. The reaction was stirred at room temperature for 15 min, and the solvent was 
removed in vacuo. Column chromatography of the residue (50% EtOAc in hexanes) gave 10f (14 mg, 
55%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.70 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 4.95 (bs, 1 H), 4.99 (s, 2 H), 5.29 (bs, 1 H), 
5.80 (s, 1 H), 6.80 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.23–7.37 (m, 6 H), 7.38–7.49 (m, 4 H), 7.52 (d, J=9.52 Hz, 4 H), 
7.69 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.82 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.90 (m, 1 H), 8.02 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 45.8, 123.7, 125.7, 126.2, 126.8, 127.2, 127.6, 127.9, 128.6, 128.67, 128.72, 128.9, 129.0, 131.6, 
134.1, 136.6, 140.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C30H27N4+ 443.2236, found 443.2237.     
N,N′‐Dinaphthalen‐1‐ylmethyl‐(6‐styryl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (10g). Compound 8f (15 mg, 0.025 
mmol) was dissolved in 1.5 mL CH2Cl2, and to this 1.5 mL TFA was added with stirring, producing a bright 
yellow solution. The reaction was stirred at room temperature for 30 min, and the solvent was removed 
in vacuo. The resulting residue was extracted from sat. NaHCO3 solution three times with ether. The 
combined organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed by rotary 
evaporator. Column chromatography of the residue (50% EtOAc in hexanes) gave 10g in quantitative 
yield.  1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.99 (s, 3 H), 5.15 (d, J=4.88 Hz, 2 H), 5.25 (bs, 1 H), 5.82 (s, 1 H), 
6.82 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.27 (t, J=7.32 Hz, 1 H), 7.34 (t, J=7.45 Hz, 2 H), 7.42 (td, J=7.57, 3.66 Hz, 2 H), 
7.46–7.55 (m, 7 H), 7.57 (d, J=6.84 Hz, 1 H), 7.70 (d, J=14.65 Hz, 1 H), 7.79 (d, J=8.30 Hz, 1 H), 7.81 (d, 
J=8.06 Hz, 1 H), 7.88 (m, 2 H), 8.04 (m, 1 H), 8.19 (d, J=8.06 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
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30.5, 43.8, 109.9, 123.6, 124.1, 125.7, 125.9, 126.1, 126.4, 126.7, 127.4, 127.5, 128.1, 128.6, 128.7, 
128.8, 129.0, 131.6, 131.8, 134.0, 134.1, 134.3, 135.4, 136.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C34H29N4+ 
493.2392, found 493.2399.     
N2‐Benzyl‐N4‐isobutyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (11a). Compound 10a (9 mg, 0.025 mmol) 
and 10% Pd/C (12 mg, 0.011 mmol) were dissolved in 4 mL MeOH. The resulting suspension was stirred 
under 1 atm H2 for 1 h. The solvent was removed in vacuo, and the residue purified with column 
chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 11a in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3) 
ppm 0.92 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.80 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.73 (distorted dd, J=10.25, 8.30 Hz, 2 H), 2.97 
(distorted dd, J=10.50, 8.55 Hz, 2 H), 3.03 (bs, 2 H), 4.61 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 4.63 (bs, 1 H), 5.08 (bs, 1 H), 
5.52 (s, 1 H), 7.16–7.34 (m, 8 H), 7.37 (d, J=6.84 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 28.6, 
35.0, 39.8, 45.7, 126.0, 127.1, 127.8, 128.5, 128.6, 128.7, 142.0, 162.5, 164.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C23H29N4+ 361.2392, found 361.2398.   
N4‐Isobutyl‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (11b). Compound 10b (40 
mg, 0.098 mmol) and 10% Pd/C (25 mg, 0.023 mmol) were dissolved in 5 mL MeOH and 2 mL CH2Cl2. The 
resulting suspension was stirred under 1 atm H2 for 1.5 h. The solvent was removed in vacuo, and the 
residue purified with column chromatography (100% EtOAc) to give 11b (10 mg, 26%). 1H NMR (500 
MHz, CDCl3) ppm  0.92 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 1.80 (m, 1 H), 2.75 (t, J=7.32 Hz, 2 H), 2.99 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 
3.04 (bs, 2 H), 4.65 (bs, 1 H), 5.06 (d, J=5.62 Hz, 2 H), 5.15 (bs, 1 H), 5.54 (s, 1 H), 7.24 (m, 6 H), 7.42 (t, 
J=7.32 Hz, 1 H), 7.55 (m, 2 H), 7.78 (d, J=8.30 Hz, 1 H), 7.87 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 8.16 (d, J=7.08 Hz, 1 H). 
13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 28.6, 124.0, 124.3, 125.7, 125.9, 126.1, 126.4, 128.1, 128.5, 
128.7, 128.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C27H31N4+ 411.2549, found 411.2558.     
N4‐Benzyl‐N2‐isobutyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (11c). Compound 10c (10 mg, 0.028 mmol) 
and 10% Pd/C (4 mg, 0.004 mmol) were dissolved in 4 mL MeOH. The resulting suspension was stirred 
under 1 atm H2 for 1 h. The solvent was removed in vacuo, and the residue purified with column 
chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 11c (6 mg, 59%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 0.95 
(d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.84 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.70 (distorted dd, J=10.51, 8.58 Hz, 2 H), 2.95 (distorted 
dd, J=10.51, 8.79 Hz, 2 H), 3.20 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 4.48 (bs, 2 H), 4.86 (bs, 2 H), 5.53 (s, 1 H), 7.19 (m, 3 
H), 7.24–7.36 (m, 7 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 28.8, 35.0, 39.7, 45.5, 49.2, 126.1, 127.6, 
127.7, 128.5, 128.7, 128.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C23H29N4+ 361.2392, found 361.2396. 
N4‐Benzyl‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (11d). Compound 10d (12 
mg, 0.028 mmol) and 10% Pd/C (6 mg, 0.007 mmol) were dissolved in 4 mL MeOH. The resulting 
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suspension was stirred under 1 atm H2 for 1 h. The solvent was removed in vacuo, and the residue 
purified with column chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 11d (5 mg, 43%). 1H NMR (500 
MHz, CDCl3) ppm 2.73 (distorted t, J=8.58 Hz, 2 H), 2.97 (distorted t, J=8.58 Hz, 2 H), 4.49 (bs, 2 H), 4.90 
(bs, 1 H), 5.06 (d, J=5.36 Hz, 2 H), 5.15 (bs, 1 H), 5.59 (s, 1 H), 7.19 (m, 3 H), 7.24–7.33 (m, 7 H), 7.41 (dd, 
J=8.15, 7.08 Hz, 1 H), 7.50 (m, 3 H), 7.78 (d, J=8.36 Hz, 1 H), 7.87 (m, 1 H), 8.13 (d, J=7.08 Hz, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 34.9, 39.7, 43.6, 125.7, 125.9, 126.1, 126.4, 127.6, 127.7, 128.1, 128.5, 
128.7, 128.9, 131.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C23H29N4+ 361.2392, found 361.2396.  
N2‐Isobutyl‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (11e). Compound 10e (18 
mg, 0.044 mmol) and 10% Pd/C (4.7 mg, 0.004 mmol) were dissolved in 3 mL MeOH. The resulting 
suspension was stirred under 1 atm H2 for 1 h. The solvent was removed in vacuo, and the residue 
purified with column chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 11e (15 mg, 82%). 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 0.97 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.89 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.73 (distorted dd, 
J=10.25, 8.30 Hz, 2 H), 2.98 (distorted dd, J=10.25, 8.30 Hz, 2 H), 3.26 (t, J=6.35 Hz, 2 H), 4.79 (bs, 1 H), 
4.91 (bs, 1 H), 4.95 (bs, 2 H), 7.17 (tt, J=7.08, 1.46 Hz, 1 H), 7.20 (d, J=7.08 Hz, 2 H), 7.26 (t, J=7.32 Hz, 3 
H), 7.45 (t, J=6.84 Hz, 1 H), 7.49 (d, J=6.84 Hz, 1 H), 7.55 (m, 2 H), 7.83 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.91 (distorted 
dd, J=7.08, 2.44 Hz, 1 H), 8.06 (d, J=7.32 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 28.9, 35.1, 39.8, 
123.8, 125.7, 126.07, 126.14, 126.4, 126.7, 128.5, 128.6, 128.7, 129.0, 134.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C27H31N4+ 411.2549, found 411.2562. 
N2‐Benzyl‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐6‐phenethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (11f). Compound 10f (14 mg, 
0.032 mmol) and 10% Pd/C (15 mg, 0.014 mmol) were dissolved in 8 mL MeOH and 1 mL CH2Cl2. The 
resulting suspension was stirred under 1 atm H2 for 50 min. The solvent was removed in vacuo, and the 
residue purified with column chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 11f (10 mg, 71%). 1H NMR 
(500 MHz, CDCl3) ppm 2.73 (distorted dd, J=10.51, 8.58 Hz, 2 H), 2.96 (distorted dd, J=10.29, 8.36 Hz, 2 
H), 4.64 (d, J=6.00 Hz, 2 H), 4.82 (bs, 1 H), 4.92 (bs, 2 H), 5.26 (bs, 1 H), 5.57 (s, 1 H), 7.18 (m, 3 H), 7.25 
(m, 3 H), 7.31 (t, J=7.50 Hz, 2 H), 7.37 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 7.42 (m, 2 H), 7.52 (m, 2 H), 7.81 (dd, J=7.50, 
1.72 Hz, 1 H), 7.89 (m, 1 H), 7.99 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 34.9, 39.7, 43.5, 45.7, 123.7, 
125.7, 126.09, 126.14, 126.7, 127.2, 127.8, 128.5, 128.59, 128.64, 128.7, 129.0, 131.6, 134.0, 140.2, 
141.9, 162.4 missing 5 peaks. HRMS (ESI+) m/z calcd for C30H29N4+ 445.2392, found 445.2391. 
4‐Butyl‐2,6‐dichloro‐pyrimidine (12a). Based on methodology described by Fürstner et al.7,13,14 To a 
solution of Fe(acac)3 (0.010 g, 0.027 mmol) in THF (1 mL) n‐butylmagnesium chloride (1.7 M in Et2O, 316 
L, 0.54 mmol) was added, forming a black solution. After 10 minutes the Grignard/Fe(acac)3 solution 
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was added to a mixture of 2,4,6‐trichloropyrimidine (0.100 g, 0.54 mmol) and N‐methyl‐2‐pyrolidinone 
(0.3 mL) in THF (2 mL). The black solution was stirred at room temperature for ~30 min, then quenched 
with 1 M aqueous HCl and extracted three times with ether. The combined organic layers were washed 
with H2O and brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary evaporator. 
The product was used without further purification (0.030 g, 27%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 
(t, J=7.40 Hz, 3 H), 1.39 (m, 2 H), 1.70 (m, 2 H), 2.74 (t, J=7.93 Hz, 2 H), 7.15 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 14.0, 22.5, 30.8, 37.4, 119.0, 162.5, 176.2.  
2,4‐Dichloro‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine (12b). Based on methodology described by Fürstner et 
al.7,13,14  Isopentylmagnesium bromide was formed by slow addition without stirring of isoamylbromide 
(5.0 mL, 41.7 mmol) to the bottom of a 3‐neck flask fitted with a condenser that contained magnesium 
metal (1.116 g, 45.9 mmol) and 1,2‐dibromoethane (500 L, 5.8 mmol) in ~100 mL of diethyl ether. Once 
bubbles began to form, the solution was stirred until evolution ceased (1.5 h). Before addition to the 
following reaction mixture the Grignard was titrated using menthol and 1,10‐phenanthroline dissolved 
in THF. In a separate flask, 2,4,6‐trichloropyrimidine (2.20 g,. 11.99 mmol), Fe(acac)3 (0.217 g, 0.614 
mmol), and N‐methyl‐2‐pyrolidinone (6.5 ml) were combined in dry THF (85 mL) producing an orange 
solution. To this solution, the isopentylmagnesium bromide (66mL, 0.181 M in ether, 11.05 mmol) was 
added dropwise over the course of 20 minutes, immediately producing a cloudy dark orange precipitate. 
The reaction was stirred for 1 h at room temperature and then quenched with 1 M aqueous HCl. The 
mixture was extracted three times with ether, and the combined organic layers were washed with sat. 
NaHCO3 sol. and brine, dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. Purification was 
accomplished by column chromatography (CH2Cl2) to give 12b as the major product (1.377 g, 52%). 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.58 (m, 3 H), 2.71 (AA’XX’, 2 H), 7.14 (s, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.4, 28.0, 35.7, 37.69, 118.9, 160.5, 162.4, 176.4. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C9H13N2Cl2+ 219.0456, found 219.0462. 
2,4‐Dichloro‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidine (12c). Based on methodology described by 
Fürstner et al.7,13,14 1‐Naphthethylmagnesium bromide was formed by slow addition without stirring of 
1‐naphthethylbromide (1.00 g, 4.25 mmol) to the bottom of a 3‐neck flask fitted with a condenser that 
contained magnesium metal (0.115 g, 6.17 mmol) and 1,2‐dibromoethane (20 L, 0.23 mol) in ~10 mL 
of Ether. Once bubbles began to form the solution was stirred until evolution ceased (1 h). Before 
addition to the following reaction mixture the Grignard was titrated using menthol and 1,10‐
phenanthroline dissolved in THF. In a separate flask, 2,4,6‐trichloropyrimidine (0.147 g, 0.80 mmol), 
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Fe(acac)3 (0.014 g, 0.040 mmol), and N‐methyl‐2‐pyrolidinone (0.45 ml) were combined in dry THF (5.25 
mL) producing an orange solution. To this solution the 1‐Naphthethylmagnesium bromide (8 mL, 0.1 M 
in ether, 0.80 mmol) was added dropwise, immediately producing a cloudy dark orange precipitate. The 
reaction was stirred for 16 h at room temperature and then quenched with 1 M aqueous HCl. The 
mixture was extracted three times with ether, and the combined organic layers were washed with brine, 
dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. Purification was accomplished by column 
chromatography (5% EtOAc in hexanes) to give 12c as the major product (0.143 g, 59%). 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm  3.17 (AA’BB’, 2 H), 3.51 (AA’BB’, 2 H), 6.99 (s, 1 H), 7.26 (d, J=6.65 Hz, 1 H), 7.39 (dd, 
J=8.15, 7.08 Hz, 1 H), 7.48–7.59 (m, 2 H), 7.76 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.88 (d, J=8.79 Hz, 1 H), 8.04 (d, J=8.58 
Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 31.7, 38.5, 119.4, 123.4, 125.7, 126.0, 126.4, 126.5, 127.6, 
129.2, 131.6, 134.1, 136.0, 160.8, 162.5, 174.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H13N2Cl2+ 303.0456, found 
303.0463.    
6‐butyl‐2,4‐dipropylaminopyrimidine (13a). 4‐butyl‐2,6‐dichloropyrimidine (0.030 g, 0.15 mmol) was 
dissolved in n‐propylamine (4 mL), producing a yellow solution, which was heated in a sealed high‐
pressure tube at 150 °C for 18 h. The excess n‐propylamine was removed in vacuo and the remaining 
residue extracted from brine three times with EtOAc. The combined organic layers were dried over 
anhydrous MgSO4 and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished 
with column chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 13a (7 mg, 19%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 0.94 (m, 9 H), 1.36 (sext, J=7.57 Hz, 2 H), 1.59 (m, 6 H), 2.39 (t, J=8.06 Hz, 2 H), 3.20 (br. q, J=6.35 
Hz, 2 H), 3.30 (q, J=7.08 Hz, 2 H), 4.59 (bs, 1 H), 4.73 (bs, 1 H), 5.53 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 11.7, 11.8, 14.2, 22.8, 23.0, 23.3, 31.2, 37.9, 43.4, 86.2, 140.6, 162.6, 164.0. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C14H27N4+ 251.2236, found 251.2227. 
2,4‐diisobutylamino‐6‐isopentylpyrimidine (13b). Crude 12b was dissolved in isobutylamine (4 mL) and 
heated in a sealed high‐pressure tube at 150 °C for 19 h. The excess isobutylamine was removed in 
vacuo and the remaining residue extracted from brine three times with EtOAc. The combined organic 
layers were dried over anhydrous MgSO4 and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification 
was accomplished with column chromatography (50% EtOAc in hexanes) to give 13b (0.080 g, 46% over 
two steps from 108 mg 2,4,6‐trichloropyrimidine). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (m, 18 H), 1.50 
(AA’BB’, 2 H), 1.59 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 1.83 (m, 2 H), 2.39 (t, J=8.15 Hz, 2 H), 3.05 (bs, 2 H), 3.16 (t, 
J=6.43 Hz, 2 H), 4.67 (bs, 1 H), 4.84 (bs, 1 H), 5.52 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.49, 20.53, 
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22.7, 28.2, 28.6, 28.8, 36.1, 38.1, 49.2, 162.7, 164.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H33N4+ 293.2705, found 
293.2715. 
2,4‐dibenzylamino‐6‐isopentylpyrimidine (13c). Compound 12b (0.071 g, 0.32 mmol) was dissolved in 
benzylamine (1.5 mL) and heated sequentially with stirring in a sealed high‐pressure tube at 110 °C for 5 
h, 140 °C for 6h, and finally 155 °C for 13h. The solution was cooled and extracted from sat. NaHCO3 
solution once with CHCl3 and twice with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with sat. 
NaHCO3 solution, H2O, and brine, dried over anhydrous MgSO4 and the solvent was removed with a 
rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (50% EtOAc in hexanes) 
to give 13c in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.51 (m, 2 H), 
1.59 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.42 (t, J=8.15 Hz, 2 H), 4.49 (bs.d, J=5.15 Hz, 2 H), 4.59 (d, J=6.00 Hz, 2 H), 
4.98 (bs, 1 H), 5.20 (bs, 1 H), 5.61 (s, 1 H), 7.21–7.38 (m, 10 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 22.7, 
28.1, 36.0, 37.9, 45.6, 53.3, 105.5, 127.0, 127.1, 127.5, 127.71, 127.74, 128.4, 128.57, 128.6, 128.8, 
140.3, 162.4, 163.8, 170.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C23H29N4+ 361.2392, found 361.2386. Anal. 
(C23H28N4) H, N. C, calcd, 76.63; found, 77.36. 
2,4‐dinaphthylen‐1‐ylmethylamino‐6‐isopentylpyrimidine (13d). Compound 12b (0.043 g, 0.20 mmol) 
was dissolved in 0.2 mL 1‐naphthalenemethylamine and heated with stirring in a sealed high‐pressure 
tube at 95 °C for 16 h. The solution was cooled and extracted from H2O with CH2Cl2 3 times. The 
combined organic layers were washed with sat. NaHCO3 solution and brine, dried over anhydrous 
MgSO4, and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (15% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 13d in quantitative yield. 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.54 (m, 2 H), 1.60 (sept, J=6.35 Hz, 1 H), 2.44 (t, J=7.81 Hz, 2 
H), 4.93 (bs, 3 H), 5.08 (d, J=5.62 Hz, 2 H), 5.34 (bs, 1 H), 5.63 (s, 1 H), 7.36–7.57 (m, 8 H), 7.79 (m, 2 H), 
7.88 (m, 2 H), 8.02 (m, 1 H), 8.14 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.7, 28.1, 35.9, 38.0, 43.6, 
109.9, 123.6, 124.0, 125.6, 125.8, 126.00, 126.05, 126.29, 126.32, 126.6, 128.0, 128.5, 128.8, 129.0, 
131.6, 131.8, 133.96, 134.00, 135.4, 162.2, 163.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C31H33N4+ 461.2705, found 
461.2708.    
2,4‐Diisobutoxy‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine (13e). Clean Na0 (63 mg, 2.7 mmol) was dissolved in 2mL 
of isobutyl alcohol while heating at 70 °C. To this solution, 12b (0.100 g, 0.46 mmol) dissolved in 0.5 mL 
of isobutyl alcohol was added and solution became a cloudy pale orange. The reaction was stirred at 70 
°C for 12 h and allowed to cool to room temperature. The solution was extracted from H2O three times 
with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the 
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solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography 
(10% EtOAc in hexanes) to give 13e (0.102 g, 76%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=6.22 Hz, 6 
H), 0.97 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.00 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.49–1.64 (m, 3 H), 2.03 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.10 
(sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.55 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 4.06 (d, J=6.65 Hz, 2 H), 4.07 (d, J=6.65 Hz, 2 H), 6.16 (s, 1 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 19.4, 19.6, 22.6, 27.97, 28.04, 28.06, 35.70, 35.75, 72.6, 73.7, 99.4, 
165.3, 171.9, 173.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H31N2O2+ 295.2386, found 295.2392. Anal. (C17H30N2O2) 
H, N. C: calcd, 69.35; found, 69.86.   
2,4‐Bis‐benzyloxy‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine (13f). Na0 (63 mg, 2.7 mmol) was dissolved in 2mL of 
benzyl alcohol while heating at 70 °C. To this solution 12b (0.100 g, 0.46 mmol) dissolved in 0.5 mL of 
benzyl alcohol was added and solution became a red orange. The reaction was stirred at 70 °C for 12 h 
and allowed to cool to room temperature. The reaction was extracted from brine three times with 
ether, and the combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the 
solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography 
(10% EtOAc in hexanes) to give 13f (0.125 g, 76%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.43 Hz, 6 
H), 1.59 (m, 3 H), 2.61 (t, J=7.08 Hz, 2 H), 5.39 (s, 2 H), 5.43 (s, 2 H), 6.28 (s, 1 H), 7.27–7.45 (m, J=65.82 
Hz, 8 H), 7.50 (d, J=7.29 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.6, 27.9, 35.7, 37.6, 68.2, 69.1, 
100.1, 128.1, 128.27, 128.34, 128.48, 128.52, 128.7, 136.5, 137.1, 164.7, 171.4, 174.0. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C23H27N2O2+ 363.2073, found 363.2085. Anal. (C23H26N2O2) C, H, N.   
2,4‐Bis‐isobutylsulfanyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine (13g). To a suspension of 41 mg (1.03 mmol) 
NaH in 4 mL of THF, 2‐methyl‐1‐propanethiol (93 mg, 1.03 mmol) was added and the resulting mixture 
was stirred for 20 min. To this, 12b (0.078 g, 0.35 mmol) in 3 mL THF was added and the suspension 
became a cloudy yellow. The reaction was stirred 16 h at room temperature and the extracted from H2O 
three times with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous 
MgSO4, and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (50% CH2Cl2 in hexanes) to give 13g (0.114 g, 98%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
0.91 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 1.03 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.04 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.49–1.63 (m, 3 H), 1.89–2.03 
(m, 2 H), 2.54 (t, J=7.81 Hz, 2 H), 3.05 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 3.08 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 6.64 (s, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 22.15, 22.22, 22.6, 28.0, 28.7, 35.6, 37.6, 37.8, 39.5, 112.9, 168.9, 169.8, 171.3. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H31N2S2+ 327.1929, found 327.1941.  
2,4‐Bis‐benzylsulfanyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine (13h). To a suspension of 41 mg (1.03 mmol) NaH 
in 4 mL of THF, benzylthiol (128 mg, 1.03 mmol) was added and the resulting mixture was stirred for 20 
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min. To this 12b (0.077 g, 0.35 mmol) in 3 mL THF was added and the suspension became a clear yellow 
solution. The reaction was stirred for 16 h at room temperature and then extracted from H2O three 
times with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, 
and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (50% CH2Cl2 in hexanes) to give 13h (0.126 g, 91%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
0.93 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.48–1.67 (m, 3 H), 2.58 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 4.40 (s, 2 H), 4.42 (s, 2 H), 6.68 (s, 1 
H), 7.222–7.33 (m, 6 H), 7.36 (d, J=6.86 Hz, 2 H), 7.42 (d, J=7.08 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 22.6, 28.0, 33.5, 35.4, 37.8, 112.9, 127.3, 127.5, 128.6, 128.8, 129.10, 129.12, 137.3, 138.0, 169.32, 
169.35, 170.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C23H27N2S2+ 395.1616, found 395.1627. 
2,4‐diisobutylamino‐6‐(1‐naphthylethyl)‐pyrimidine (13i). Compound 12c (0.029 g, 0.095 mmol) was 
dissolved in 1.5 mL of isobutylamine and heated in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The 
excess isobutylamine was removed in vacuo and the remaining residue purified directly by column 
chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 13i in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 0.98 (d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.80 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 1.89 (sept, 
J=6.65 Hz, 1 H), 2.84 (t, J=7.93 Hz, 2 H), 3.02 (bs, 2 H), 3.24 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 3.43 (t, J=7.93 Hz, 2 H), 
4.64 (bs, 1 H), 4.86 (bs, 1 H), 5.48 (s, 1 H), 7.32–7.41 (m, 2 H), 7.44–7.55 (m, 2 H), 7.71 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 
7.86 (d, J=9.43 Hz, 1 H), 8.15 (d, J=8.36 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 20.6, 28.6, 28.8, 
32.2, 39.1, 49.2, 124.1, 125.6, 125.8, 126.0, 126.2, 126.9, 128.9, 132.1, 134.0, 138.2, 162.9, 164.1. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C24H33N4+ 377.2705, found 377.2694. 
2,4‐benzylamino‐6‐(1‐naphthylethyl)‐pyrimidine (13j). Compound 12c (0.033 g, 0.11 mmol) was 
dissolved in 1 mL benzylamine and heated in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The excess 
amine was removed in vacuo and the remaining residue purified directly by column chromatography 
(25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 13j (0.041, 85%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.85 (m, 2 
H), 3.42 (m, 2 H), 4.47 (bs, 2 H), 4.65 (d, J=6.00 Hz, 2 H), 4.91 (bs, 1 H), 5.26 (bs, 1 H), 5.57 (s, 1 H), 7.22–
7.42 (m, 12 H), 7.49 (m, 2 H), 7.72 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.86 (m, 1 H), 8.12 (d, J=7.72 Hz, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 32.1, 38.9, 45.3, 45.6, 124.0, 125.6, 125.8, 126.0, 126.1, 126.7, 126.9, 127.1, 
127.5, 127.7, 127.8, 128.6, 128.8, 128.9, 132.0, 134.0, 138.1, 140.4, 162.6, 163.8. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C30H29N4+ 445.2392, found 445.2378. 
2,4‐dinaphthylen‐1‐ylmethylamino‐6‐(1‐naphthylethyl)‐pyrimidine (13k). Compound 12c (0.027 g, 
0.087 mmol) was dissolved in 0.2 mL 1‐naphthalenemethylamine and heated in a sealed high‐pressure 
tube at 95 °C for 16 h. The resulting solution was purified directly by column chromatography (75% 
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EtOAc in hexanes) to give 13k (0.024, 50%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.87 (t, J=7.93 Hz, 2 H), 
3.44 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 4.91 (bs, 3 H) 5.13 (d, J=5.36 Hz, 2 H), 5.28 (bs, 1 H), 5.60 (s, 1 H), 7.32–7.58 (m, 
12 H), 7.70 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 7.78–7.91 (m, 5 H), 8.01 (m, 1 H), 8.12 (m, 1 H), 8.19 (d, J=7.72 Hz, 1 H). 
13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 32.1, 39.0, 43.4, 43.7, 123.7, 124.0, 125.63, 125.66, 125.68, 125.8, 
125.9, 126.0, 126.11, 126.15, 126.3, 126.4, 126.7, 126.9, 128.1, 128.6, 128.87, 128.92, 129.0, 131.6, 
131.8, 132.0, 134.01, 134.03, 135.5, 138.1, 162.5, 163.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C38H33N4+ 545.2705, 
found 545.2697. 
4‐(3‐Methyl‐butyl)‐2,6‐bis‐(2‐methyl‐propane‐1‐sulfonyl)‐pyrimidine (14a). From the procedure 
described by Hurst.11,12 mCPBA (77%, 142 mg, 0.63 mmol) in 1.5 mL of CHCl3 was added to a solution of 
13g (43 mg, 0.13 mmol) in 1 mL CHCl3 with stirring. The solution was then allowed to stand at room 
temperature for 36 hours. CHCl3 (10 mL) was added and the solution was washed 2 times with sat. 
NaHCO3 sol. The aqueous layers were extracted once with CHCl3 and the combined organic layers were 
washed with sat. NaCl sol. and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and 
chromatography of the residue (25% EtOAc in hexanes) gave 14a (0.026 g, 50%). 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.97 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.13 (d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.14 (d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.62–1.72 (m, 3 
H), 2.36 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.41 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 3.03 (m, 2 H), 3.39 (d, J=6.65 Hz, 2 H), 3.46 (d, 
J=6.65 Hz, 2 H), 8.02 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 22.5, 22.87, 22.92, 24.0, 24.2, 28.2, 36.7, 
37.7, 58.5, 58.7, 118.4, 166.3, 167.2, 179.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H31N2O4S2+ 391.1725, found 
391.1732. 
4‐(3‐Methyl‐butyl)‐2,6‐bis‐phenylmethanesulfonyl‐pyrimidine (14b). From the procedure described by 
Hurst.11,12 mCPBA (77%, 101 mg, 0.45 mmol) in 1.5 mL of CHCl3 was added to a solution of 13h (37 mg, 
0.094 mmol) in 1 mL CHCl3 with stirring. The solution was then allowed to stand at room temperature 
for 36 hours. 10 mL of CHCl3 was added and the solution was washed 2 times with sat. NaHCO3 sol. The 
aqueous layers were extracted once with CHCl3 and the combined organic layers were washed with sat. 
NaCl sol. and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and chromatography of the residue 
(25% EtOAc in hexanes) gave 14b (0.034 g, 79%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm  0.90 (d, J=6.43 Hz, 6 
H), 1.51 (m, 3 H), 2.88 (m, 2 H), 4.69 (s, 2 H), 4.83 (s, 2 H), 7.19–7.35 (m, 8 H), 7.41 (m, 2 H), 7.68 (s, 1 H). 
13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 22.4, 28.0, 36.5, 37.7, 58.0, 58.2, 119.8, 126.1, 126.6, 129.1, 129.2, 
129.35, 129.43, 131.5, 131.6, 165.2, 165.3, 178.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C23H27N2O4S2+ 459.1412, 
found 459.1390. 
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(2,6‐Dichloro‐pyrimidin‐4‐yl)‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (15a). Based on the method 
described by Zanda et al.9 2,4,6‐Trichloropyrimidine (0.500 g, 2.73 mmol) and N‐isobutyl‐tert‐butyl 
carbamate (0.473 g, 2.73 mmol) were dissolved in 15 mL of DMF. NaH (60% dispersion in mineral oil, 
0.163 g, 4.07 mmol) was added and the solution turned yellow. The reaction was stirred at room 
temperature overnight, quenched with sat. NH4Cl sol, and then extracted three times with ether. The 
combined organic phases were washed with sat. NaCl sol., and dried over MgSO4. The solvent was 
removed in vacuo, and column chromatography (1:1 CH2Cl2:hexanes) of the residue produced 15a 
(0.642 g, 74%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 (d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.54 (s, 9 H), 2.03 (sept, J=6.86 
Hz, 1 H), 3.87 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 8.08 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 28.0, 28.2, 52.7, 
83.8, 110.4, 153.3, 158.9, 162.0, 163.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C13H20N3O2Cl2+ 320.0933, found 
320.0939. 
Benzyl‐(2,6‐dichloro‐pyrimidin‐4‐yl)‐carbamic acid tert‐butyl ester (15b). Based on the method 
described by Zanda et al.9  2,4,6‐Trichloropyrimidine (1.00 g, 5.45 mmol) and N‐benzyl‐tert‐butyl 
carbamate (1.13 g, 5.45 mmol) were dissolved in 17 mL of DMF. NaH (60% dispersion in mineral oil, 
0.144 g, 3.60 mmol) was added and the solution turned a cloudy yellow. The reaction was stirred at 
room temperature for 1.5 h, quenched with sat. NH4Cl sol, and then extracted three times with ether. 
The combined organic phases were washed with H2O, sat. NaCl sol., and dried over MgSO4. The solvent 
was removed in vacuo, and column chromatography (5% EtOAc in hexanes) of the residue produced 15b 
(0.432 g, 22%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.46 (s, 9 H), 5.25 (s, 2 H), 7.23–7.33 (m, 5 H), 8.15 (s, 1 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.0, 49.0, 84.4, 110.3, 127.6, 127.7, 128.6, 137.7, 152.8, 159.0, 
162.2, 162.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H18N3O2Cl2+ 354.0776, found 354.0790.  
(2,6‐Dichloro‐pyrimidin‐4‐yl)‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (15c). Based on the 
method described by Zanda et al.9 2,4,6‐Trichloropyrimidine (1.00 g, 5.45 mmol) and N‐naphthalen‐1‐
ylmethyl‐tert‐butyl carbamate (1.32 g, 5.45 mmol) were dissolved in 17 mL of DMF. NaH (60% dispersion 
in mineral oil, 0.144 g, 3.60 mmol) was added and the solution turned a cloudy yellow. The reaction was 
stirred at room temperature for 1.5 h, quenched with sat. NH4Cl sol, and then extracted three times 
with ether. The combined organic phases were washed with H2O, sat. NaCl sol., and dried over MgSO4. 
The solvent was removed in vacuo, and column chromatography (75% CH2Cl2 in hexanes) of the residue 
produced 15c (0.450 g, 20%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.33 (s, 9 H), 5.77 (s, 2 H), 7.14 (dd, 
J=7.18, 0.96 Hz, 1 H), 7.39 (t, J=7.29 Hz, 1 H), 7.50–7.60 (m, 2 H), 7.77 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.89 (d, J=7.29 
Hz, 1 H), 8.06 (d, J=8.58 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 27.9, 46.6, 84.4, 110.5, 122.7, 122.8, 
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125.4, 126.0, 126.4, 127.8, 129.0, 130.9, 133.0, 133.8, 152.9, 159.3, 162.3, 162.7. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C20H20N3O2Cl2+ 404.0933, found 404.0945.    
 (2‐Chloro‐6‐ethyl‐pyrimidin‐4‐yl)‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (16a). Based on methodology 
described by Fürstner et al.7,13,14 Compound 15a (0.050 g, 0.16 mmol), Fe(acac)3 (0.003 g, 0.008 mmol), 
and N‐methyl‐2‐pyrolidinone (86 L) were combined in dry THF (1.0 mL). To this solution 
ethylmagnesium bromide (3.0 M in ether, 76 L, 0.23 mmol) was added dropwise, causing a progression 
from the starting brown solution to a cloudy white and finally a clear solution. The reaction was stirred 
for 2 h at room temperature, quenched with 1 M aqueous HCl, and then diluted with 5 mL H2O. The 
biphasic mixture was extracted three times with ether. The combined organic layers were washed with 
brine, dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. Purification was accomplished by column 
chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 16a (22 mg, 45%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 
(d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.29 (t, J=7.57 Hz, 3 H), 1.55 (s, 9 H), 2.04 (spet, J=6.84 Hz, 1 H), 2.72 (q, J=7.57 Hz, 2 
H), 3.88 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.79 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 13.2, 20.3, 28.1, 28.3, 31.2, 
52.5, 83.0, 109.4, 153.7, 159.4, 162.8, 175.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C15H25N3O2Cl+ 314.1653, found 
314.1636. 
[2‐Chloro‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (16b). Based on 
methodology described by Fürstner et al.7,13,14 Isopentylmagnesium bromide was formed by slow 
addition without stirring of isoamylbromide (0.700 mL, 5.84 mmol) to the bottom of a 3‐neck flask fitted 
with a condenser that contained magnesium metal (0.50 g, 20.6 mmol) and 1,2‐dibromoethane (75 L, 
0.87 mol) in ~20 mL of diethyl ether. Once bubbles began to form, the solution was stirred until 
evolution ceased (1.5 h). Before addition to the following reaction mixture, the Grignard was titrated 
using menthol and 1,10‐phenanthroline dissolved in THF. Compound 15a (0.220 g,. 0.69 mmol), 
Fe(acac)3 (0.017 g, 0.048 mmol), and N‐methyl‐2‐pyrolidinone (0.4 mL) were combined in dry THF (5.0 
mL). To this solution, isopentylmagnesium bromide (0.29 M in ether, 3.55 mL, 1.03 mmol) was added 
dropwise, causing a progression from the starting brown solution to a cloudy orange followed by a dark 
brown and finally a clear solution containing solid salts. The reaction was stirred for 4 h at room 
temperature and then quenched with 1 M aqueous HCl. The mixture was extracted three times with 
ether, and the combined organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent 
removed in vacuo. Purification was accomplished by column chromatography (CH2Cl2 followed by 3% 
EtOAc in CH2Cl2) to give 16b (128 mg, 52%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.88 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 
0.92 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 1.52–1.67 (m, 12 H), 2.03 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.66 (m, 2 H), 3.87 (d, J=7.08 Hz, 
 59 
 
2 H), 7.78 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 22.6, 28.2, 28.3, 36.3, 37.2, 38.2, 52.5, 82.9, 
109.8, 153.7, 159.3, 162.6, 174.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C18H31N3O2Cl+ 356.2105, found 356.2114.   
Benzyl‐[2‐chloro‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester (16c). Based on 
methodology described by Fürstner et al.7,13,14 Isopentylmagnesium bromide was formed by slow 
addition without stirring of isoamylbromide (0.79 mL, 6.59 mmol) to the bottom of a 3‐neck flask fitted 
with a condenser that contained magnesium metal (0.150 g, 6.17 mmol) and 1,2‐dibromoethane (0.200 
mL, 2.3 mol) in ~12 mL of Ether. Once bubbles began to form the solution was stirred until evolution 
ceased (40 min.). Before addition to the following reaction mixture the Grignard was titrated using 
menthol and 1,10‐phenanthroline dissolved in THF. Compound 15b (0.220 g,. 0.62 mmol), Fe(acac)3 
(0.011 g, 0.031 mmol), and N‐methyl‐2‐pyrolidinone (0.35 mL) were combined in dry THF (4.0 mL). To 
this solution isopentylmagnesium bromide (0.10 M in ether, 7.76 mL, 0.77 mmol) was added dropwise, 
causing a progression from the starting brown solution to a cloudy orange. With continued stirring the 
magnesium salts precipitated out of solution. The reaction was stirred 26 h at room temperature and 
then quenched with 1 M aqueous HCl. The mixture was extracted three times with ether, and the 
combined organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. 
Purification was accomplished by column chromatography (2 columns necessary: 1:1 CH2Cl2:hexanes 
followed by 5% EtOAc in hexanes) to give 16c (112 mg, 46%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (d, 
J=6.22 Hz, 6 H), 1.44 (s, 9 H), 1.57–1.67 (m, 3 H), 2.69 (m, 2 H), 5.24 (s, 2 H), 7.22–7.32 (m, 5 H), 7.86 (s, 1 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.6, 28.2, 28.3, 36.3, 38.2, 48.8, 83.5, 109.5, 127.3, 127.7, 128.5, 
138.4, 153.3, 159.4, 162.1, 174.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C21H29N3O2Cl+ 390.1948, found 390.1947.   
[2‐Chloro‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(16d). Based on methodology described by Fürstner et al.7,13,14  Isopentylmagnesium bromide was 
formed by slow addition without stirring of isoamylbromide (0.80 mL, 6.67 mmol) to the bottom of a 3‐
neck flask fitted with a condenser that contained magnesium metal (0.150 g, 6.17 mmol) and 1,2‐
dibromoethane (20 L, 0.23 mol) in ~12 mL of Ether. Once bubbles began to form the solution was 
stirred until evolution ceased (~1 h). Before addition to the following reaction mixture the Grignard was 
titrated using menthol and 1,10‐phenanthroline dissolved in THF. Compound 15c (0.220 g, 0.54 mmol), 
Fe(acac)3 (0.012 g, 0.034 mmol), and N‐methyl‐2‐pyrolidinone (0.3 mL) were combined in dry THF (3.5 
mL). To this solution isopentylmagnesium bromide (0.17 M in ether, 4.8 mL, 0.82 mmol) was added 
dropwise, causing a progression from the starting brown solution to a cloudy orange and finally to a dark 
brown mixture containing solid magnesium salts. The reaction was stirred 16 h at room temperature 
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and then quenched with 1 M aqueous HCl. The mixture was extracted three times with ether, and the 
combined organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. 
Purification was accomplished by column chromatography (2 columns necessary: 1:1 CH2Cl2:hexanes 
followed by 5% EtOAc in hexanes) to give 16d (150 mg, 63%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.95 (d, 
J=6.22 Hz, 6 H), 1.31 (s, 9 H), 1.59–1.69 (m, 3 H), 2.72 (m, 2 H), 5.76 (s, 2 H), 7.18 (dd, J=7.18, 0.96 Hz, 1 
H), 7.38 (t, J=8.15 Hz, 1 H), 7.49–7.57 (m, 2 H), 7.75 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.88 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 7.93 (s, 1 
H), 8.07 (d, J=8.58 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.6, 28.0, 28.3, 36.3, 38.2, 46.3, 83.5, 
109.8, 123.02, 123.06, 125.5, 125.8, 126.3, 127.6, 129.0, 131.0, 133.7, 133.8, 153.4, 159.6, 162.3, 174.8. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C25H31N3O2Cl+ 440.2105, found 440.2111.  
[2‐Chloro‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (16e). 
Based on methodology described by Fürstner et al.7,13,14 1‐Naphthethylmagnesium bromide was formed 
by slow addition without stirring of 1‐naphthethylbromide (2.00 g, 8.50 mmol) to the bottom of a 3‐neck 
flask fitted with a condenser that contained magnesium metal (2.07 g, 85.1 mmol) and 1,2‐
dibromoethane (100 L, 1.2 mol) in ~70 mL of Ether. Once bubbles began to form the solution was 
stirred until evolution ceased (1 h). Before addition to the following reaction mixture the Grignard was 
titrated using menthol and 1,10‐phenanthroline dissolved in THF. Compound 15a (0.200 g, 0.62 mmol), 
Fe(acac)3 (0.011 g, 0.031 mmol), and N‐methyl‐2‐pyrolidinone (0.35 mL) were combined in dry THF (4.0 
mL). To this solution isopentylmagnesium bromide (0.055 M in ether, 17 mL, 0.94 mmol) was added 
dropwise, causing a progression from the starting brown solution to a cloudy orange and finally to a dark 
brown mixture containing solid magnesium salts. The reaction was stirred 3.5 h at room temperature 
and then quenched with 1 M aqueous HCl. The mixture was extracted three times with ether, and the 
combined organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. 
Purification was accomplished by column chromatography (5% EtOAc in hexanes) to give 16e (150 mg, 
54%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.53 (s, 9 H), 2.04 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 
3.13 (m, 2 H), 3.51 (m, 2 H), 3.89 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 7.34 (d, J=6.43 Hz, 1 H), 7.39 (t, J=8.15 Hz, 1 H), 7.49 
(td, J=7.45, 1.18 Hz, 1 H), 7.54 (m, 1 H), 7.73 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.75 (s, 1 H), 7.86 (d, J=7.29 Hz, 1 H), 
8.11 (d, J=8.58 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 28.1, 28.2, 32.2, 39.1, 52.5, 83.0, 110.3, 
123.8, 125.75, 125.79, 126.26, 126.34, 127.3, 129.0, 131.9, 134.1, 137.0, 153.6, 159.6, 162.7, 172.8. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C25H31N3O2Cl+ 440.2105, found 440.2102.    
Benzyl‐[2‐chloro‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester (16f). Based 
on methodology described by Fürstner et al.7,13,14 1‐Naphthethylmagnesium bromide was formed as for 
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16e. Compound 15b (0.150g, 0.42 mmol), Fe(acac)3 (0.007 g, 0.021 mmol), and N‐methyl‐2‐pyrolidinone 
(0.3 mL) were combined in dry THF (3.5 mL). To this solution isopentylmagnesium bromide (0.055 M in 
ether, 11.5 mL, 0.64 mmol) was added dropwise, causing a progression from the starting brown solution 
to a cloudy orange and finally to a dark brown mixture containing solid magnesium salts. The reaction 
was stirred 3.5 h at room temperature and then quenched with 1 M aqueous HCl. The mixture was 
extracted three times with ether, and the combined organic layers were washed with brine, dried over 
MgSO4, and the solvent removed in vacuo. Purification was accomplished by column chromatography 
(5% EtOAc in hexanes) to give 16f (135 mg, 67%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.43 (s, 9 H), 3.15 (m, 
2 H), 3.52 (m, 2 H), 5.26 (s, 2 H), 7.25–7.42 (m, 7 H), 7.48–7.57 (m, 2 H), 7.74 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.87 (m, 
2 H), 8.12 (d, J=8.58 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.1, 32.2, 39.1, 48.8, 83.6, 109.8, 123.8, 
125.77, 125.79, 126.28, 126.32, 127.3, 127.4, 127.7, 128.5, 129.0, 131.8, 134.1, 137.0, 138.4, 153.3, 
159.7, 162.2, 173.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C28H29N3O2Cl+ 474.1948, found 474.1964.  
[2‐Chloro‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl 
ester (16g). Based on methodology described by Fürstner et al.7,13,14 1‐Naphthethylmagnesium bromide 
was formed as for 16e. Compound 15c (0.150g, 0.37 mmol), Fe(acac)3 (0.006 g, 0.018 mmol), and N‐
methyl‐2‐pyrolidinone (0.3 mL) were combined in dry THF (3.5 mL). To this solution isopentylmagnesium 
bromide (0.055 M in ether, 10.1 mL, 0.56 mmol) was added dropwise, causing a progression from the 
starting brown solution to a cloudy orange and finally to a dark brown mixture containing solid 
magnesium salts. The reaction was stirred 3.5 h at room temperature and then quenched with 1 M 
aqueous HCl. The mixture was extracted three times with ether, and the combined organic layers were 
washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. Purification was accomplished 
by column chromatography (5% EtOAc in hexanes) to give 16g (129 mg, 66%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 1.30 (s, 9 H), 3.18 (m, 2 H), 3.54 (m, 2 H), 5.77 (s, 2 H), 7.17 (d, J=6.22 Hz, 1 H), 7.35 (d, J=6.43 Hz, 
1 H), 7.40 (td, J=7.61, 3.00 Hz, 2 H), 7.49–7.59 (m, 4 H), 7.76 (t, J=9.43 Hz, 2 H), 7.89 (m, 3 H), 8.09 (d, 
J=8.36 Hz, 1 H), 8.13 (d, J=7.93 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.0, 32.2, 39.1, 46.3, 83.6, 
110.2, 123.0, 123.1, 123.8, 125.5, 125.77, 125.82, 125.9, 126.3, 126.4, 127.3, 127.6, 129.02, 129.04, 
131.1, 131.9, 133.6, 133.8, 134.1, 137.0, 153.3, 159.9, 162.4, 173.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C32H31N3O2Cl+ 524.2105, found 524.2092.    
[2‐Benzylamino‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (17a). 
Compound 16b (0.020 g, 0.056 mmol) was dissolved in benzylamine (1 mL) and heated with stirring in a 
sealed high‐pressure tube at 100 °C for 24 h. The solution was cooled and the excess amine removed in 
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vacuo with heating. The residue was extracted from sat. NaHCO3 solution three times with CH2Cl2. The 
combined organic layers were washed with H2O and brine, dried over anhydrous MgSO4 and the solvent 
removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (15% 
EtOAc in hexanes) to give 17a in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.78 (d, J=6.86 Hz, 6 
H), 0.92 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.50–1.66 (m, 12 H), 1.95 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.53 (m, 2 H), 3.75 (d, J=7.29 
Hz, 2 H), 4.58 (d, J=6.00 Hz, 2 H), 5.31 (bs, 1 H), 7.06 (s, 1 H), 7.21–7.34 (m, 5 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 20.3, 22.7, 28.2, 28.3, 28.4, 36.5, 38.3, 45.6, 52.2, 81.7, 127.1, 127.4, 128.7, 140.0, 145.3, 
154.3, 161.7, 161.8, 172.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C25H39N4O2+ 427.3073, found 427.3068.   
Isobutyl‐{6‐(3‐methyl‐butyl)‐2‐[(naphthalen‐1‐ylmethyl)‐amino]‐pyrimidin‐4‐yl}‐carbamic acid tert‐
butyl ester (17b). Compound 16b (0.030 g, 0.084 mmol) was dissolved in 1‐naphthalenemethylamine 
(0.2 mL) and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 100 °C for 16 h. The solution was 
cooled and the residue was extracted from sat. NaHCO3 solution three times with CH2Cl2. The combined 
organic layers were washed with sat. NaHCO3 sol., H2O, and brine, dried over anhydrous MgSO4 and the 
solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography 
(25% EtOAc in hexanes) to give 17b (32 mg, 80%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.71 (d, J=6.65 Hz, 6 
H), 0.93 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.53 (s, 9 H), 1.54–1.66 (m, 3 H), 1.94 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.55 (m, 2 H), 
3.75 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 5.04 (d, J=5.57 Hz, 2 H), 5.30 (bs, 1 H), 7.10 (s, 1 H), 7.41 (m, 1 H), 7.47–7.54 (m, 
2 H), 7.78 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.87 (m, 1 H), 8.07 (d, J=7.29 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
20.2, 22.7, 28.1, 28.3, 28.4, 36.5, 38.3, 43.7, 52.3, 81.7, 102.3, 123.7, 125.6, 125.9, 126.4, 128.1, 128.9, 
131.6, 134.0, 135.0, 154.3 161.6, 161.8, 172.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C29H41N4O2+ 477.3230, found 
477.3231.      
Benzyl‐[2‐isobutylamino‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester (17c). 
Compound 16c (0.041 g, 0.10 mmol) was dissolved in isobutylamine (1.5 mL) and heated with stirring in 
a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 22 h. The solution was cooled and the excess amine removed in 
vacuo with heating. The residue was extracted from sat. NaHCO3 solution three times with CH2Cl2. The 
combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10 % 
EtOAc in hexanes) to give 17c in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.84 (d, J=6.65 Hz, 6 
H), 0.93 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.40 (s, 9 H), 1.52–1.66 (m, 3 H), 1.75 (sept, J=6.65Hz, 1 H), 2.52 (m, 2 H), 
3.09 (bt, J=5.57 Hz, 2 H), 4.99 (bs, 1 H), 5.19 (s, 2 H), 7.10 (s, 1 H), 7.18–7.28 (m, 5 H). 13C NMR (500 MHz, 
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CDCl3)  ppm 20.4, 22.7, 28.3, 28.4, 28.6, 36.6, 38.3, 48.8, 49.2, 82.1, 101.1, 126.8, 127.1, 128.3, 139.8, 
154.0, 161.3, 162.2, 172.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C25H39N4O2+ 427.3073, found 427.3065.  
Benzyl‐{6‐(3‐methyl‐butyl)‐2‐[(naphthalen‐1‐ylmethyl)‐amino]‐pyrimidin‐4‐yl}‐carbamic acid tert‐butyl 
ester (17d). Compound 16c (0.047 g, 0.12 mmol) was dissolved in 1‐naphthalenemethylamine (0.5 mL) 
and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 22 h. The solution was cooled, and 
the residue was extracted from sat. NaHCO3 solution three times with CH2Cl2. The combined organic 
layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary 
evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10 % EtOAc in hexanes) to 
give 17d (47 mg, 93%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 1.42 (s, 9 H), 1.61 (m, 3 
H), 2.57 (distorted t, J=7.93 Hz, 2 H), 4.95 (bd, J=4.64 Hz, 2 H), 5.16 (s, 2 H), 5.31 (bs, 1 H), 7.13–7.22 (m, 
6 H), 7.37 (m, 2 H), 7.47 (m, 2 H), 7.76 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.86 (distorted dd, J=7.57, 1.71 Hz, 1 H), 7.98 
(d, J=6.59 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.7, 28.29, 28.32, 36.5, 38.2, 43.7, 48.8, 82.2, 
101.7, 123.8, 125.6, 125.9, 126.4, 126.7, 127.1, 128.1, 128.3, 128.8, 131.7, 134.0, 135.0, 139.6, 153.9, 
161.4, 161.6, 172.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H39N4O2+ 511.3073, found 511.3081.  
[2‐Isobutylamino‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl 
ester (17e). Compound 16d (0.059 g, 0.13 mmol) was dissolved in isobutylamine (2.5 mL) and heated 
with stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 24 h. The solution was cooled and the excess 
amine removed in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (10 % EtOAc in hexanes) to give 17e (51 mg, 79%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
0.54 (bs, 6 H), 0.94 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.36 (s, 9 H), 1.54–1.67 (m, 3 H), 2.54 (m, 2 H), 2.77 (bs, 2 H), 4.90 
(bs, 1 H), 5.69 (s, 2 H), 7.20 (m, 2 H), 7.36 (t, J=7.93 Hz, 1 H), 7.47–7.54 (m, 2 H), 7.71 (d, J=8.36 Hz, 1 H), 
7.87 (distorted dd, J=7.93, 1.29 Hz, 1 H), 8.06 (d, J=8.58 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.0, 
22.7, 28.2, 28.3, 28.4, 36.6, 38.3, 46.5, 49.0, 82.2, 101.0, 113.4, 122.7, 122.9, 125.6, 126.0, 126.9, 129.0, 
131.0, 133.8, 134.6, 154.1, 161.1, 162.1, 172.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C29H41N4O2+ 477.3230, found 
477.3241.  
[2‐Benzylamino‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl 
ester (17f). Compound 16d (0.059 g, 0.13 mmol) was dissolved in benzylamine (1 mL) and heated with 
stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 24 h. The solution was cooled and the excess amine 
removed in vacuo with heating. Direct purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 17f (46 mg, 67%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.95 
(d, J=6.22 Hz, 6 H), 1.33 (s, 9 H), 1.56–1.67 (m, 3 H), 2.57 (distorted t, J=8.04 Hz, 2 H), 4.25 (bs, 2 H), 5.28 
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(bs, 1 H), 5.62 (s, 2 H), 6.98 (bs, 2 H), 7.11 (bs, 3 H), 7.18 (d, J=7.08 Hz, 1 H), 7.26 (s, 1 H), 7.35 (t, J=7.72 
Hz, 1 H), 7.50 (m, 2 H), 7.72 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.88 (m, 1 H), 8.00 (d, J=8.79 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 22.7, 28.2, 28.3, 36.5, 38.3, 45.5, 46.4, 82.2, 101.7, 122.8, 123.0, 125.58, 125.61, 126.0, 
126.9, 127.0, 127.4, 128.4, 128.9, 131.0, 133.7, 134.6, 139.8, 154.0, 161.3, 161.8, 172.9. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C32H39N4O2+ 511.3073, found 511.3074.  
Isobutyl‐[2‐isobutylamino‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(17g). Compound 16e (0.065 g, 0.15 mmol) was dissolved in isobutylamine (1.5 mL) and heated with 
stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 19 h. The solution was cooled and the excess amine 
removed in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography 
(10% EtOAc in hexanes) to give 17g (41 mg, 56%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm  0.90 (d, J=6.65 Hz, 6 
H), 0.98 (d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.52 (s, 9 H), 1.91 (sept, J= 6.65 Hz, 1 H), 2.06 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.96 (m, 
2 H), 3.24 (t, J=6.43 Hz, 2 H), 3.46 (m, 2 H), 3.86 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 5.12 (bs, 1 H), 7.05 (s, 1 H), 7.38 (m, 2 
H), 7.46–7.55 (m, 2 H), 7.72 (d, J=9.00 Hz, 1 H), 7.86 (d, J=9.43 Hz, 1 H), 8.16 (d, J=8.15 Hz, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 20.5, 28.2, 28.4, 28.7, 32.4, 39.4, 49.3, 52.3, 81.7, 102.0, 124.1, 125.7, 
125.8, 126.07, 126.12, 127.0, 128.9, 132.0, 134.0, 138.0, 154.3, 161.9, 162.3, 170.9. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C29H41N4O2+ 477.3230, found 477.3224. 
[2‐Benzylamino‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(17h). Compound 16e (0.058 g, 0.13 mmol) was dissolved in benzylamine (1.5 mL) and heated with 
stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 19 h. The solution was cooled and the excess amine 
removed in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography 
(10% EtOAc in hexanes) to give 17h (48 mg, 72%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.80 (d, J=6.86 Hz, 6 
H), 1.52 (s, 9 H), 1.96 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.98 (m, 2 H), 3.47 (m, 2 H), 3.78 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 4.64 (d, 
J=6.00 Hz, 2 H), 5.42 (bs, 1 H), 7.11 (s, 1 H), 7.26 (m, 1 H), 7.32–7.41 (m, 6 H), 7.46–7.54 (m, 2 H), 7.72 (d, 
J=7.93 Hz, 1 H), 7.86 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 8.15 (d, J=8.36 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 
28.2, 28.4, 32.3, 39.4, 45.7, 52.2, 81.8, 102.6, 124.0, 125.7, 125.8, 126.1, 126.2 127.0, 127.2, 127.5, 
128.7, 129.0, 132.0, 134.0, 138.0, 140.0, 154.2, 161.9, 162.0, 171.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C32H39N4O2+ 511.3073, found 511.3094. 
Isobutyl‐{6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐2‐[(naphthalen‐1‐ylmethyl)‐amino]‐pyrimidin‐4‐yl}‐carbamic 
acid tert‐butyl ester (17i). Compound 16e (0.038 g, 0.086 mmol) was dissolved in 1‐
naphthalenemethylamine (0.4 mL) and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 18 
h. The solution was cooled and extracted from sat. NaHCO3 solution three times with CHCl3. The 
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combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (15% 
EtOAc in hexanes) to give 17i (31 mg, 64%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.74 (bd, J=6.43 Hz, 6 H), 
1.52 (s, 9 H), 1.96 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 3.00 (distorted t, J=8.36 Hz, 2 H), 3.49 (distorted t, J=8.36 Hz, 2 
H), 3.78 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 5.10 (bd, J=5.36 Hz, 2 H), 5.38 (bs, 1 H), 7.14 (s, 1 H), 7.35–7.57 (m, 8 H), 7.72 
(d, J=7.72 Hz, 1 H), 7.81 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.85 (distorted dd, J=7.50, 1.93 Hz, 1 H), 7.90 (distorted dd, 
J=7.50, 1.93 Hz, 1 H), 8.13 (d, J=8.58 Hz, 1 H), 8.16 (d, J=7.93 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
20.3 28.2, 28.4, 32.4, 39.4, 43.8, 52.3, 81.8, 102.6, 123.7, 124.1, 125.7, 125.8, 126.0, 126.1, 126.2, 126.5, 
127.0, 128.2, 128.94, 128.96, 131.7, 132.0, 134.0, 135.0, 138.0, 154.3, 161.8, 162.0, 171.2. HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C36H41N4O2+ 561.3230, found 561.3232. 
Benzyl‐[2‐isobutylamino‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(17j). Compound 16f (0.057 g, 0.12 mmol) was dissolved in isobutylamine (1.5 mL) and heated with 
stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 18 h. The solution was cooled and the excess amine 
removed in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography 
(10% EtOAc in hexanes) to give 17j (12 mg, 20%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=6.43 Hz, 6 
H), 1.41 (s, 9 H), 1.81 (sept, J=6.43, 1 H), 2.98 (m, 2 H), 3.16 (bs, 2 H), 3.48 (m, 2 H), 5.08 (bs, 1 H), 5.23 (s, 
2 H), 7.18 (s, 1 H), 7.23 (m, 1 H), 7.29 (m, 4 H), 7.37–7.43 (m, 2 H), 7.47–7.55 (m, 2 H), 7.73 (dd, J=7.50, 
1.93 Hz, 1 H), 7.87 (distorted dd, J=7.93, 1.50 Hz, 1 H), 8.18 (d, J=8.36 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 20.4, 28.2, 28.7, 32.4, 39.4, 48.8, 49.2, 82.2, 101.4, 124.1, 125.7, 125.8, 126.10, 126.12, 126.8, 
127.0, 127.1, 128.3, 129.0, 132.0, 134.0, 138.0, 139.8, 154.0, 161.4, 162.4, 171.2. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C32H39N4O2+ 511.3073, found 511.3081.   
Benzyl‐{6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐2‐[(naphthalen‐1‐ylmethyl)‐amino]‐pyrimidin‐4‐yl}‐carbamic acid 
tert‐butyl ester (17k). Compound 16f (0.058 g, 0.12 mmol) was dissolved in 1‐naphthalenemethylamine 
(0.4 mL) and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 18 h. The solution was 
cooled and attempts were made to extract from sat. NaHCO3 solution with CH2Cl2, but a strong emulsion 
was formed. Addition of salt and ether to the emulsion resulted in its partial dissolution. Extracted three 
times with ether. The combined organic layers were dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (15% 
EtOAc in hexanes) to give 17k (26 mg, 32%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.41 (s, 9 H), 3.01 (t, J=8.36 
Hz, 2 H), 3.49 (m, J=8.36 Hz, 2 H), 5.01 (bs, 2 H), 5.19 (s, 2 H), 5.36 (bs, 1 H), 7.15–7.24 (m, 5 H), 7.27 (s, 1 
H), 7.36–7.53 (m, 8 H), 7.73 (d, J=7.50 Hz, 1 H), 7.79 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.87 (m, 2 H), 8.03 (bs, 1 H), 8.16 
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(d, J=7.93 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.2, 32.4, 39.4, 43.7, 48.8, 82.4, 101.9, 123.8, 
124.0, 125.6, 125.7, 125.8, 126.0, 126.1, 126.2, 126.5, 126.8, 127.0, 127.1, 128.2, 128.3, 128.91, 128.94, 
131.7, 132.0, 134.01, 134.04, 135.0, 138.0, 139.6, 154.0, 161.5, 161.8, 171.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C39H39N4O2+ 595.3073, found 595.3046.   
[2‐Isobutylamino‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid 
tert‐butyl ester (17l). Compound 16g (0.040 g, 0.076 mmol) was dissolved in isobutylamine (1.5 mL) and 
heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The solution was cooled and the 
excess amine removed in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (15% EtOAc in hexanes) to give 17l (36 mg, 84%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.58 
(bs, 6 H), 1.36 (s, 9 H), 1.88 (bs, 1 H), 2.83 (bs, 2 H), 2.99 (m, 2 H), 3.48 (m, 2 H), 5.00 (bs, 1 H), 5.71 (s, 2 
H), 7.20 (d, J=7.29 Hz, 1 H), 7.27 (s, 1 H), 7.40 (m, 3 H), 7.47–7.57 (m, 4 H), 7.74 (d, J=7.93 Hz, 2 H), 7.88 
(t, J=8.90 Hz, 2 H), 8.08 (d, J=8.36 Hz, 1 H), 8.18 (d, J=8.15 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
20.1, 28.2, 28.4, 32.4, 39.4, 46.5, 49.1, 82.4, 101.2, 122.7, 122.9, 124.1, 125.62, 125.64, 125.7, 125.8, 
126.0, 126.1, 126.2, 127.0, 128.97, 129.00, 131.0, 132.0, 133.8, 134.1, 134.6, 138.0, 154.1, 161.3, 162.2, 
171.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C36H41N4O2+ 561.3230, found 561.3217.   
[2‐Benzylamino‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐
butyl ester (17m). Compound 16g (0.045 g, 0.086 mmol) was dissolved in benzylamine (1.5 mL) and 
heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The solution was cooled and the 
excess amine removed in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (15% EtOAc in hexanes) to give 17m (40 mg, 79%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
1.33 (s, 9 H), 1.87 (bs, 1 H), 3.02 (m, 2 H), 3.49 (m, 2 H), 4.31 (bs, 2 H), 5.37 (bs, 1 H), 5.65 (s, 2 H), 7.04 
(bs, 1 H), 7.14 (bs, 3 H), 7.18 (d, J=7.08 Hz, 1 H), 7.32 (s, 1 H), 7.39 (m, 3 H), 7.51 (m, 4 H), 7.74 (d, J=8.15 
Hz, 2 H), 7.88 (t, J=7.50 Hz, 2 H), 8.02 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 8.17 (d, J=8.36 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 28.2, 32.3, 39.4, 45.5, 46.4, 82.4, 101.9, 122.7, 123.0, 124.1, 125.6, 125.66, 125.70, 125.8, 
126.0, 126.1, 126.2, 126.99, 127.05, 127.5, 128.5, 129.0, 131.0, 132.0, 133.7.134.0, 134.6, 138.0, 139.8, 
154.0, 161.4, 161.9, 171.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C39H39N4O2+ 595.3073, found 595.3094.   
6‐ethyl‐2,4‐diisobutylaminopyrimidine (18a). Compound 16a (0.018 g, 0.058 mmol) was dissolved in 
isobutylamine (2.5 mL) and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The 
solution was cooled and the excess amine removed in vacuo. The residue was extracted from H2O three 
times with CH2Cl2 and the combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous 
MgSO4, and the solvent removed with a rotary evaporator. Without further purification the resulting oil 
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was further reacted to remove the Boc group by dissolving it in 2 mL of CH2Cl2, followed by addition with 
stirring of 2 mL of TFA. The reaction was stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and 
excess TFA were then removed by rotary evaporator. Direct purification of the residue was 
accomplished with column chromatography (10% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 18a (6 mg, 
41%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.95 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 0.96 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.21 (t, J=7.57 
Hz, 3 H), 1.85 (m, 2 H), 2.45 (q, J=7.57 Hz, 2 H), 3.08 (bs, 2 H), 3.18 (t, J=6.59 Hz, 2 H), 4.69 (bs, 1 H), 4.93 
(bs, 1 H), 5.54 (s, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C14H27N4+ 251.2236, found 251.2226.   
N2‐Benzyl‐N4‐isobutyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18b). Compound 17a (0.019 g, 0.044 
mmol) was dissolved in 1 mL CH2Cl2 followed by addition of 1 mL TFA with stirring. The reaction was 
stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary 
evaporator. The residue was extracted from sat. NaHCO3 three times with CH2Cl2, and the combined 
organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a 
rotary evaporator. Purification of the residue was accomplished with column chromatography (100% 
EtOAc) to give 18b in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.94 
(d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.52 (m, 2 H), 1.60 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 1.83 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.43 (m, 2 H), 
3.07 (bs, 2 H), 4.58 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 4.76 (bs, 1 H), 5.57 (s, 1 H), 7.23 (t, J=7.20 Hz, 1 H), 7.30 (t, J=7.57 
Hz, 2 H), 7.35 (d, J=6.84 Hz, 2 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H31N4+ 327.2549, found 327.2553.   
N4‐Isobutyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18c). Compound 
17b (0.030 g, 0.063 mmol) was dissolved in 1 mL CH2Cl2 followed by addition of 1 mL TFA with stirring. 
The reaction was stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed 
by rotary evaporator. The residue was extracted from sat. NaHCO3 three times with CH2Cl2, and the 
combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed with a rotary evaporator. Purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (100% EtOAc) to give 18c (17 mg, 72%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.35 
Hz, 12 H), 1.54 (m, 2 H), 1.60 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 1.82 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.44 (t, J=8.06 Hz, 2 H), 
3.08 (bs, 2 H), 4.84 (bs, 1 H), 5.03 (d, J=5.37 Hz, 2 H), 5.59 (s, 1 H), 7.40 (t, J=7.32 Hz, 1 H), 7.49 (m, 3 H), 
7.76 (d, J=8.30 Hz, 1 H), 7.86 (distorted dd, J=7.57, 1.95 Hz, 1 H), 8.12 (d, J=7.81 Hz, 1 H). HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C24H33N4+ 377.2705, found 377.2704.       
N4‐Benzyl‐N2‐isobutyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18d). Compound 17c (0.030 g, 0.071 
mmol) was dissolved in 1.5 mL CH2Cl2 followed by addition of 1.5 mL TFA with stirring. The reaction was 
stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary 
evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography (20% 
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EtOAc and 2% TEA in hexanes) to give 18d in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, 
J=6.65 Hz, 6 H), 0.93 (d, J=6.86 Hz, 6 H), 1.49 (m, 2 H), 1.58 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 1.82 (sept, J=6.65 Hz, 1 
H), 2.39 (m, 2 H), 3.18 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 4.50 (d, J=5.15 Hz, 2 H), 4.84 (bs, 1 H), 4.88 (bs, 1 H), 5.56 (s, 1 
H), 7.30 (m, 5 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 22.7, 28.2, 28.8, 36.1, 38.0, 45.5, 49.2, 91.9, 
127.5, 127.7, 128.8, 162.8, 163.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H31N4+ 327.2549, found 327.2553.   
N4‐Benzyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18e). Compound 17d 
(0.036 g, 0.070 mmol) was dissolved in 1.5 mL CH2Cl2 followed by addition of 1.5 mL TFA with stirring. 
The reaction was stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed 
by rotary evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography 
(20% EtOAc and 2% TEA in hexanes) to give 18e in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
0.91 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.52 (m, 2 H), 1.59 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.43 (distorted t, J=7.93 Hz, 2 H), 4.50 
(d, J=5.15 Hz, 2 H), 4.94 (bs, 1 H), 5.04 (d, J=5.57 Hz, 2 H), 5.18 (bs, 1 H), 5.63 (s, 1 H), 7.23–7.34 (m, 5 H), 
7.40 (dd, J=8.15, 7.08 Hz, 1 H), 7.49 (m, 3 H), 7.77 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.86 (m, 1 H), 8.12 (m, J=9.43 Hz, 1 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.7, 28.1, 36.0, 38.0, 43.6, 45.4, 124.0, 125.7, 125.9, 126.3, 127.5, 
127.7, 128.0, 128.82, 128.84, 131.8, 134.0, 135.5, 162.3, 163.8, 185.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C27H31N4+ 411.2549, found 411.2547.     
N2‐Isobutyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18f). Compound 
17e (0.036 g, 0.076 mmol) was dissolved in 1 mL CH2Cl2 followed by addition of 1 mL TFA with stirring. 
The reaction was stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed 
by rotary evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography 
(25% EtOAc and 2% TEA in hexanes) to give 18f in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
0.91 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.51 (m, 2 H), 1.59 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 1.85 (sept, 
J=6.59 Hz, 1 H), 2.40 (m, 2 H), 3.22 (t, J=6.35 Hz, 2 H). 4.81 (bs, 1 H), 4.87 (bs, 1 H), 4.95 (bs, 2 H), 5.58 (s, 
1 H), 7.43 (m, 1 H), 7.48 (d, J=6.35 Hz, 1 H), 7.52 (m, 2 H), 7.81 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.89 (m, 1 H), 8.06 (d, 
J=7.32 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 22.7, 28.2, 28.8, 36.1, 38.0, 43.6, 49.2, 123.7, 
125.7, 126.1, 126.35, 126.36, 126.6, 128.5, 129.0, 131.6, 134.1, 134.1, 162.9, 163.6. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C24H33N4+ 377.2705, found 377.2704.        
N2‐Benzyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18g). Compound 17f 
(0.039 g, 0.076 mmol) was dissolved in 1 mL CH2Cl2 followed by addition of 1 mL TFA with stirring. The 
reaction was stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed by 
rotary evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography 
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(25% EtOAc and 2% TEA in hexanes) to give 18g in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
0.91 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 1.51 (m, 2 H), 1.59 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.42 (m, 2 H), 4.62 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 
4.83 (bs, 1 H), 4.94 (bd, J=4.64 Hz, 2 H), 5.19 (bs, 1 H), 5.62 (s, 1 H), 7.23 (t, J=7.32 Hz, 1 H), 7.29 (t, J=7.45 
Hz, 2 H), 7.35 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.39–7.47 (m, 2 H), 7.51 (m, 2 H), 7.81 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.89 (m,  1 H), 
8.02 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.7, 28.2, 36.1, 38.0, 43.5, 45.7, 123.7, 125.7, 126.1, 
126.4, 126.6, 127.1, 127.8, 128.5, 128.6, 129.0, 131.6, 131.9, 134.0, 140.4, 162.5, 163.6. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C27H31N4+ 411.2549, found 411.2536.     
N2‐Benzyl‐N4‐isobutyl‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18h). Compound 17h (0.038 
g, 0.074 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL TFA with stirring. The reaction 
was stirred at room temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary 
evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography (25% 
EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 18h in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, 
J=6.65 Hz, 6 H), 1.78 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.86 (distorted t, J=7.93 Hz, 2 H), 3.02 (bs, 2 H), 3.43 
(distorted t, J=7.93 Hz, 2 H), 4.65 (d, J=6.00 Hz, 2 H), 4.63 (bs, 1 H), 5.19 (bs, 1 H), 5.52 (s, 1 H), 7.26 (t, 
J=7.29 Hz, 1 H), 7.31–7.42 (m, 6 H), 7.49 (m, 2 H), 7.71 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 7.85 (distorted dd, J=7.72, 1.50 
Hz, 1 H), 8.14 (d, J=8.15 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 28.6, 32.1, 39.0, 45.7, 49.0, 
124.1, 125.6, 125.8, 126.0, 126.2, 126.9, 127.1, 127.8, 128.6, 128.9, 132.0, 134.0, 138.2, 140.4, 162.5, 
164.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C27H31N4+ 411.2549, found 411.2557.    N4‐Isobutyl‐6‐(2‐naphthalen‐1‐
yl‐ethyl)‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18i). Compound 17i (0.028 g, 0.050 mmol) 
was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL TFA with stirring. The reaction was stirred at 
room temperature for 1 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary evaporator. Direct 
purification of the residue was accomplished with column chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in 
hexanes) to give 18i (22 mg, 95%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.78 (sept, 
J=6.59 Hz, 1 H), 2.88 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 3.03 (bs, 2 H), 3.45 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 4.69 
(bs, 1 H), 5.10 (d, J=5.62 Hz, 2 H), 5.26 (bs, 1 H), 5.54 (s, 1 H), 7.33–7.40 (m, 2 H), 7.41–7.58 (m, 6 H), 7.71 
(d, J=7.81 Hz, 1 H), 7.79 (d, J=8.30 Hz, 1 H), 7.85 (distorted dd, J=7.08, 2.44 Hz, 1 H), 7.88 (distorted dd, 
J=7.81, 1.71 Hz, 1 H), 8.14 (distorted dd, J=7.32, 1.71 Hz, 1 H), 8.19 (d, J=8.30 Hz, 1 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 28.6, 32.1, 38.8, 43.6, 49.2, 124.1, 125.7, 125.8, 125.9, 126.0, 126.1, 126.2, 
126.4, 126.9, 128.1, 128.9, 131.8, 132.0, 134.0, 164.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C31H33N4+ 461.2705, 
found 461.2717.       
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N4‐Benzyl‐N2‐isobutyl‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18j). Compound 17j (0.026 
g, 0.050 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL TFA with stirring. The reaction 
was stirred at room temperature for 1 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary 
evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography (25% 
EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 18j in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.97 (d, 
J=6.86 Hz, 6 H), 1.88 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.84 (distorted t, J=8.36 Hz, 2 H), 3.24 (t, J=6.22 Hz, 2 H), 3.41 
(distorted t, J=8.36 Hz, 2 H), 4.48 (bs, 2 H), 4.88 (bs, 1 H), 4.95 (bs, 1 H), 5.54 (s, 1 H), 7.25–7.40 (m, 7 H), 
7.45–7.54 (m, 2 H), 7.71 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.86 (d, J=8.36 Hz, 1 H), 8.13 (d, J=8.15 Hz, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 28.8 32.2, 38.9, 45.5, 49.2, 124.0, 125.6, 125.8, 126.0, 126.1, 126.9, 127.5, 
127.7, 128.8, 128.9, 132.0, 134.0, 138.1, 162.9, 163.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C27H31N4+ 411.2549, 
found 411.2557.         
N4‐Benzyl‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐N2‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18k). 
Compound 17k (0.034 g, 0.056 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL TFA 
with stirring. The reaction was stirred at room temperature for 1 h, and the solvent and excess TFA were 
removed by rotary evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 18k (25 mg, 89%). 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 2.86 (distorted t, J=8.36 Hz, 2 H), 3.43 (distorted t, J=8.36 Hz, 2 H), 4.48 (bs, 2 H), 4.93 (bs, 
1 H), 5.10 (d, J=5.36 Hz, 2 H), 5.31 (bs, 1 H), 5.59 (s, 1 H), 7.23–7.57 (m, 13 H), 7.71 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 
7.79 (d, J=8.36 Hz, 1 H), 7.86 (m, 2 H), 8.11 (m, 1 H), 8.17 (d, J=7.50 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 32.1, 38.8, 43.6, 45.4, 93.2, 123.99, 124.02, 125.66, 125.69, 125.8, 125.9, 126.0, 126.1, 126.2, 
126.4, 126.9, 127.6, 127.7, 128.1, 128.86, 128.88, 128.94, 131.8, 132.0, 134.0, 135.4, 138.0, 162.1, 
163.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C34H31N4+ 495.2549, found 495.2561.     
N2‐Isobutyl‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18l). 
Compound 17l (0.029 g, 0.052 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL TFA with 
stirring. The reaction was stirred at room temperature for 1 h, and the solvent and excess TFA were 
removed by rotary evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 18l (23 mg, 96%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 0.98 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.91 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.84 (m, 2 H), 3.28 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 3.43 (m, 
2 H), 4.82 (bs, 1 H), 4.93 (bs, 2 H), 5.05 (bs, 1 H), 5.55 (s, 1 H), 7.32–7.57 (m, 8 H), 7.70 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 
7.83 (m, 2 H), 7.90 (m, 1 H), 8.04 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 8.13 (d, J=7.93 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 20.6, 28.8, 32.2, 38.9, 43.5, 49.3, 123.7, 124.0, 125.6, 125.7, 125.8, 126.0, 126.1, 126.2, 126.4, 
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126.7, 126.9, 128.6, 128.9, 129.0, 131.6, 132.0, 134.0, 134.1, 138.1, 162.9, 163.6. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C31H33N4+ 461.2705, found 461.2709.       
N2‐Benzyl‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐N4‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐2,4‐diamine (18m). 
Compound 17m (0.037 g, 0.063 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL TFA 
with stirring. The reaction was stirred at room temperature for 1 h, and the solvent and excess TFA were 
removed by rotary evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column 
chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 18m (27 mg, 87%). 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 2.85 (m, 2 H), 3.42 (m, 2 H), 4.67 (d, J=5.79 Hz, 2 H), 4.84 (bs, 1 H), 4.91 (bs, 2 H), 5.37 (bs, 
1 H), 5.57 (s, 1 H), 7.25 (t, J=7.29 Hz, 1 H), 7.30–7.54 (m, 12 H), 7.70 (d, J=7.93 Hz, 1 H), 7.81 (dd, J=6.86, 
2.57 Hz, 1 H), 7.85 (m, 1 H), 7.89 (m, 1 H), 7.99 (m, 1 H), 8.11 (d, J=7.50 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 32.1, 38.8, 43.4, 45.7, 123.7, 124.0, 125.6, 125.7, 125.8, 126.0, 126.1, 126.2, 126.4, 126.7, 
126.9, 127.1, 127.8, 128.56, 128.64, 128.9, 129.0, 131.6, 132.0, 134.00, 134.04, 138.0, 140.4, 148.8, 
162.5, 163.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C34H31N4+ 495.2549, found 495.2553.   
[6‐Chloro‐2‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (19a). Formed as a 
byproduct from the synthesis of 16b (30 mg, 12%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 (d, J=6.84 Hz, 6 
H), 0.93 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 1.55 (s, 9 H), 1.60 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 1.66 (m, 2 H), 2.02 (sept, J=6.84 Hz, 1 
H), 2.82 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 3.92 (d, J=7.08 Hz, 2 H), 7.88 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 20.4, 22.7, 27.9, 28.2, 28.3, 37.26, 37.32, 52.5, 82.9, 109.7, 153.8, 160.9, 161.6, 171.1. HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C18H31N3O2Cl+ 356.2105, found 356.2099.   
[6‐Chloro‐2‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐carbamic acid tert‐butyl ester (19b). 
Formed as a byproduct from the synthesis of 16e (19 mg, 7%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.83 (d, 
J=6.59 Hz, 6 H), 1.56 (s, 9 H), 1.95 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 3.29 (m, 2 H), 3.57 (m, 2 H), 3.87 (d, J=7.32 Hz, 2 
H), 7.34 (d, J=6.84 Hz, 1 H), 7.38 (m, 1 H), 7.51 (m, 2 H), 7.72 (d, J=8.06 Hz, 1 H), 7.86 (distorted dd, 
J=8.06, 1.46 Hz, 1 H), 7.96 (s, 1 H), 8.14 (d, J=8.55 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 28.1, 
28.3, 31.6, 40.1, 52.5, 83.0, 109.9, 123.8, 125.7, 125.8, 126.0, 126.1, 127.1, 129.0, 132.0, 137.4, 153.8, 
161.2 161.7, 169.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C25H31N3O2Cl+ 440.2105, found 440.2108.    
Benzyl‐[6‐chloro‐2‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester (19c). Formed as a 
byproduct from the synthesis of 16c (11 mg, 4%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.88 (d, J=6.43 Hz, 6 
H), 1.44 (s, 9 H), 1.49–1.62 (m, 3 H), 2.80 (distorted t, J=7.93 Hz, 2 H), 5.28 (s, 2 H), 7.21–7.31 (m, 5 H), 
7.95 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.6, 27.9, 28.2, 37.3, 37.4, 48.8, 83.4, 109.4, 127.2, 
127.4, 128.5, 138.8, 153.5, 161.16, 161.21, 171.4.  
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[6‐Chloro‐2‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(19d). Formed as a byproduct from the synthesis of 16d (23 mg, 10%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
0.68 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.36 (m, 11 H), 1.79 (bs, 1 H), 2.67 (distorted t, J=7.93 Hz, 2 H), 5.78 (s, 2 H), 7.12 
(dd, J=7.07, 1.07 Hz, 1 H), 7.35 (distorted t, J=8.15 Hz, 1 H), 7.50–7.57 (m, 2 H), 7.74 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 
7.88 (distorted dd, J=7.93, 1.50 Hz, 1 H), 8.04 (s, 1 H), 8.07 (d, J=8.36 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 22.4, 27.6, 28.1, 37.0, 37.1, 46.4, 83.5, 109.5, 122.8, 122.9, 125.5, 125.8, 126.2, 127.4, 129.1, 
131.0, 133.9, 153.6, 161.2, 171.5. 
Isobutyl‐[6‐isobutylamino‐2‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester (20a). 
Compound 19a (0.019 g, 0.053 mmol) was dissolved in isobutylamine (2 mL) and heated with stirring in 
a sealed high‐pressure tube at 100 °C for 16 h. The solution was cooled and the excess amine removed 
in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography (15% EtOAc 
in hexanes) to give 20a (18 mg, 88%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.86 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 0.92 (d, 
J=6.35 Hz, 6 H), 0.98 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.52 (s, 9 H), 1.62 (m, 3 H), 1.86 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 1.95 (m, 
J=6.84 Hz, 1 H), 2.63 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 3.06 (t, J=5.74 Hz, 2 H), 3.87 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 4.89 
(bs, 1 H), 6.68 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 20.6, 22.8, 28.0, 28.4, 28.51, 28.54, 37.4, 
49.5, 52.4, 81.4, 110.0, 157.3, 164.1.     
Isobutyl‐[6‐isobutylamino‐2‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester 
(20b). Compound 19b (0.030 g, 0.068 mmol) was dissolved in isobutylamine (2 mL) and heated with 
stirring in a sealed high‐pressure tube at 100 °C for 16 h. The solution was cooled and the excess amine 
removed in vacuo. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography 
(15% EtOAc in hexanes) to give 20b (19 mg, 60%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.85 (d, J=6.59 Hz, 6 
H), 1.00 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.54 (s, 9 H), 1.89 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 1.98 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 3.09 (m, 4 
H), 3.54 (m, 2 H), 3.89 (d, J=7.08 Hz, 2 H), 4.96 (bs, 1 H), 6.79 (s, 1 H), 7.38 (m, J=15.87 Hz, 2 H), 7.45–
7.54 (m, 2 H), 7.71 (m, 1 H), 7.85 (distorted dd, J=8.06, 1.46 Hz, 1 H), 8.20 (d, J=7.81 Hz, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 20.6, 28.48, 28.5, 28.55, 31.7, 40.2, 49.5, 52.4, 81.5, 124.1, 125.6, 125.8, 
125.9, 126.0, 126.8, 128.9, 132.2, 134.0, 138.3, 154.4.     
N,N'‐Diisobutyl‐2‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine‐4,6‐diamine (21a). Compound 20a (0.018 g, 0.047 mmol) 
was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL TFA with stirring. The reaction was stirred at 
room temperature for 1 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary evaporator. Direct 
purification of the residue was accomplished with column chromatography (25% EtOAc and 2% TEA in 
hexanes) to give 21a (6 mg, 47%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 0.99 (d, 
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J=6.84 Hz, 12 H), 1.61 (m, 3 H), 1.87 (sept, J=6.84 Hz, 2 H), 2.51 (m, 2 H), 2.98 (t, J=6.10 Hz, 4 H), 4.83 (bs, 
2 H), 5.05 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 22.8, 28.48, 28.54, 37.7, 37.9, 49.8, 110.0, 
163.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H33N4+ 293.2705, found 293.2696.     
N,N'‐Diisobutyl‐2‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidine‐4,6‐diamine (21b). Compound 20b (0.019 g, 
0.040 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2 followed by addition of 2 mL of TFA with stirring. The reaction 
was stirred at room temperature for 1 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary 
evaporator. Direct purification of the residue was accomplished with column chromatography (25% 
EtOAc and 2% TEA in hexanes) to give 21b (12 mg, 78%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.01 (d, J=6.59 
Hz, 12 H), 1.90 (sept, J=6.59 Hz, 2 H), 2.97 (m, 2 H), 3.02 (t, J=6.23 Hz, 4 H), 3.52 (m, 2 H), 4.88 (bs, 2 H), 
5.10 (s, 1 H), 7.40 (m, 2 H), 7.46 (m, 1 H), 7.51 (m, 1 H), 7.71 (d, J=7.81 Hz, 1 H), 7.84 (d, J=7.81 Hz, 1 H), 
8.22 (d, J=8.30 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 28.5, 31.8, 40.2, 49.8, 124.3, 125.6, 
125.8, 125.9, 126.8, 128.8, 132.2, 134.0, 145.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H33N4+ 377.2705, found 
377.2709.     
N‐Benzyl‐N'‐isobutyl‐2‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine‐4,6‐diamine (21c). Compound 19c (0.011 g, 0.028 
mmol) was dissolved in isobutylamine (2.5 mL) and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 
95 °C for 17 h. The solution was cooled and the excess amine removed in vacuo. The residue was 
extracted from H2O three times with CHCl3, and the combined organic layers were washed with brine, 
dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. The resulting residue was dissolved in 3 mL CH2Cl2 
followed by addition of 3 mL TFA with stirring. The reaction was stirred at room temperature for 1.5 h, 
and the solvent and excess TFA were removed by rotary evaporator. Direct purification of the residue 
was accomplished with column chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 21c in 
quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 0.93 (d, J=6.22 Hz, 6 H), 1.62 
(m, 3 H), 1.79 (m, J=6.65 Hz, 1 H), 2.56 (m, 2 H), 2.90 (t, J=6.22 Hz, 2 H), 4.42 (d, J=5.79 Hz, 2 H), 5.05 (s, 1 
H), 5.50 (bs, 1 H), 5.80 (bs, 1 H), 7.32 (m, 5 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 22.7, 28.2, 28.3, 
37.5, 46.2, 49.7, 57.7, 127.5, 127.8, 129.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H31N4+ 327.2549, found 
327.2553.    
N‐Isobutyl‐2‐(3‐methyl‐butyl)‐N'‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐pyrimidine‐4,6‐diamine (21d). Compound 19d 
(0.023 g, 0.053 mmol) was dissolved in isobutylamine (2.5 mL) and heated with stirring in a sealed high‐
pressure tube at 95 °C for 17 h. The solution was cooled and the excess amine removed in vacuo. The 
residue was extracted from H2O three times with CHCl3, and the combined organic layers were washed 
with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed in vacuo. The resulting residue was dissolved in 
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3 mL CH2Cl2 followed by addition of 3 mL TFA with stirring. The reaction was stirred at room 
temperature for 1.5 h, and the solvent and excess TFA were removed by rotary evaporator. Direct 
purification of the residue was accomplished with column chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in 
hexanes) to give 21d (14 mg, 71%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 0.93 (d, 
J=6.22 Hz, 6 H), 1.63 (m, 3 H), 1.80 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.55 (m, 2 H), 2.91 (t, J=6.11 Hz, 2 H), 4.77 (bs, 
1 H), 4.87 (d, J=5.15 Hz, 2 H), 5.03 (bs, 1 H), 5.13 (s, 1 H), 7.43 (distorted t, J=8.15 Hz, 1 H), 7.48–7.56 (m, 
3 H), 7.81 (d, J=8.15 Hz, 1 H), 7.89 (distorted dd, J=7.50, 1.93 Hz, 1 H), 8.04 (d, J=8.15 Hz, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 22.8, 28.4, 28.5, 37.81, 37.85, 44.1, 49.7, 123.5, 125.7, 126.0, 126.1, 126.6, 
128.5, 129.0, 131.5, 134.0, 163.5, 163.8, 170.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H33N4+ 377.2705, found 
377.2694.    
2‐Chloro‐4,6‐distyryl‐pyrimidine (22a). Based on the coupling described by Tan et al.8 Trans‐2‐
Phenylvinylboronic acid (0.148 g, 1.00 mmol), K3PO4 (0.430 g, 2.03 mmol), and PdCl2(PPh3)2 (0.010 g, 
0.015 mmol) were combined in a 25 ml round‐bottom flask. To this mixture, 2,4,6‐trichloropyrimidine 
(0.093 g, 0.50 mmol) dissolved in THF (1.5 mL) was added producing a cloudy suspension. More THF (4.5 
ml) and H2O (0.11 mL) was added, producing a white cloudy suspension, which was heated at reflux for 
19 h. 0.5 mL more of H2O were added, eventually causing the precipitate to dissolve and the solution to 
turn dark orange. After 5 more hours at reflux, the solution was allowed to cool to room temperature. 
35 mL of H2O were added and the biphasic mixture was extracted three times with ether. The combined 
organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a 
rotary evaporator. The product was recrystallized from 5% EtOAc/hexanes and the filtrate purified with 
by clumn chromatography (5 % EtOAc/hexanes) to provide 22a (0.084 g, 52%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 7.04 (d, J=15.87 Hz, 2 H), 7.20 (s, 1 H), 7.36–7.45 (m, 6 H), 7.62 (d, J=6.84 Hz, 4 H), 7.95 (d, J=15.87 
Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 114.9, 124.6, 128.1, 129.2, 130.0, 135.5, 139.0, 161.7, 165.9. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C20H16N2Cl+ 319.1002, found 319.1005. 
2‐Chloro‐4,6‐bis‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidine (22b). Formed as a byproduct from the synthesis of 12b 
(279 mg, 9%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 (d, J=6.22 Hz, 12 H), 1.53–1.63 (m, 6 H), 2.67 
(distorted t, J=8.36 Hz, 4 H), 6.93 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.5, 28.2, 35.8, 38.0, 117.5, 
161.0, 174.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C14H24N2Cl+ 255.1628, found 255.1620.   
[4,6‐Bis‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐2‐yl]‐isobutyl‐amine (23a). Compound 22b (0.050 g, 0.20 mmol) 
was added to 1.5 mL of isobutylamine immediately forming a bright yellow solution. With stirring at 
room temperature (~5 min), the solution became a light brown. The reaction mixture was heated in a 
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sealed high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The reaction was cooled and the excess isobutylamine was 
removed in vacuo. The resulting residue was extracted from H2O three times with ether. The combined 
organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a 
rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc in hexanes) 
to give 23a in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.35 Hz, 12 H), 0.95 (d, 
J=6.84 Hz, 6 H), 1.50–1.64 (m, 6 H), 1.85 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.50 (m, 4 H), 3.24 (dd, J=6.71, 5.98 Hz, 2 
H), 4.99 (bt, J=5.37 Hz, 1 H), 6.24 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 22.7, 28.1, 28.8, 36.0, 
38.0, 49.2, 108.1, 162.8, 171.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C18H34N3+ 292.2753, found 292.2755. 
Benzyl‐[4,6‐bis‐(3‐met hyl‐butyl)‐pyrimidin‐2‐yl]‐amine (23b). Compound 22b (0.052 g, 0.20 mmol) was 
added to 1.5 mL of benzylamine immediately forming a bright yellow solution. With stirring at room 
temperature (~5 min) the solution became a light brown. The reaction mixture was heated in a sealed 
high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The reaction was cooled and the excess benzylamine was removed 
in vacuo and the resulting residue extracted from H2O three times with ether. The combined organic 
layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary 
evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 
23b (47 mg, 71%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm  0.93 (d, J=6.59 Hz, 12 H), 1.51–1.64 (m, 6 H), 2.52 
(m, 4 H), 4.65 (d, J=6.10 Hz, 2 H), 5.30 (bt, J=5.49 Hz, 1 H), 6.31 (s, 1 H), 7.24 (distorted tt, J=7.81, 2.20 
Hz, 1 H), 7.31 (distorted t, J=7.45 Hz, 2 H), 7.37 (distorted d, J=6.84 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 22.7, 28.1, 36.0, 38.0, 45.7, 108.7, 127.2, 127.9, 128.6, 140.0, 162.4, 171.9. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C21H32N3+ 326.2596, found 326.2592.   
  [4,6‐Bis‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐2‐yl]‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐amine (23c). Compound 22b 
(0.055 g, 0.22 mmol) was dissolved in 0.2 mL of 1‐naphthylenemethylamine. The reaction mixture was 
heated in a sealed high‐pressure tube at 95 °C for 16 h. The reaction was cooled and extracted from H2O 
three times with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous 
MgSO4, and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 23c (51 mg, 63%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 
(d, J=6.35 Hz, 12 H), 1.54–1.66 (m, 6 H), 2.55 (distorted t, J=8.06 Hz, 4 H), 5.11 (d, J=5.62 Hz, 2 H), 5.32 
(bt, J=4.39 Hz, 1 H), 6.34 (s, 1 H), 7.42 (dd, J=8.18, 6.96 Hz, 1 H), 7.47–7.55 (m, 3 H), 7.79 (d, J=8.30 Hz, 1 
H), 7.87 (m, 1 H), 8.15 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.7, 28.1, 36.0, 38.0, 43.7, 108.7, 
124.1, 125.6, 125.9, 126.3, 126.4, 128.2, 128.8, 131.8, 134.0, 135.3, 162.2, 171.9. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C25H34N3+ 376.2753, found 376.2757. 
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(4,6‐Distyryl‐pyrimidin‐2‐yl)‐isobutyl‐amine (23d). Compound 22a (0.100 g, 0.31 mmol) was dissolved 
in 10 mL of DMSO, to which 1.5 mL of isobutylamine were added causing the solution to turn a light rust 
color. The reaction mixture was heated in a sealed high‐pressure tube at 138 °C for 1.5 h. The reaction 
was cooled and the solvent and amine removed in vacuo with heating. Direct purification of the residue 
was accomplished with column chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 23d as a bright yellow 
solid in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.04 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.97 (sept, J=6.65 Hz, 
1 H), 3.39 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 5.25 (bs, 1 H), 6.67 (s, 1 H), 6.97 (d, J=15.86 Hz, 2 H), 7.34 (distorted t, 
J=7.29 Hz, 2 H), 7.40 (t, J=7.40 Hz, 4 H), 7.60 (d, J=7.50 Hz, 4 H), 7.79 (d, J=16.08 Hz, 2 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 28.8, 49.3, 107.2, 127.1, 127.7, 129.0, 129.1, 135.8, 136.3, 162.9, 163.7. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C24H26N3+ 356.2127, found 356.2136.    
Benzyl‐(4,6‐distyryl‐pyrimidin‐2‐yl)‐amine (23e). Compound 22a (0.079 g, 0.24 mmol) was dissolved in 
14 mL of DMSO, to which 1.5 mL of benzylamine were added causing the solution to turn a light rust 
color. The reaction mixture was heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 115 °C for 1.5 h, 
producing a yellow solution. The reaction was heated an additional 3.5 h at 125 °C. The reaction was 
cooled and extracted from H2O three times with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with 
brine, dried with MgSO4, and the solvent removed with rotary evaporator. Purification of the residue 
was accomplished with column chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 23e as a bright yellow 
solid (50 mg, 52%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.79 (d, J=5.79 Hz, 2 H), 5.51 (t, J=5.79 Hz, 1 H), 6.71 
(s, 1 H), 6.98 (d, J=15.87 Hz, 2 H), 7.26–7.47 (m, 11 H), 7.59 (d, J=7.50 Hz, 4 H), 7.79 (d, J=15.87 Hz, 2 H). 
13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 45.9, 108.0, 127.0, 127.3, 127.7, 127.9, 128.7, 129.0, 129.2, 135.9, 
136.3, 140.0, 162.6, 163.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C27H24N3+ 390.1970, found 390.1984.     
(4,6‐Distyryl‐pyrimidin‐2‐yl)‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐amine (23f). Compound 22a (0.051 g, 0.16 mmol) 
was dissolved in 10 mL of DMSO, to which 0.2 mL of 1‐naphthylmethylamine was added. The reaction 
mixture was heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 120 °C for 4 h, producing a yellow 
solution. The reaction was cooled and extracted from H2O three times with CH2Cl2. The combined 
organic layers were washed with brine, dried with MgSO4, and the solvent removed with rotary 
evaporator. Purification of the residue was accomplished with column chromatography (25% EtOAc in 
hexanes) to give 23e as a bright yellow solid (46 mg, 66%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 5.23 (d, 
J=5.62 Hz, 2 H), 5.46 (t, J=5.49 Hz, 1 H), 6.72 (s, 1 H), 6.99 (d, J=15.87 Hz, 2 H), 7.33 (t, J=7.20 Hz, 2 H), 
7.39 (t, J=7.45 Hz, 4 H), 7.45 (dd, J=8.30, 7.08 Hz, 1 H), 7.53 (pd, J=7.57, 1.95 Hz, 2 H), 7.58 (d, J=7.32 Hz, 
4 H), 7.61 (d, J=6.84 Hz, 1 H), 7.79 (bs, 1 H), 7.82 (d, J=8.06 Hz, 2 H), 7.90 (distorted dd, J=7.57, 1.95 Hz, 2 
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H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 44.0, 107.9, 124.1, 125.7, 126.0, 126.4, 126.5, 127.0, 127.7, 128.3, 
128.9, 129.0, 129.1, 131.9, 135.1, 135.9, 136.3, 162.5, 163.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C31H26N3+ 
440.2152, found 440.2127.   
(4,6‐Diphenethyl‐pyrimidin‐2‐yl)‐isobutyl‐amine (24a). Compound 23d (0.089 g, 0.25 mmol) was 
dissolved in suspension of 13 mg (0.012 mmol) 10% Pd/C in 20 mL of MeOH, forming a bright yellow 
mixture. The suspension was stirred under 1 atm of H2 for 45 min. producing a clear mixture. The MeOH 
was removed in vacuo and the residue purified with column chromatography (25% EtOAc in hexanes) to 
give 24a (57 mg, 64%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.00 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.90 (sept, J=6.65 Hz, 1 
H), 2.82 (distorted dd, J=10.29, 8.79 Hz, 4 H), 2.98 (distorted dd, J=10.29, 8.79 Hz, 4 H), 3.30 (t, J=6.22 Hz, 
2 H), 5.10 (t, J=5.15 Hz, 1 H), 6.19 (s, 1 H), 7.20 (m, 6 H), 7.29 (m, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
20.5, 28.8, 34.9, 39.6, 49.2, 108.7, 126.2, 128.56, 128.62, 141.7, 162.9, 170.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C24H30N3+ 360.2440, found 360.2435. Anal (C24H29N3) C, H, N.   
Benzyl‐(4,6‐diphenethyl‐pyrimidin‐2‐yl)‐amine (24b). Compound 23e (0.050 g, 0.13 mmol) was 
dissolved in suspension of 17 mg (0.016 mmol) of 10% Pd/C in 10 mL of MeOH forming a bright yellow 
mixture. The suspension was stirred under 1 atm of H2 for 1 h producing a clear mixture. The MeOH was 
removed in vacuo and the residue purified with column chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 
24b (15 mg, 30%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.82 (distorted dd, J=10.50, 9.03 Hz, 4 H), 2.97 
(distorted dd, J=10.01, 8.55 Hz, 4 H), 4.69 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 5.35 (t, J=5.86 Hz, 1 H), 6.22 (s, 1 H), 7.19 
(m, 6 H), 7.27 (m, 5 H), 7.34 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 7.39 (distorted d, J=7.57 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 34.8, 39.6, 45.7, 109.4, 126.2, 127.3, 127.9, 128.58, 128.64, 128.7, 140.0, 141.7, 162.6, 
170.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for C27H28N3+ 394.2283, found 394.2307. Anal. (C27H27N3) C, H, N.     
(4,6‐Diphenethyl‐pyrimidin‐2‐yl)‐naphthalen‐1‐ylmethyl‐amine (24c). Compound 23f (0.050 g, 0.11 
mmol) was dissolved in suspension of 11 mg (0.010 mmol) 10% Pd/C in 10 mL of MeOH and 6 mL of 
CH2Cl2 forming a bright yellow mixture. The suspension was stirred under 1 atm of H2 for 1 h producing a 
clear mixture. The MeOH was removed in vacuo and the residue purified with column chromatography 
(25% EtOAc in hexanes) to give 24b (50 mg, 99%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.85 (distorted t, 
J=8.55 Hz, 4 H), 3.00 (distorted t, J=8.55 Hz, 4 H), 5.15 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 5.35 (t, J=5.62 Hz, 1 H), 6.25 (s, 
1 H), 7.20 (m, 6 H), 7.28 (t, J=7.32 Hz, 4 H), 7.45 (dd, J=8.06, 7.08 Hz, 1 H), 7.54 (m, 3 H), 7.81 (d, J=8.06 
Hz, 1 H), 7.90 (m, 1 H), 8.17 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 34.8, 39.6, 43.7, 109.4, 124.0, 
125.7, 126.0, 126.18, 126.23, 126.4, 128.3, 128.58, 128.64, 128.9, 131.8, 134.0, 135.2, 141.7, 162.5, 
170.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C31H30N3+ 444.2440, found 444.2469. Anal. (C31H29N3) C, H, N. 
 78 
 
N,N',N''‐Triisobutyl‐pyrimidine‐2,4,6‐triamine (25a). 2,4,6‐trichloropyrimidine (0.182 g, 0.11 mmol) was 
added to 4 mL of isobutylamine, producing a violent reaction accompanied by the evolution of light 
smoke. The reaction mixture was heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 115 °C for 43 h. 
The reaction was removed from the heat, allowed to cool to room temperature, and the excess amine 
was removed in vacuo. The resulting residue was extracted from H2O three times with CH2Cl2. The 
combined organic layers were washed with sat. NaHCO3 and brine and dried over anhydrous MgSO4. The 
solvent was removed with a rotary evaporator and purification of the residue was accomplished with 
column chromatography (100% EtOAc) to give 25a (175 mg, 60%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 
(d, J=6.84 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.59 Hz, 12 H), 1.81 (m, 3 H), 2.96 (t, J=6.35 Hz, 4 H), 3.12 (t, J=6.59 Hz, 2 
H), 4.52 (m, 3 H), 4.74 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 20.6, 28.6, 28.8, 49.1, 49.6, 71.6, 
162.4, 164.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H32N5+ 294.2658, found 294.2656. Anal. (C16H31N5) C, H, N. 
N,N',N''‐Tribenzyl‐pyrimidine‐2,4,6‐triamine (25b). 2,4,6‐trichloropyrimidine (0.300 g, 0.16 mmol) was 
added to 3 mL of benzylamine, producing a violent reaction accompanied by the evolution of light 
smoke. This reaction mixture was heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 110 °C for 14 h, 
followed by continued heating at 155 °C for 24, producing a pale yellow solution. The reaction was 
removed from the heat allowed to cool to room temperature and was extracted from 0.1 M aq. HCl 
three times with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with 0.1 M aq. HCl, H2O, and brine 
and dried over anhydrous MgSO4. The solvent was removed with a rotary evaporator leaving an orange 
powder which was purified by recrystallization from EtOAc/hexanes to give 25b as an off‐white powder 
(303 mg, 47%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.35 (d, J=5.79 Hz, 4 H), 4.55 (d, J=5.79 Hz, 2 H), 4.81 (s, 
1 H), 4.97 (bs, 2 H), 5.14 (t, J=5.68 Hz, 1 H), 7.21–7.34 (m, 15 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 45.4, 
45.8, 73.3, 127.0, 127.4, 127.5, 127.7, 128.6, 128.7, 139.2, 140.5, 162.0, 164.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C25H26N5+ 396.2188, found 396.2185. Anal. (C25H25N5) C, H, N.  
2,4,6‐Triisobutoxy‐pyrimidine (25c). Clean Na0 (83 mg, 3.6 mmol) was dissolved in 4 mL of 
isobutylalcohol while heating at 70 °C. The resulting solution was cooled to room temperature and 104 
mg (0.57 mmol) 2,4,6‐trichloropyrimidine dissolved in 0.5 mL of isobutyl alcohol were added with 
stirring, causing the solution to immediately become cloudy. The reaction was stirred at room 
temperature for 1 h and then at 60 °C for 24 h. The reaction was allowed to cool to room temperature, 
extracted from H2O twice with ether and once with CH2Cl2.  The combined organic layers were washed 
with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent and excess alcohol removed with a rotary 
evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (5% EtOAc in hexanes) to give 
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25c (0.151 g, 90%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.96 (d, J=6.65 Hz, 12 H), 0.99 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 
2.03 (sept, J=6.65 Hz, 2 H), 2.11 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 4.02 (d, J=6.86 Hz, 4 H), 4.05 (d, J=6.86 Hz, 2 H), 
5.66 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 19.4, 19.5, 28.0, 28.1, 73.1, 73.9, 83.4, 164.9, 172.8. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H29N2O3+ 297.2178, found 297.2179. Anal. (C16H28N2O3) H, N. C: calcd, 
64.83; found, 65.26.   
2,4,6‐Tris‐benzyloxy‐pyrimidine (25d). Clean Na0 (84 mg, 3.6 mmol) was dissolved in 4 mL of 
benzylalcohol forming a pale yellow solution. To this 104 mg (0.57 mmol) 2,4,6‐trichloropyrimidine 
dissolved in 0.5 mL of benzylalcohol were added with stirring. The reaction was stirred at room 
temperature for 1 h and then at 60 °C for 24 h. The reaction was allowed to cool to room temperature, 
extracted from H2O three times with ether.  The combined organic layers were washed with brine, dried 
over anhydrous MgSO4, and the solvent and excess alcohol removed in vacuo (removal of excess alcohol 
was accomplished with heating at 80 °C). Purification was performed with column chromatography 
(7.5% EtOAc in hexanes) to give 25d (0.190 g, 84%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 5.39 (s, 4 H), 5.42 
(s, 2 H), 5.86 (s, 1 H), 7.31–7.43 (m, 13 H), 7.47 (distorted d, J=6.65 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 68.6, 69.4, 85.0, 128.18, 128.23, 128.3, 128.34, 128.6, 128.7, 136.6, 136.8, 164.3, 172.4. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C25H23N2O3+ 399.1709, found 399.1722. Anal. (C25H22N2O3) C, H, N.   
2,4,6‐Tris‐isobutylsulfanyl‐pyrimidine (25e). To a suspension of 147 mg NaH (3.67 mmol, 60% 
dispersion in mineral oil) in 15 mL of THF, 2‐methyl‐propane‐1‐thiol (0.35 mL, 3.3 mmol) was added 
dropwise and the resulting mixture was stirred for 20 min. To this, 2,4,6‐trichloropyrimidine (0.150 g, 
0.82 mmol) was added. The reaction was stirred 16 h at room temperature, quenched with H2O, and 
extracted three times with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over 
anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished 
with column chromatography (50% CH2Cl2 in hexanes) to give 25e (0.226 g, 94%). 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 1.01 (d, J=6.65 Hz, 12 H), 1.04 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.92 (sept, J=6.65 Hz, 2 H), 1.98 (sept, 
J=6.65 Hz, 1 H), 3.02 (d, J=6.86 Hz, 2 H), 3.03 (d, J=6.86 Hz, 4 H), 6.64 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm 22.1, 22.2, 28.6, 28.7, 37.8, 39.5, 110.8, 168.0, 170.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H29N2S3+ 
345.1493, found 345.1479. Anal. (C16H28N2S3) C, H, N. 
2,4,6‐Tris‐benzylsulfanyl‐pyrimidine (25f). To a suspension of 147 mg NaH (3.67 mmol, 60% dispersion 
in mineral oil) in 15 mL of THF, benzylthiol (0.38 mL, 3.3 mmol) was added dropwise and the resulting 
mixture was stirred for 20 min. To this 2,4,6‐trichloropyrimidine (0.150 g, 0.82 mmol) was added. The 
reaction was stirred 16 h at room temperature, quenched with H2O, and extracted three times with 
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ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the 
solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished by recrystallization from 
EtOAc/hexanes to give 25f in white needle‐like crystals (0.300 g, 82%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
4.37 (s, 4 H), 4.39 (s, 2 H), 6.68 (s, 1 H), 7.23–7.40 (m, 15 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 33.8, 35.4, 
110.6, 127.4, 127.6, 128.77, 128.82, 129.0, 129.1, 137.1, 137.4, 167.6, 170.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C25H23N2S3+ 447.1023, found 447.1019. Anal. (C25H22N2S3) C, H, N.   
2,4‐diisobutylamino‐6‐chloropyrimidine (26). Isobutylamine (1 mL) was added dropwise to 0.337 g (1.8 
mmol) of 2,4,6‐trichloropyrimidine producing a violent reaction accompanied by the evolution of white 
smoke. The resulting mixture was heated in a sealed pressure tube at 75 °C for 1 h. The reaction was 
cooled to room temperature and extracted three times from sat. NaHCO3 solution with CH2Cl2. The 
combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (5% 
EtOAc in hexanes) to give 26 (0.216 g, 45%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 
0.92 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.76–1.88 (m, 2 H), 3.03 (bs, 2 H), 3.15 (t, J=6.35 Hz, 2 H), 4.98 (bs, 1 H), 5.16 (bs, 
1 H), 5.66 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 28.5, 28.6, 49.0, 162.1, 164.4. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C12H22N4Cl+ 257.1533, found 257.1522.  
4‐benzyl‐2,6‐diisobutylamino‐pyrimidine (27a). Compound 26 (64 mg, 0.25 mmol) was dissolved in 3 
mL of benzylamine and heated in a sealed pressure tube at 150 °C for 19 h. The reaction was cooled and 
the excess benzyl amine removed in vacuo. The resulting residue was extracted from 0.5 M aq. HCl with 
EtOAc three times. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, 
and the solvent removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (100% EtOAc) to give 27a (35 mg, 43%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, 
J=6.59 Hz, 6 H), 0.93 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.74–1.85 (m, 2 H), 2.93 (t, J=6.23 Hz, 2 H), 3.14 (t, J=6.35 Hz, 2 
H), 4.42 (d, J=5.62 Hz, 2 H), 4.50 (bs, 1 H), 4.58 (bt, J=4.64 Hz, 1 H), 4.77 (s, 1 H), 4.79 (bs, 1 H), 7.24–7.35 
(m, 5 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C19H30N5+ 328.2501, found 328.2513.  
4‐isobutoxy‐2,6‐diisobutylamino‐pyrimidine (27b). NaH (60% dispersion in mineral oil, 24 mg, 0.59 
mmol) was added to 2 mL isobutanol and stirred at room temperature until emission of bubbles had 
ceased and a clear solution had formed. Compound 26 (51 mg, 0.20 mmol) was dissolved in 1 mL 
isobutanol and added to the alcohol/alkoxide solution dropwise, immediately forming a yellow solution. 
The reaction mixture was heated at 125 °C for 3 days, allowed to cool to room temperature, and 
extracted from saturated NH4Cl solution with CHCl3 three times. The combined organic phases were 
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washed with brine, dried over MgSO4 and the solvent removed with a rotary evaporator. Flash 
chromatography (10% EtOAc in CH2Cl2) of the residue produced 27b in quantitative yield. 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 0.97 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.83 (m, 2 
H), 2.02 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.97 (t, J=6.35 Hz, 2 H), 3.16 (t, J=6.35 Hz, 2 H), 3.94 (d, J=6.59 Hz, 2 H), 
4.61 (bs, 1 H), 4.72 (t, J=5.62 Hz, 1 H), 5.06 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 19.5, 20.51, 20.53, 
28.3, 28.5, 28.8, 49.2, 49.6, 72.1, 75.0, 162.4, 165.5, 171.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H31N4O+ 
295.2498, found 295.2497.   
4‐isobutylsulfanyl‐2,6‐diisobutylamino‐pyrimidine (27c). To a suspension of 35 mg NaH (0.88 mmol, 
60% dispersion in mineral oil) in 3 mL of THF, 2‐methyl‐propane‐1‐thiol (96 L, 0.88 mmol) was added 
dropwise and the resulting mixture was stirred for 20 min. To this compound 26 (76 mg, 0.29 mmol) 
dissolved in 1 mL THF was added. The reaction was heated at 125 °C with stirring for 2 days. At this 
point, due to incomplete consumption of starting material (as shown by TLC), addition thiol was added 
(96 mL, 0.88 mmol), and the reaction was again heated at 125 °C for an additional day. The reaction 
mixture was allowed to cool and then extracted from saturated NH4Cl solution with CHCl3 three times. 
The combined organic phases were washed with brine, dried over MgSO4 and the solvent removed with 
a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc in CH2Cl2) 
to give 27c (57 mg, 64%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.84 Hz, 6 
H), 1.02 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.84 (m, 2 H), 1.93 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.96 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 3.00 (bs, 2 
H), 3.18 (t, J=6.47 Hz, 2 H), 4.55 (bs, 1 H), 4.77 (bs, 1 H), 5.59 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
20.48, 20.51, 22.2, 28.6, 28.8, 29.1, 37.8, 49.2, 49.3, 162.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H31N4S+ 
311.2269, found 311.2261.  
2,4‐diisobutylamino‐pyrimidine (27d). Compound 26 (0.035 g, 0.14 mmol) was dissolved in a 
suspension of 3 mL MeOH, 23 L Et3N, and 24 mg (0.022 mmol) 10% Pd/C. The suspension was stirred 
under 1 atm of H2 for 24 h. The reaction was filtered using a 2 m syringe filter and the solvent removed 
using a rotary evaporator. The residue was extracted three times from H2O with CH2Cl2. The combined 
organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed in vacuo. 
Purification was accomplished with column chromatography (5% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 
27d (19 mg, 63%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.95 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 0.95 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 
1.80–1.90 (m, 2 H), 3.07 (bs, 2 H), 3.17 (dd, J=6.71, 5.98 Hz, 2 H), 4.73 (bs, 1 H), 4.86 (s, 1 H), 5.66 (d, 
J=5.86 Hz, 1 H), 7.81 (bs, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.47, 20.51, 28.6, 28.7, 49.1, 156.3, 
162.6, 163.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C12H23N4+ 223.1923, found 223.1915.    
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4‐isobutylsulfonyl‐2,6‐diisobutylamino‐pyrimidine (28). Compound 27c (40 mg, 0.13 mmol), di‐tert‐
butyl dicarbonate (0.33 g, 1.5 mmol), and 4‐(dimethylamino)pyridine (20 mg, 0.16 mmol) were heated 
with stirring at 60 °C for 30 minutes, then allowed to sit overnight at room temperature. The product 
mixture was separated from the unreacted Boc anhydride with column chromatography on silica (10% 
EtOAc in hexanes). 1H NMR and ESI‐MS both suggested a mixture of the mono and di‐protected 
pyrimidines were formed in a ratio of approximately 1:4. Both of the protected products were dissolved 
in 1.5 mL CHCl3 and mCPBA (77%, 81 mg, 0.36 mmol), and allowed to sit for 2 days at room temperature. 
Solvent was removed in vacuo, and the crude reaction mixture was redissolved in 3 mL of CHCl3. To this 
mixture 3 mL of TFA were added dropwise, and the reaction was allowed to stir at room temperature for 
45 min. The solvent and TFA were removed in vacuo, and the residue was purified by column 
chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 28 (16 mg, 37%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3) 
 ppm  0.94 (d, J=6.84 Hz, 12 H), 1.08 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.87 (m, 2 H), 2.30 (sept, J=6.59 Hz , 1 H), 3.17 
(m, 6 H), 5.07 (bs, 1 H), 5.19 (bs, 1 H), 6.36 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.4, 20.5, 22.9, 
23.9, 28.4, 28.6, 28.7, 49.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H31N4O2S+ 343.2168, found 343.2174. 
N2,N4‐dimethyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐isopentyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (29a). N‐methylisobutylamine 
(1 mL) was added dropwise to 12b (0.055 g, 0.22 mmol), causing the immediate formation of a 
precipitate. The reaction mixture was stirred in a sealed high‐pressure tube at 80 °C for 16h, allowed to 
cool to room temperature, and extracted three times from aq. NaHCO3 with CH2Cl2. The combined 
organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed in vacuo. 
Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 29a (25 mg, 
31%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 (d, J=6.65 Hz, 12 H), 0.92 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.52–1.66 (m, 3 
H), 2.06 (nonet, J=6.86 Hz, 2 H), 2.45 (t, J=7.93 Hz, 2 H), 2.99 (s, 3 H), 3.12 (s, 3 H), 3.28 (d, J=6.22 Hz, 2 
H), 3.39 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 5.57 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.58, 20.63, 22.8, 27.7, 27.8, 
28.0, 36.2, 36.5, 36.7, 38.1, 57.0, 57.2, 89.6, 162.2, 163.2, 169.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C19H37N4+ 
321.3018, found 321.3014.    
N2,N4‐dimethyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐styryl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (29b). Compound 1 (0.100 g, 0.40 
mmol) was dissolved in 1.5 mL of N‐methylisobutylamine and heated with stirring in a sealed high‐
pressure tube at 100 °C for 17 h. The reaction was allowed to cool to room temperature and the excess 
amine removed in vacuo. The resulting residue was extracted three times from H2O with CH2Cl2. The 
combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed by rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc 
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in hexanes) to give 29b (129 mg, 92%). (Note: product decomposes under ambient conditions.)  1H NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.95 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 2.05–2.20 (m, 2 H), 3.06 (s, 3 H), 
3.23 (s, 3 H), 3.34 (bd, J=4.88 Hz, 2 H), 3.46 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 5.79 (s, 1 H), 6.89 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 
7.28 (t, J=7.32 Hz, 1 H), 7.36 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 7.57 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.75 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 20.7, 27.76, 27.79, 36.3, 36.8, 57.2, 57.3, 91.3, 127.4, 128.2, 128.8, 
128.9, 133.1, 137.2, 161.0, 162.1, 163.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for C22H33N4+ 353.2705, found 353.2701.    
N2,N4‐dimethyl‐N2,N4‐diisobutyl‐6‐[(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐2,4‐yl]‐diamine (29c). 
Compound 12c (0.027 g, 0.09 mmol) was dissolved in 1 mL of N‐methylisobutylamine and heated with 
stirring in a sealed high‐pressure tube at 100 °C for 17 h. The reaction was allowed to cool to room 
temperature and the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was extracted three times 
from H2O with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous 
MgSO4, and the solvent removed by rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (25% EtOAc in hexanes) to give 29c (32 mg, 88%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 
(d, J=6.65 Hz, 6 H), 0.95 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 2.02 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.15 (sept, J=6.86 Hz, 1 H), 2.88 (t, 
J=7.93 Hz, 2 H), 2.98 (s, 3 H), 3.20 (s, 3 H), 3.28 (bs, 2 H), 3.48 (m, 4 H), 5.55 (s, 1 H) 7.39 (m, 2 H), 7.46–
7.55 (m, 2 H), 7.71 (dd, J=7.07, 2.36 Hz, 1 H), 7.86 (d, J=7.29 Hz, 1 H), 8.24 (d, J=8.36 Hz, 1 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 20.6, 20.7, 27.76, 27.81, 32.4, 36.3, 36.7, 39.6, 57.2, 57.3, 90.0, 124.3, 125.6, 
125.8, 125.9, 126.1, 126.7, 128.9, 132.2, 134.1, 138.8, 162.3 163.2, 168.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C26H37N4+ 405.3018, found 405.3024.      
N2,N4‐dimethyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐phenethyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (30). Compound 29b  (0.075 g, 
0.21 mmol) was dissolved in a suspension of 10 mg (0.009 mmol) 10% Pd/C in 4 mL MeOH. The reaction 
was stirred under 1 atm of H2 for 1.5 h. The solvent was removed in vacuo and residue was purified 
directly by column chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 30 (65 mg, 86%). 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.93 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 2.03 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.11 (sept, 
J=6.84 Hz, 1 H), 2.78 (distorted t, J=7.57 Hz, 2 H), 2.99 (s, 3 H), 3.03 (distorted dd, J=10.25, 8.30 Hz, 2 H), 
3.16 (s, 3 H), 3.28 (bs, 2 H), 3.43 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 5.54 (s, 1 H), 7.18 (t, J=7.08 Hz, 1 H), 7.27 (m, 4 H). 
13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.55, 20.65, 27.71, 27.74, 35.0, 36.3, 36.7, 40.2, 57.1, 57.2, 90.1, 
125.8, 128.4, 128.7, 142.6, 162.2, 163.1, 168.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C22H33N4+ 353.2705, found 
353.2690.      
[4‐Chloro‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐2‐yl]‐isobutyl‐methyl‐amine (31a0). Formed as a byproduct 
from the synthesis of 29a (10 mg, 15%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.43 Hz, 12 H), 1.51–
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1.65 (m, 3 H), 2.04 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.54 (m, 2 H), 3.06 (bs, 3 H), 3.39 (bs, 2 H), 6.11 (s, 1 H). HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C14H25N3Cl+ 270.1737, found 270.1746.    
N2‐dimethyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐isopentyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (31a). Compound 31a0 (10 mg, 
0.037 mmol) of was dissolved in 2 mL isobutylamine and heated with stirring in a sealed high‐pressure 
tube at 95 °C for 40 h. The reaction mixture was allowed to cool to room temperature and the excess 
amine was removed in vacuo. The residue was extracted three times from sat. NaHCO3 solution with 
CH2Cl2. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the 
solvent removed in vacuo. Purification was accomplished with column chromatography (100% EtOAc) to 
give 31a (2 mg, 22%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (m, 18 H), 1.49–1.65 (m, 3 H), 1.87 (sept, 
J=6.65 Hz, 1 H), 2.05 (sept, J=7.07 Hz, 1 H), 2.40 (m, 2 H), 3.01 (s, 3 H), 3.18 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 3.29 (bs, 2 
H), 4.89 (bs, 1 H), 5.60 (s, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C18H35N4+ 307.2826, found 307.2856.    
Isobutyl‐[2‐(isobutyl‐methyl‐amino)‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester (31b0). 
Compound 7a (0.063 g, 0.16 mmol) was dissolved in 1.5 mL of N‐methylisobutylamine and heated with 
stirring in a sealed high‐pressure tube at 100 °C for 16 h. The reaction was allowed to cool to room 
temperature and the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was extracted three times 
from H2O with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous 
MgSO4, and the solvent removed by rotary evaporator. Purification was accomplished with column 
chromatography (CH2Cl2 followed by 10% EtOAc in hexanes) to give 31b0 (32 mg, 45%). 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 0.93 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.56 (s, 9 H), 2.11 (m, 2 H), 3.21 (s, 3 
H), 3.45 (d, J=7.08 Hz, 2 H), 3.87 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 6.95 (d, J=15.63 Hz, 1 H), 7.17 (s, 1 H), 7.29 (t, J=7.32 
Hz, 1 H), 7.37 (t, J=7.45 Hz, 2 H), 7.56 (d, J=7.57 Hz, 2 H), 7.76 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 20.5, 20.6, 27.6, 28.2, 28.5, 36.4, 52.3, 57.2, 81.7, 100.9, 127.6, 128.3, 128.6, 128.9, 134.4, 
136.8, 154.4, 161.7, 161.8, 162.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H39N4O2+ 439.3073, found 439.3076.    
N2‐methyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐styryl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (31b). Compound 31b0 (0.032 g, 0.073 
mmol) was dissolved in 1.5 mL CH2Cl2 and to this solution 1.5 mL of TFA was added dropwise with 
stirring. The reaction was allowed to stir at room temperature for 2.5 h. The solvent was removed in 
vacuo, and the resulting residue was directly purified by column chromatography (5% EtOAc and 1% TEA 
in hexanes) to give 31b in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 
0.97 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.90 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.12 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 3.15 (bs, 2 H), 3.19 (s, 3 
H), 3.45 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 4.64 (bs, 1 H), 5.67 (s, 1 H), 6.83 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.28 (t, J=7.32 Hz, 1 H), 
7.35 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 7.55 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.71 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
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ppm 20.57, 20.64, 27.7, 28.8, 36.3, 49.2, 57.1, 127.5, 128.37, 128.43, 128.8, 133.5, 162.4. HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C21H31N4+ 339.2549, found 339.2542.    
N2,N4‐methyl‐N2,N4‐diisobutyl‐6‐[(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐2,4‐yl]‐diamine (31c). Compound 
16e (0.019 g, 0.044 mmol) was dissolved in 1.5 mL of N‐methylisobutylamine and heated with stirring in 
a sealed high‐pressure tube at 100 °C for 16 h. The reaction was allowed to cool to room temperature 
and the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was extracted three times from H2O with 
ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the 
solvent removed by rotary evaporator. The resulting residue was dissolved in 1.5 mL CH2Cl2, and to this 
solution 1.5 mL of TFA were added dropwise with stirring. The reaction was allowed to stir at room 
temperature for 1 h, the solvent removed in vacuo, and the resulting residue was purified directly by 
column chromatography (25% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 31c (10 mg, 57%). 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.85 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.12 
(sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.85 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 3.07 (bs, 2 H), 3.17 (s, 3 H), 3.46 (m, 4 H), 4.53 
(bs, 1 H), 5.46 (s, 1 H), 7.38 (m, 2 H), 7.45–7.54 (m, 2 H), 7.71 (d, J=7.81 Hz, 1 H), 7.85 (d, J=7.32 Hz, 1 H), 
8.21 (d, J=8.55 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.55, 20.62, 27.7, 28.7, 32.2, 36.2, 39.2, 49.1, 
57.0, 110.0, 124.2, 125.6, 125.8, 126.0, 126.1, 126.8, 128.9, 132.1, 134.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C25H35N4+ 391.2862, found 391.2857.    
N2‐methyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐phenethyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (32). Compound 31b  (0.022 g, 
0.064 mmol) was dissolved in a suspension of 16 mg (0.015 mmol) 10% Pd/C in 4 mL MeOH. The 
reaction was stirred under 1 atm of H2 for 45 min. The solvent was removed in vacuo and residue was 
purified directly by column chromatography (10% EtOAc in hexanes) to give 32 (16 mg, 73%). 1H NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.85 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.07 
(sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.74 (bt, J=6.84 Hz, 2 H), 3.00 (dd, J=9.28, 6.84 Hz, 2 H), 3.06 (bs, 2 H), 3.12 (s, 3 H), 
3.42 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 4.52 (bs, 1 H), 5.44 (s, 1 H), 7.17 (t, J=7.20 Hz, 1 H), 7.22 (distorted d, J=6.84 Hz, 2 
H), 7.27 (t, J=7.57 Hz, 2 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C21H33N4+ 341.2705, found 341.2705.  
[2‐Chloro‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐methyl‐amine (33a). Formed as a byproduct from 
the synthesis of 29a (15 mg, 22%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm  0.89 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.92 (d, 
J=6.35 Hz, 6 H), 1.52–1.63 (m, 3 H), 2.06 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.52 (distorted t, J=7.57 Hz, 2 H), 3.13 (s, 
3 H), 3.44 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 6.32 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 22.6, 27.4, 27.8, 35.8, 
36.3, 37.4, 56.9, 107.0, 160.7, 162.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C25H25N3Cl+ 270.1737, found 270.1730.   
 86 
 
(2‐Chloro‐6‐styryl‐pyrimidin‐4‐yl)‐isobutyl‐methyl‐amine (33b). Compound 1 (50 mg, 0.20 mmol) and 
K2CO3 (82 mg, 0.60 mmol) were mixed in 2.5 mL of DMF. To this suspsension, 24 L (0.20 mmol) of N‐
methylisobutylamine were added with stirring at room temperature. Consumption of starting material 
was observed by TLC after 3 h. The reaction mixture was diluted with H2O and extracted three times 
with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent 
removed by rotary evaporator. Purification of the residue by column chromatography (CH2Cl2 followed 
by 10% EtOAc in hexanes) afforded 33b (50 mg, 84%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (d, J=6.35 
Hz, 6 H), 2.08 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 3.11 (bs, 3 H), 3.42 (bs, 2 H), 6.25 (s, 1 H), 6.88 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 
7.32 (t, J=7.20 Hz, 1 H), 7.37 (t, J=7.32 Hz, 2 H), 7.56 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.80 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 27.5, 37.1, 125.6, 127.7, 129.0, 129.2, 136.1, 136.3 164.1. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C17H21N3Cl+ 302.1424, found 302.1421.  
[2‐Chloro‐6‐(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐methyl‐amine (33c). Compound 12c (16 
mg, 0.053 mmol) and K2CO3 (22 mg, 0.16 mmol) were mixed in 2.5 mL of DMF. To this suspsension 7 L 
(0.053 mmol) of N‐methylisobutylamine were added with stirring at room temperature for 16 h. The 
reaction mixture was diluted with H2O and extracted three times with ether. The combined organic 
layers were washed with brine, dried over MgSO4, and the solvent removed by rotary evaporator. 
Purification of the residue by column chromatography (CH2Cl2) afforded 33c (12 mg, 62%). 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 0.82 (bs, 6 H), 2.97 (bs, 3 H), 3.00 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 3.47 (t, J=7.69 Hz, 2 H), 5.81 (s, 1 
H), 7.27 (d, J=7.08 Hz, 1 H), 7.36 (t, J=7.81 Hz, 1 H), 7.50 (m, 2 H), 7.71 (d, J=8.30 Hz, 1 H), 7.85 (d, J=7.57 
Hz, 1 H), 8.07 (d, J=8.30 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.2, 27.2, 32.1, 38.9, 123.9, 125.70, 
125.73, 126.2, 126.6, 127.1, 129.0, 132.0, 134.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C21H25N3Cl+ 354.1737, found 
354.1737.    
N4‐methyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐isopentyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (34a). Compound 33a (15 mg, 0.055 
mmol) was dissolved in 2 mL of isobutylamine and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 
95 °C for 40 h. The reaction was allowed to cool to room temperature and the excess amine removed in 
vacuo. The resulting residue was extracted three times from sat. NaHCO3 solution with CH2Cl2. The 
combined organic layers were washed with H2O and brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed by rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc 
in hexanes) to give 34a (10 mg, 61%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.88 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 0.91 (d, 
J=6.43 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.50–1.60 (m, 3 H), 1.86 (sept, J=6.65 Hz, 1 H), 2.05 (sept, J=6.86 
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Hz, 1 H), 2.42 (distorted t, J=7.93 Hz, 2 H), 3.08 (bs, 2 H), 3.09 (s, 3 H), 3.39 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 4.50 (bs, 1 
H), 5.47 (s, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C18H35N4+ 307.2862, found 307.2876.    
N4‐methyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐styryl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (34b). Compound 33b (0.050 g, 0.17 
mmol) was dissolved in 2.5 mL of isobutylamine and heated with stirring in a sealed high‐pressure tube 
at 100 °C for 24 h. The reaction was allowed to cool to room temperature and the excess amine 
removed in vacuo. Purification was accomplished with column chromatography (5% EtOAc and 1% TEA 
in hexanes) to give 34b (27 mg, 47%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1H 0.92 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.98 
(d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.91 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.08 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 3.06 (s, 3 H), 3.25 (t, J=6.35 Hz, 
2 H), 3.33 (bs, 2 H), 4.93 (bs, 1 H), 5.83 (s, 1 H), 6.85 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.28 (t, J=7.32 Hz, 1 H), 7.35 (t, 
J=7.57 Hz, 2 H), 7.55 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.66 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 
20.6, 27.8, 28.9, 36.8, 49.4, 57.3, 92.2, 127.4, 128.1, 128.4, 128.8, 133.5, 136.9, 162.5, 163.8. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C21H31N4+ 339.2549, found 339.2562.    
N4‐methyl‐N2,N4‐diisobutyl‐6‐[(2‐naphthalen‐1‐yl‐ethyl)‐pyrimidin‐2,4‐yl]‐diamine (34c). Compound 
33c (0.012 g, 0.03 mmol) was dissolved in 4 mL of isobutylamine and heated with stirring in a sealed 
high‐pressure tube at 95 °C for 20 h. The reaction was allowed to cool to room temperature and the 
excess amine removed in vacuo. The resulting residue was extracted three times from H2O with CH2Cl2. 
The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed by rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% EtOAc 
and 1% TEA in hexanes) to give 34c (3 mg, 21%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.86 (d, J=6.59 Hz, 6 
H), 0.98 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.87–2.03 (m, 2 H), 2.86 (m, 2 H), 2.97 (s, 3 H), 3.24 (t, J=6.35 Hz, 4 H), 3.44 
(distorted t, J=8.30 Hz, 2 H), 5.03 (bs, 1 H), 5.52 (s, 1 H), 7.37 (m, 2 H), 7.45–7.54 (m, 2 H), 7.71 (d, J=7.57 
Hz, 1 H), 7.85 (dd, J=7.93, 1.34 Hz, 1 H), 8.15 (d, J=8.30 Hz, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C25H35N4+ 
391.2862, found 391.2863.      
N4‐dimethyl‐N2,N4‐diisobutyl‐(6‐phenethyl‐pyrimidin‐2,4‐yl)‐diamine (35). Compound 34b  (0.016 g, 
0.05 mmol) was dissolved in a suspension of 10 mg (0.009 mmol) 10% Pd/C in 2 mL MeOH. The reaction 
was stirred under 1 atm of H2 for 45 min. The solvent was removed in vacuo and residue was purified 
directly by column chromatography (10% EtOAc and 1% TEA in hexanes) to give 35 (14 mg, 85%). 1H 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.88 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.96 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.88 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 
2.00 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.72 (m, 2 H), 2.97 (m, 5 H), 3.21 (t, J=6.47 Hz, 2 H), 3.26 (bs, 2 H), 4.92 (bs, 1 
H), 5.55 (s, 1 H), 7.18 (t, J=7.20 Hz, 1 H), 7.22 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 7.27 (t, J=7.57 Hz, 2 H). 13C NMR (500 
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MHz, CDCl3)  ppm 20.5, 20.6, 27.7, 28.8, 35.4, 36.7, 40.0, 49.4, 57.2, 91.3, 126.0, 128.5, 128.7, 142.1, 
162.3, 163.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C21H33N4+ 341.2705, found 341.2713.      
Isobutyl‐[2‐isobutylsulfanyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl ester (36b). To 
a suspension of 45 mg (1.1 mmol,) NaH (60% dispersion in mineral oil) in 3 mL of THF, 2‐methyl‐
propane‐1‐thiol (122 L, 1.1 mmol) was added dropwise and the resulting mixture was stirred for 15 
min. To this mixture, 16b (0.040 g, 0.11 mmol) was added dissolved in 1 mL THF. The reaction was 
stirred 16 h at room temperature, quenched with H2O, and extracted three times with ether. The 
combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent 
removed with a rotary evaporator. Purification was accomplished with column chromatography (10% 
EtOAc in hexanes) to give 36b (0.036 g, 78%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.88 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 
0.92 (d, J=5.86 Hz, 6 H), 1.04 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.54 (s, 9 H), 1.58 (bs, 3 H), 1.95 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 
2.04 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.62 (bt, J=7.32 Hz, 2 H), 3.00 (d, J=6.35 Hz, 2 H), 3.89 (d, J=7.57 Hz, 2 H), 7.44 
(s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 22.3, 22.7, 28.1, 28.3, 28.4, 28.7, 36.3, 38.1, 39.5, 52.2, 
82.3, 107.4, 154.0, 160.7, 170.3, 171.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C16H29N2S3+ 345.1493, found 345.1479.  
[2‐Isobutoxy‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐isobutyl‐amine (37a). NaH (60% dispersion in mineral 
oil, 34 mg, 0.85 mmol) was added to 3 mL of isobutanol and stirred for 30 minutes at room temperature. 
To this solution, 28 mg (0.078 mmol) of 16b dissolved in 3 mL of isobutanol were added. The resulting 
solution was heated with stirring in a sealed high‐pressure tube at 100 °C for 4 h. The solution was 
allowed to cool to room temperature and stirred an additional 16 h. Extraction of the reaction mixture 
was performed three times from H2O with ether, and the combined organic layers were washed with 
brine, dried over MgSO4, and the solvent removed by rotary evaporator. The resulting residue was 
dissolved in 2 mL CH2Cl2 and 2 mL of TFA were added with stirring. The reaction was stirred for 1.5 h at 
room temperature and the solvent was removed in vacuo. Purification of the residue was accomplished 
with column chromatography (10% EtOAc and 2% TEA in hexanes) to give 37a (22 mg, 98%). 1H NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 0.96 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.00 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.51–
1.64 (m, 3 H), 1.86 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.08 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.50 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 
3.09 (bs, 2 H), 4.02 (d, J=6.84 Hz, 2 H), 4.90 (bs, 1 H), 5.81 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 19.6, 
20.5, 22.7, 28.16, 28.18, 28.6, 37.9, 73.3, 165.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H32N3O+ 294.2545, found 
294.2538.    
Isobutyl‐[2‐isobutylsulfanyl‐6‐(3‐methyl‐butyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐amine (37b). Compound 36b (18 mg, 
0.043 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2, to which 2 mL of TFA were added with stirring. The reaction 
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was stirred for 1.5 h at room temperature and the solvent was removed in vacuo. Purification of the 
residue was accomplished with column chromatography (10% EtOAc and 2% TEA in hexanes) to give 37b 
in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 0.95 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 
1.02 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.47–1.61 (m, 3 H), 1.86–2.01 (m, 2 H), 2.52 (distorted t, J=7.81 Hz, 2 H), 3.01 (d, 
J=6.59 Hz, 2 H), 3.22 (bs, 2 H), 6.09 (bs, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H32N3S+ 310.2317, found 
310.2309.  
Isobutyl‐[6‐(3‐methyl‐butyl)‐2‐(2‐methyl‐propane‐1‐sulfonyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐carbamic acid tert‐butyl 
ester (38). From the procedure described by Hurst, et al.11,12 mCPBA (77%, 27 mg, 0.12 mmol) and 20 mg 
of 36b were dissolved in 2 mL of CHCl3 and mixed well. The solution was then allowed to stand at room 
temperature for 16 hours. 20 mL of CHCl3 was added and the solution was washed 3 times with sat. 
NaHCO3 sol. The aqueous layers were extracted twice with CHCl3 and the combined organic layers were 
washed with sat. NaCl sol. and dried over MgSO4. The solvent was removed in vacuo, and 
chromatography of the residue (10% EtOAc in hexanes) gave 38 (9 mg, 40%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 0.91 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 0.94 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.10 (d, J=6.84 Hz, 6 H), 1.57 (s, 9 H), 1.59–1.67 (m, 
3 H), 2.07 (sept, J=6.84 Hz, 1 H), 2.37 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.80 (m, 2 H), 3.39 (d, J=6.59 Hz, 2 H), 3.94 
(d, J=7.32 Hz, 2 H), 8.05 (s, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3) ppm 20.4, 22.6, 23.0, 24.1, 28.18, 28.24, 
28.3, 36.3, 38.1, 52.8, 58.4, 83.4, 113.3, 153.7, 161.8, 164.5, 173.6. 
Isobutyl‐[6‐(3‐methyl‐butyl)‐2‐(2‐methyl‐propane‐1‐sulfonyl)‐pyrimidin‐4‐yl]‐amine (39). Compound 
38 (9 mg, 0.019 mmol) was dissolved in 2 mL CH2Cl2, to which 2 mL of TFA were added with stirring. The 
reaction was stirred for 2.5 h at room temperature and the solvent was removed in vacuo. Purification 
of the residue was accomplished with column chromatography (25% EtOAc and 2% TEA in hexanes) to 
give 39 in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.35 Hz, 6 H), 0.99 (d, J=6.59 Hz, 
6 H), 1.10 (d, J=6.59 Hz, 6 H), 1.54–1.65 (m, 3 H), 1.89 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 2.37 (sept, J=6.59 Hz, 1 H), 
2.66 (distorted t, J=8.06 Hz, 2 H), 3.06 (bs, 2 H), 3.37 (d, J=6.35 Hz, 2 H), 5.55 (bs, 1 H), 6.23 (s, 1 H). 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C17H32N3O2S+ 342.2215, found 342.2209.    
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Purity analysis of all active and select inactive compounds 
Cmpd # % C (calcd) % C (found)a % H (calcd) % H (found)a % N (calcd) % N (found)a 
2a 74.03 73.44 8.70 8.78 17.27 16.82 
2c 73.59 73.53 8.03 8.41 8.58 8.54 
2d 79.16 79.10 5.62 5.67 7.10 7.17 
3a HPLC Analysis: 96.4% 
3c 73.14 73.39 8.59 8.58 8.53 8.44 
5a 78.76 78.22 6.10 5.84 7.07 7.07 
8b HPLC Analysis: 93.5% (cis and trans isomers)  
10a HPLC Analysis: 98.7% (cis and trans isomers) 
10c HPLC Analysis: 94.8% (cis and trans isomers) 
11a HPLC Analysis: 90.6% 
11c HPLC Analysis: 98.2% 
13a HPLC Analysis: 98.7% 
13b HPLC Analysis: 96.5% 
13c 76.63 77.36 7.83 7.58 15.54 15.23 
13e 69.35 69.86 10.27 10.05 9.51 9.41 
13f 76.21 76.53 7.23 7.15 7.73 7.80 
13i HPLC Analysis: 96.8% 
18a HPLC Analysis: 98.6% 
18b HPLC Analysis: 97.5%  
18c HPLC Analysis: 95.18% 
18d HPLC Analysis: 95.9% 
18f HPLC Analysis: 94.9% 
24a 80.18 80.00 8.13 8.08 11.69 11.62 
24b 82.41 82.21 6.92 6.92 10.68 10.49 
24c 83.94 83.76 6.59 6.62 9.47 9.66 
25a 65.49 65.75 10.55 10.57 23.87 24.28 
25b 75.92 75.65 6.37 6.30 17.71 17.44 
25c 64.83 65.26 9.52 9.68 9.45 9.44 
25d 75.36 75.22 5.57 5.49 7.03 7.05 
25e 55.77 56.38 8.19 8.08 8.13 7.98 
25f 67.23 67.06 4.96 4.85 6.27 6.30 
27a HPLC Analysis: 99.3% 
31a HPLC Analysis: 93.6% 
34c HPLC Analysis: 94.5% 
35 HPLC Analysis: 97.8% 
37a HPLC Analysis: 93.4% 
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aaverage of two experiments 
   
Biological Methods 
TR‐FRET CBI Assay. Purified ER‐417, labeled site‐specifically with maleimide‐biotin (Quanta BioDesign) 
and SRC‐3‐NRD, labeled non‐specifically through cysteine residues with iodoacetamide‐fluorescein 
(Invitrogen), were used in the time‐resolved FRET assays.22  A 5‐µL volume of a stock solution mix of 
ER‐417 (8 nM), estradiol (4 µM), and LanthaScreen™ Streptavidin‐Terbium (Invitrogen) (2 nM) in TR‐
FRET buffer (20 mM Tris, pH 7.5, 0.01% NP40, 50 mM NaCl) were placed in separate wells of a black 96‐
well Molecular Devices HE high efficiency microplate (Molecular Devices, Inc., Sunnyvale, CA). In a 
second 96‐well Nunc polypropylene plate (Nalge Nunc International, Rochester, NY), a 0.02 M solution 
of each coactivator binding inhibitor was serially diluted in a 1:10 fashion into DMF. Each concentration 
of coactivator binding inhibitor or vehicle was then diluted 1:10 into TR‐FRET buffer, and 10 µL of this 
solution was added to the stock ER solution in the 96‐well plate. After a twenty‐minute incubation, 5 
µL of 200 nM fluorescein‐SRC‐3‐NRD was added to each well. This mixture was allowed to incubate for 1 
h at room temperature in the dark. TR‐FRET was measured using an excitation filter at 340/10 nm, and 
emission filters for terbium and fluorescein at 495/20 and 520/25 nm, respectively. The final 
concentrations of the reagents were as follows: ER‐417 (2 nM), streptavidin‐terbium (0.5 nM), 
estradiol (1 µM), coactivator binding inhibitor (0‐1 mM), SRC‐3‐NRD (50 nM).  
Luciferase Reporter Gene Assay. Human endometrial cancer (HEC‐1) cells were maintained in culture 
and transfected in 24 well plates as previously described.23  HBSS (50 µL/well), Holo‐transferrin (Sigma 
T1408) (20 µL/well), and lipofectin (Invitrogen #18292‐011) (5 µL/well) were incubated together at room 
temperature for 5 minutes. A DNA mixture containing 200 ng of pCMVβ‐galactosidase as an internal 
control, 500 ng of the estrogen responsive reporter gene plasmid 2ERE Luc, and 100 ng of full‐length ER 
alpha expression vector with 75 µL HBSS per well was added to the first mixture and allowed to incubate 
for 20 minutes at room temperature. After changing the cell media to Opti‐MEM (350 µL/well), 150 µL 
of the transfection mixture was added to each well. The cells were incubated at 37 °C in a 5% CO2 
containing incubator for 6 h before the medium was replaced with fresh medium containing 5% 
charcoal‐dextran‐treated calf serum and the desired concentrations of ligands. Luciferase reporter gene 
activity was assayed 24 h after ligand addition as described.23 
In the initial screen, compounds were assayed in a dose‐response format at concentrations ranging from 
20 µM to 0.6 µM; their inhibitory potential was determined by performing the assay in the presence of 
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10‐9 M estradiol (E2). Upon validation of antagonistic activity, mechanism of action was examined by 
repeating the compound titration in the presence of both 10‐7 and 10‐9 M E2 with an expectation that 
changing the concentration of E2 100‐fold would not change the IC50 of true coactivator binding 
inhibitors.  
Estrogen Receptor‐Relative Binding Affinity Assay. Relative binding affinities were determined using a 
modification of a competitive radiometric binding assay as previously described, using 2 nM 
[3H]estradiol as tracer ([2,4,6,7‐3H]estra‐1,3,5[10]‐triene‐3,17‐diol, 84‐85 Ci/mmol, Amersham/GE 
Health Care, Piscataway, NJ); purified full‐length human ER and ER were purchased from 
PanVera/Invitrogen (Carlsbad, CA). Incubations were conducted for 18‐24 hr at 0 °C. Hydroxyapatite 
(BioRad, Hercules, CA) was used to absorb the receptor‐ligand complexes, and free ligand was washed 
away. The binding affinities are expressed as relative binding affinity (RBA) values with the RBA of 
estradiol set to 100%. Estradiol binds to ER with a Kd of 0.2 nM and to ER with a Kd of 0.5 nM.24,25 
Molecular Modeling of the CBI/ER Interaction. All Modeling of the ER‐LBD was performed using the 
Sybyl® 7.3 module from Tripos™. The crystal structure of ER‐LBD co‐crystallized with diethylstilbestrol 
and an NR‐box II (LXXLL motif) containing peptide from the steroid receptor coactivator 2 (SRC‐2) was 
used as the basis for coactivator groove modeling (http://www.rcsb.org ID 3erd). The crystal structure 
was prepared for docking experiments by addition of the missing internal amino acids of the LBD using 
information contained in RCSB website and the loop search (PRODAT database) feature of Sybyl®. 
Hydrogens, missing sidechains, and charged end groups were added to the protein and peptide, and the 
ER/SRC‐2 structure was minimized using MMFF94 calculated charges and an MMFF94s force field in 
three steps (inserted loops, water molecules, entire protein) with appropriate aggregates applied for 
each. CBI structures were minimized using the Tripos forcefield to termination gradient of 0.05 
kcal/(mol*A). Initial placement of the CBI was performed using least squares multiple atom fitting of the 
alkyl groups on the CBI with the ER‐interacting leucine residues of the SRC‐2 peptide. Subsequent CBI 
orientations used for docking were manipulated into the coactivator groove by hand. Before docking, 
the SRC‐2 peptide and all water molecules were removed from the ER‐LBD structure. Docking 
experiments were performed using the Sybyl® FlexiDock module, with all bonds in the CBI and all 
sidechains within 10 Å of the coactivator groove designated as rotatable. H‐bond donor and acceptor 
sites were designated for the appropriate atoms in the CBI as well as for Glu542 and Lys362. Docking 
runs were begun from a random seed and allowed to proceed for 100,000 iterations. In most instances, 
duplicate runs were performed to ensure validity of the docking results. The lowest energy 
conformation of CBI/receptor thus produced was then further minimized with the MMFF94s force field 
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to a termination gradient of 0.10 kcal/(mol*A), following a four step procedure to produce the final 
structures [(1) 10 Å surrounding CBI with CBI and backbone static, (2) 10 Å surrounding CBI with 
backbone static, (3) 10 Å surrounding CBI with CBI static, and (4) 10 Å surrounding CBI)]. 
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CHAPTER 3. PEPTIDOMIMETIC PYRIMIDINES AS DIRECT ANDROGEN RECEPTOR/COACTIVATOR 
DISRUPTORS  
 
Reproduced in part with permission from Gunther, J. R.; Parent, A. A.; Katzenellenbogen, J. A. ACS 
Chemical Biology 2009, 4, 435. Copyright 2009 American Chemical Society. 
 
INTRODUCTION 
  Our laboratory1‐5 and others6,7 have recently described the evaluation of small molecules that act 
as direct protein/protein disruptors of the interaction between the estrogen receptor (ER) LBD and steroid 
receptor coactivators (SRCs). We have termed these compounds coactivator binding inhibitors or CBIs, 
and it is hoped that the direct nature of the inhibition caused by this class of compounds—the direct 
blockade of coactivator binding to AR—will allow for retained inhibitory effectiveness even in instances 
where traditional allosteric antagonists fail (see figure 3.1 for pictorial comparison of traditional 
antagonists and CBIs).  
Due to the general homology of the external binding groove of the LBDs of both ER and AR, as 
shown in crystallographic studies (see figure 3.2), and the sharing of coactivators containing the LXXLL 
consensus sequence,8 we hypothesized that compounds containing structural characteristics similar to 
those that proved effective as ER CBIs would also antagonize the AR/SRC interaction. Additionally, the 
ability of the AR LBD to bind preferentially to coregulator proteins and peptides containing bulkier 
aromatic residues (e.g., 23FQNLF27 and 433WHTLF437 motifs of the AR N‐terminal domain with the AR LBD8,9) 
suggested that AR‐selective CBIs could be formed by simple incorporation of larger side chains on already 
discovered CBI cores. To test this hypothesis, we designed a compound library based on a 2,4,6‐
trisubstituted pyrimidine core that had proven effective in earlier ER‐CBI work and was designed to mimic 
the i, i+3, and i+4 arrangement of the three interacting residues of both the ER and AR coactivators.5 In 
addition to the smaller propyl/butyl and isobutyl/isopentyl groups previously studied, we included larger 
benzyl/phenethyl and naphthalenemethyl/naphthethyl moieties in our design to mimic the phenylalanine 
and tryptophan residues present in the endogenous AR transcriptional system (see figure 3.3 for library 
layout).  Synthetic details, compound characterization, and evaluation of the ER/SRC disruptor activity of 
this library has been presented in a recent article a nd shown in chapter 2.2 
96 
 
 
Figure 3.1. Cartoon representation of traditional vs. CBI antagonism of a nuclear receptor. a) Conformation of 
agonist‐bound nuclear receptor ligand binding domain (NR‐LBD) with helix 12 (α12) forming part of the steroid 
receptor coactivator (SRC) binding site. b) Conformation of antagonist‐bound NR in which helix 12 occupies the 
SRC binding site, disrupting the NR/SRC interaction indirectly. c) Conformation of agonist‐bound NR in which a CBI 
occupies the SRC binding site, disrupting the NR/SRC interaction directly. 
 
Figure 3.2. Comparison of the crystal structures of ER and AR LBDs bound to LXXLL‐containing coactivator 
peptides. a) Rendering of agonist bound ERα cocrystallized with a SRC2 NR box II peptide (3erd). b) Rendering of 
agonist‐bound AR cocrystallized with a SRC2 NR box III peptide (1t63). c) Overlay of 3erd and 1t63 showing the 
individual residues that interact with the coactivator peptides (magenta = ER, cyan = AR). 
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Figure 3.3. Combinatorial design of pyrimidine core CBI library. In general, the 2,4‐diamino‐6‐alkylpyrimidines 
(shown in box) are most active as CBIs. 
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RESULTS AND DISCUSSION 
  Our initial efforts in screening the synthesized pyrimidine‐core library for AR‐CBI activity proved 
frustrating.  Furthermore, although we were eventually successful in developing a time‐resolved 
fluorescence resonance energy transfer (TR‐FRET)‐based assay that closely resembled the TR‐FRET assay 
utilized for the ER system (involving glutathione S‐transferase (GST)‐tagged AR‐LBD, a terbium‐bound anti‐
GST antibody, and fluorescein‐labeled SRC‐3), many of the CBIs with larger aromatic substituents proved 
insoluble in the buffer required for proper AR‐LBD folding. Nonetheless, the activity of smaller alkyl‐
substituted CBIs (i.e., compound 3 in table 3.1) in the AR TR‐FRET assay support the feasibility of this 
approach for AR inhibition and confirm that the pyrimidines bind to the AR‐LBD (For AR TR‐FRET binding 
curves and constants see figure 3.4).   
 
Figure 3.4. Time‐Resolved FRET Assays using a) wild‐type AR and b) LNCaP mutant T877A AR.  GST‐tagged AR binds 
to a terbium‐labeled anti‐GST antibody which, in the presence of agonist DHT, interacts with a fluorescein‐labeled 
SRC3 protein fragment, allowing a distance‐dependent energy transfer between the Tb donor, and the fluorescein 
acceptor.  The disruption of these two components by either the positive control 15‐mer SRC1 Box II peptide or 
pyrimidine CBIs corresponds to the dose‐dependent decrease in FRET signal. 
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Table 3.1. Pyrimidine‐core coactivator binding inhibitors for ER and AR 
  IC50 (M) 
Cmpd # Structure ER AR (wt) AR (T877A) 
1 
 N
N
N
H
HN 7.9 NB 7.4 
2 
 N
N
N
H
HN 4.1 2.6 3.5 
3 
 N
N
N
H
HN
 
3.6 5.6 7.1 
4 
 N
N
N
H
HN
 
3.5 3.0 3.7 
5 
 N
N
N
H
HN
 
1.5 1.7 7.5 
6 
 N
N
N
H
HN
 
3.5 4.9 3.6 
7 
 N
N
N
H
HN
 
>30 1.6 9.4 
8 
 N
N
N
H
HN
 
>30 3.3 11.9 
9 
 N
N
N
H
HN
 
NBa 1.9 3.5 
10 
 N
N
N
H
HN NBa 1.5 NB 
11 
 
N
N
N
H
HN
NB 6.6 >30 
12 
 N
N
N
H
HN
N
H  
NBa 3.5 18.9 
13 
 N
N
N
H
HN
 
NBa 5.6 16.0 
14 
 
N
N
N
H
HN
NBa 4.1 >30 
All values obtained by luciferase reporter gene assay except where noted: aKi measured by TR‐FRET.  Values are averages of 
duplicate assays generated from 2 or more independent replicates.  NB= no binding. 
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  As a consequence of our difficulties in developing a satisfactory in vitro assay for the hydrophobic 
AR CBIs, we turned to a luciferase reporter gene assay as our primary screen. A similar assay, developed 
for our work with ER, provided dose‐dependent response curves that correspond well with those 
produced by our ER TR‐FRET assay.2 In both cases, human endometrial cancer (HEC‐1) cells, which do not 
endogenously express either nuclear receptor, were used as the eukaryotic hosts and were co‐transfected 
with expression plasmids that code for full‐length androgen receptor, an androgen response 
element/luciferase fusion (MMTV‐luc), and pCMV ‐galactosidase, used as an internal control. Although 
we2 and others7 have seen general cellular toxicity with compounds that act to disrupt ER/SRC binding at 
concentrations approximately 10‐fold higher than their inhibition constants, the CBIs bearing larger 
hydrophobic residues seem to be better‐tolerated in the cellular environment, and toxicity was not seen 
at even the highest concentrations assayed. Representative dose‐dependent curves for this assay are 
shown in figure 3.5a, and the ER and AR binding constants of select compounds are given in table 3.1 (see 
table 3.2 for complete listing of assayed pyrimidines and their activities). While the ER and AR luciferase 
reporter gene assays generally produce values that are repeatable with a standard error of less than 0.5 
(duplicate runs on two different days), based on the moderate sensitivity of these assays it is appropriate 
to view the compounds as either highly active (1–30 M), moderately active (>30 M as indicated by 
decrease in luciferase values at the highest concentration of CBI assayed (20 µM), but for which a 
mathematical inhibition curve cannot be generated) or inactive at the concentrations assayed (listed as NB 
in table 3.1). 
100 
 
 
Figure 3.5. Reporter gene assays of wild type AR and T877A AR mutant activity. Representative compounds show 
dose‐dependent inhibition of a) full‐length androgen receptor or c) T877A full‐length androgen receptor mutant 
action. Compounds were also assayed against b) wild type AR or d) T877A AR activated with both 1 nM and 100 
nM DHT to show the independence of CBI action from ligand concentration. 
 
To establish that the pyrimidine CBIs cause inhibition by binding to the surface of the receptor and 
not by displacing DHT from the ligand binding pocket, repeat reporter gene assays were performed on 
select compounds in the presence of both 1 nM and 100 nM DHT.  If competitive inhibition occurred at 
the ligand binding pocket, a right shift in the inhibition curve and increase in IC50 would result from the 
increased DHT concentration, while no shift would be expected if the compound competed directly with 
coactivator, rather than DHT.  As seen in figure 3.5b, active CBI 12 shows the same IC50 at both 1 nM and 
100 nM DHT, while the traditional non‐steroidal AR antagonist 2‐hydroxyflutamide (OH‐Flu) shows a 
complete loss of inhibitory activity at the higher DHT concentration. To provide further evidence that the 
pyrimidine‐core CBIs do not act by binding to the internal binding site of the AR‐LBD, a competitive 
radiometric binding assay was performed on a subset of active compounds using tritium‐labeled 
methyltrienolone (R1881), a potent AR agonist, as a tracer and standard. The results from this assay also 
confirm that the pyrimidine‐core compounds cannot be acting as traditional antagonists, because their 
affinity for the ligand binding pocket is not sufficient to explain their cell‐based inhibitory potency (see 
table 3.2 for specific relative binding affinities). 
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While it is difficult to establish detailed structure‐activity relationships from results of the cell‐
based assay, the data do exhibit a number of important trends. We had previously shown that the 2,4‐
diamino‐6‐alkylpyrimidines synthesized in this library bind almost exclusively to ER and not ER,2 and this 
work further demonstrates the ability of members of the relatively small pyrimidine‐core compounds to 
selectively bind different nuclear receptors, depending on the nature of the appending groups.  In general, 
pyrimidine CBIs containing less bulky substituents—up to a total of two aromatic rings (either one 
naphthalene or two benzene groups)—bind to ER and AR with comparable affinity (i.e., compounds 2–6 
in table 3.1).  There are a few notable exceptions to this, namely compounds 1 and S44 (see table 3.2), 
which fail to inhibit the wild type AR/SRC interaction even at the highest assayed concentrations.  
(Interestingly, activity is restored when the AR T877A mutant is employed, as detailed below. This suggests 
that at higher concentrations, 1 and S44 would also prove to be active CBIs for wild type AR.)  
While these results are gratifying, more impressive is the wide array of AR‐specific CBIs that were 
found in this series (i.e., compounds 7–14 in table 1). In agreement with our initial hypothesis, pyrimidines 
containing multiple bulky substituents (more than two aromatic rings) bound with complete selectivity to 
AR, and activity was seen in compounds as large as those containing two naphthalene and one benzene 
moieties (compound 14 in table 3.1). These results reflect those previously found with peptide libraries, 
which showed that AR can bind to peptides ranging from those containing the general LXXLL binding motif 
of the SRCs to those having multiple phenylalanine or tryptophan residues, even ones encompassing 
motifs as large as WXXVW, which were found in phage display peptide libraries.10‐13 These earlier reports 
also indicate that peptides containing these larger residues do not show any measurable binding to the 
ERα coactivator binding groove.  Together, these results are a striking example of small‐molecule peptidic 
mimicry, in which the exchange of side‐arms on the heterocycle core results in selectivity corresponding to 
the analogous exchange of side‐chains on peptides or proteins. 
  To test the ability of CBIs to circumvent clinically relevant hormone‐refractory conditions, a 
reporter gene assay similar to that described above was developed involving a full‐length AR containing 
the LNCaP mutation. This mutation confers agonist activity to many weak AR ligands, including the non‐
steroidal antagonist hydroxyflutamide (OH‐Flu), due to a point mutation in the ligand binding pocket 
(T877A), and it is present in ca. 30% of patients with metastatic disease who have been treated with this 
drug.14 As anticipated, in this model both OH‐Flu and DHT act as agonists, while many of the pyrimidine 
CBIs retain antagonistic activity comparable to that observed with the wild type receptor (See figure 3.5c 
for representative traces and tables 1 and 2 for binding constants). A sampling of these compounds were 
also assayed on the LNCaP mutant activated with both 1 nM and 100 nM DHT; the insignificant shift  in the 
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inhibition curve again provides evidence that these compounds do not effect inhibition by interaction at 
the ligand binding site (figure 3.5d). Impressively, all but three of the AR‐active compounds (10, 11, and 14 
in table 3.1) remain efficacious in the LNCaP model.  All of these mutant‐inactive compounds contain two 
large naphthyl substituents, and this data, coupled with the demonstrated ability of the LNCaP AR‐LBD to 
accommodate the small ER‐selective compounds, 1 and S44, as noted above, suggests that the T877A 
mutation introduces subtle, yet significant, differences to the coactivator binding, producing an overall 
more size‐restrictive binding site. It should be noted that previous work with peptides showing differential 
selectivity between WT and T877A coactivator grooves has also been reported.13 Figure 3.6 shows a 
crystallographic comparison of wild type and T877A mutant AR coactivator binding grooves, 
demonstrating their significant structural homology.   
 
Figure 3.6. Comparison of the crystal structures of wild type rat AR and T887A mutant rat AR. a) Electrostatic 
potential surface of the coactivator binding groove of wild type rat AR bound to DHT (1i37). b) Electrostatic 
potential surface of the coactivator binding groove of T877A mutant rat AR bound to DHT (1i38). c) Overlay of wild 
type and T887A mutant rat AR showing the residues that compose the coactivator binding groove. 
 
CONCLUSIONS   
In summary, we have utilized a structure‐based peptidomimetic approach to design and 
synthesize a pyrimidine‐core CBI library, the larger members of which selectively disrupt the AR/SRC 
interaction. The feasibility of this approach to effectively treat even a form of endocrine‐insensitive 
prostate disease has also been demonstrated in an LNCaP model of prostate cancer.  Finally, efforts are 
currently underway to not only increase the affinity of these compounds for AR, but also to improve their 
solubility through incorporation of various heterocycles (e.g., pyridine) and the addition of polar 
substituents (i.e., ‐OH, ‐NH2, etc) to the peripheral aromatic rings of the CBIs, which will facilitate 
evaluation of these compounds in animal models.   
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Table 3.2. Expanded ER and AR binding data for pyrimidine‐core CBIs 
 
N
N
R3
R2
R1
 
   
  IC50 (M)     
Cmpd  
#  R1  R2  R3  ER 
AR 
(WT) 
AR 
(T877A) 
AR 
% RBAb 
# Ar 
rings 
1  ‐CH2CH3  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  7.9  NB  7.4    0 
2  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  4.1  2.6  3.5    2 
3  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  3.6  5.6  7.1  0.013  0 
4  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  3.5  3.0  3.7  0.028  1 
5  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  1.5  1.7  7.5    2 
6  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  3.5  4.9  3.6    1+ 
7  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  >30  1.6  9.4  <0.011c  2+ 
8  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  >30  3.3  11.9    2+ 
9  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  NBa  1.9  3.5    2+ 
10  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  NBa  1.5  NB    2++ 
11  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  NB   6.6  >30  <0.011c  2++ 
12  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph  NBa  3.5  18.9  <0.011c  3 
13  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph  NBa  5.6  16.0    3+ 
14  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  NBa  4.1  >30    3++ 
S1  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  6.9  2.6  NB  <0.011c  1 
S2  ‐styryl  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph  NB  12  NB  <0.011c  3 
S3  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  2.1  6.2    0.070  1 
S4  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph  NB  NB      3 
S5  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  12  3    <0.011c  2 
S6  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  NB  NB      2+ 
S7  ‐styryl  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  9.8  1.8  NB    2 
S8  ‐styryl  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap  NBa  NB      3+ 
S9  ‐styryl  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  NBa  NB      3++ 
S10  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap  NBa  NB  NB    3+ 
S11  ‐CH2CH2Ph  ‐NH‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  NB  NB  NB    2+ 
S12  ‐CH2CH2Ph  ‐NH‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  NB  NB      3+ 
S13  ‐CH2CH2Ph  ‐NH‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  NBa  NB      3++ 
S14  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  NB  NB      3+ 
S15  ‐CH2(CH2)2CH3  ‐NH(CH2)2CH3  ‐NH(CH2)2CH3  13  17      0 
S16  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2Ph  8.3  6.2    <0.011c  2 
S17  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  NB  NB      3+++ 
S18  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  1.8  5.3    0.011  1 
S19  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  4.1  9.9    <0.011c  1+ 
S20  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap  NB  16.1    <0.011c  2+ 
S21  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  6.7  6    <0.011c  1+ 
S22  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  NB  3.5      2+ 
S23  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2‐1‐Nap  NBa  NB      3++ 
S24  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  NBa  NB      2++ 
S25  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2CH(CH3)2  NBa  7.6  11.8  0.024  0 
S26  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2‐1‐Nap  NBa  NB  NB    1+ 
S27  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐CH2CH2CH(CH3)2  NBa  13.0  NB  0.017  1 
S28  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2‐1‐Nap  ‐CH2CH2CH(CH3)2  NB  11  NB  <0.011c  1+ 
S29  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  2.4  2.0    <0.011c  0 
S30  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐Cl  NBa  NB      0‐ 
S31  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  9.5  4.4    0.058  1 
S32  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐H  NBa  NB      0‐ 
S33  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  NBa   NB      0 
S34  ‐styryl  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  NBa  NB      1 
S35  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  NBa  NB      1+ 
S36  ‐CH2CH2Ph  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  NBa  NB      1 
S37  ‐styryl  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  NBa  NB      1 
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  Table 3.2 (cont.)               
S38  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  NB  NB      1+ 
S39  ‐CH2CH2Ph  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  NBa  NB      1 
S40  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  NBa  NB      0 
S41  ‐styryl  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  NB  NB      1 
S42  ‐CH2CH2Ph  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  5.5  22      1 
S43  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2Ph  NB  NB      1 
S44  ‐CH2CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  9.7  >30  23.2    0 
S45  ‐CH2CH2‐1‐Nap  ‐N(CH3)CH2CH(CH3)2  ‐NHCH2CH(CH3)2  4.4  19.6  18.5    1+ 
All values obtained by luciferase reporter gene assay except where noted: aKi measured by TR‐FRET; bexpressed as percent binding 
of the AR agonist R1881 (Kd = 0.6 nM) in radiometric competition assay; red = ER specific,  blue = AR specific, green = binds to 
both ER and AR. 
 
EXPERIMENTAL SECTION 
TR‐FRET CBI assay for wild‐type and T877A mutant androgen receptors.  A wild‐type androgen receptor 
rat protein (GST‐tagged) was purchased from Invitrogen and included both the hinge domain and the 
ligand binding domain with an amino acid sequence identical to that of the human sequence.  The T877A 
mutant androgen receptor human protein (GST‐tagged) was also purchased from Invitrogen and included 
the ligand binding domain (amino acids 606–902, with exception of T877A).  These proteins, bound to a 
terbium‐labeled anti‐GST antibody, acted as the donor in the FRET assay.  The fluorescein‐labeled SRC3 
NRD protein fragment was prepared according to previously published protocols.2   
The protocol below describes the TR‐FRET assay using the wild‐type receptor; the T877A mutant 
AR TR‐FRET assay is conducted in the same manner with only substitution of the mutant receptor for wild 
type. Specifically, 5 μL of a stock solution of AR‐GST (40 nM), dihydrotestosterone (4 µM), and terbium‐
labeled anti‐GST antibody (Invitrogen) (40 nM) in TR‐FRET coregulator buffer (Invitrogen; proprietary 
formula) were placed in separate wells of a black 96‐well Molecular Devices HE high efficiency microplate 
(Molecular Devices, Inc.).  In a second 96‐well Nunc polypropylene plate (Nalge Nunc International), a 0.02 
M solution of each coactivator binding inhibitor was serially diluted in a 1:10 fashion into DMF.  Each 
concentration of coactivator binding inhibitor or vehicle was then diluted 1:10 into TR‐FRET coregulator 
buffer, and 10 μL of this solution was added to the stock androgen receptor solution in the 96‐well plate.  
After a five‐minute incubation, 5 μL of 200 nM fluorescein‐SRC3‐NRD was added to each well.  This 
mixture was allowed to incubate for 20 minutes at room temperature in the dark.  TR‐FRET was measured 
using an excitation filter at 340/10 nm, and emission filters for terbium and fluorescein at 495/20 and 
520/25 nm, respectively.  The final concentrations of the reagents were as follows: AR (10 nM), terbium‐
labeled ant‐GST antibody (10 nM), dihydrotestosterone (1 μM), coactivator binding inhibitor (0–1 mM), 
SRC3‐NRD (50 nM).   
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Luciferase Reporter Gene Assay.  Human endometrial cancer (HEC‐1) cells were maintained in culture and 
transfected in 24 well plates as previously described.15 HBSS (50 µL/well), Holo‐transferrin (Sigma T1408) 
(20 µL/well), and lipofectin (Invitrogen #18292‐011) (5 µL/well) were incubated together at room 
temperature for 5 minutes. A DNA mixture containing 200 ng of pCMVβ‐galactosidase as an internal 
control, 500 ng of the androgen‐responsive reporter gene plasmid MMTV‐Luc, and 100 ng of full‐length 
androgen receptor expression vector with 75 µL HBSS per well was added to the first mixture and allowed 
to incubate for 20 minutes at room temperature. After changing the cell media to Opti‐MEM (350 
µL/well), 150 µL of the transfection mixture was added to each well. The cells were incubated at 37 °C in a 
5% CO2 containing incubator for 6 h before the medium was replaced with fresh medium containing 5% 
charcoal‐dextran‐treated calf serum and the desired concentrations of ligands. Luciferase reporter gene 
activity was assayed 24 h after ligand addition as described,15 and values from duplicate wells at each 
concentration were plotted to generate binding curves. Compounds were described as having inhibition 
constants of “>30” μM if the most concentrated data point (20 μM) showed any decrease from maximal 
values, but enough information was not present to generate a binding curve. 
In the initial screen, compounds were assayed in a dose‐response format at concentrations 
ranging from 0.6 µM to20 µM; their inhibitory potential was determined by performing the assay in the 
presence of 10‐7 M dihydrotestosterone (DHT). Upon validation of antagonistic activity, mechanism of 
action was examined by repeating the compound titration in the presence of both 10‐7 and 10‐9 M DHT 
with an expectation that changing the concentration of DHT 100‐fold does not change the IC50 of true 
coactivator binding inhibitors.   
Androgen receptor binding assays.  Relative binding affinities were determined by competitive 
radiometric binding assays with 10 nM [3H]R1881 as tracer ([17‐methyl‐3H]methyltrienolone, 17‐
hydroxy‐17‐methyl‐estra‐4,9,11‐trien‐3‐one 70–87 Ci/mmol, PerkinElmer), as a modification of methods 
previously described.16‐18 The source of AR was purified, recombinant rat, ligand binding domain 
purchased from Invitrogen. Incubations were done at 0 C for 18–24 h, and hydroxyapatite (Bio‐Rad) was 
used to absorb the purified receptor‐ligand complexes. The binding affinities are expressed as relative 
binding affinity (RBA) values, where the RBA of R1881 is 100%; under these conditions, the Kd of R1881 for 
AR is ca. 0.6 nM. The determination of these RBA values is reproducible in separate experiments with a CV 
of 0.3. 
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CHAPTER 4: ‐ INTERACTION ENERGIES AS CORRELATES FOR THE PHOTODIMERIZATION OF MONO‐, 
DI‐, AND TRIAZASTILBENES  
 
INTRODUCTION 
The history of solid‐state photodimerization chemistry extends nearly to the beginning of 
documented organic chemistry,1 and after falling largely out of vogue through the middle of last 
century, it has seen a resurgence of activity due, in large part, to the expansion of interest in organic 
materials chemistry. Of particular allure to the synthetic organic chemist is the ability to control both the 
regio‐ and stereochemistry of a reaction based on the crystal orientation of the reactants. While there 
are multiple isolated reports from the late 19th and early 20th century that describe the regio‐ and 
stereoselective transformation of starting materials to products upon irradiation,2‐7 it was not until the 
1960s that Schmidt and coworkers established what has been widely accepted as the ‘topochemical 
postulate’.8 Pertaining to photodimerization of olefinic compounds and based largely on his work with 
the light‐initiated transformation of substituted cinnamic acids to the associated truxillic and truxinic 
acids, the topochemical postulate attempts to rationalize and/or predict from the crystal packing of the 
starting material which alkenes would readily undergo [2+2] photocycloaddition upon irradiation.9‐11 
Schmidt empirically showed that there were two essential criteria for dimerization to occur: the double 
bonds of crystalline reactants must be parallel to each other and the center‐to‐center distance of the 
reacting alkenes must be less than 4.2 Å apart.  When these criteria are satisfied, photocycloaddition 
should proceed under ‘topochemical’ control, selectively producing the regio‐ and stereoisomer as 
dictated by the molecular packing in the crystal. 
While the principles put forth by Schmidt successfully justified the presence or absence of 
topochemical control in the photolysis of cinnamic acids and many other disubstituted olefins, more 
recent studies have produced a wide range of exceptions to these rules, including examples both of 
crystalline olefins that fail to react when expected as well as crystals that undergo dimerization in spite 
of lack of planarity across reacting double bonds or greatly increased separation of the reacting atoms. 
In order to rectify this apparent lack of continuity, Cohen proposed the concept of a ‘reaction cavity’ in 
which the reactive pair is limited in both inter‐ and intramolecular motion due to the constraints of the 
crystal lattice immediately surrounding it.12 Based on this notion and armed with crystal lattice energy 
calculations, both positive and negative exceptions have effectively been explained. In general, for close‐
stacking, parallel‐oriented disubstituted olefins that fail to react in the solid state (< 4.2 Å center‐to‐
center distance) it has been shown that the lattice perturbation necessary for dimerization to occur 
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requires an input of energy well beyond that available for the light‐initiated reactions (i.e. thousands of 
kcal/mol).13 Conversely, for alkenes that are predicted to be unreactive due to their crystal packing yet 
still undergo dimerization, similar calculations have shown surprisingly little disturbance in the 
surrounding molecular environment despite the significant movement required for cyclobutane 
formation and only increase lattice energy comparable to other, more readily anticipated, 
photocycloadditions.14‐16 In this light, while Schmidt’s original topochemical postulate continues to be a 
good ‘rule‐of‐thumb’, it can be expected that many additional exceptions will arise which will require 
more in‐depth analysis than is readily available from a cursory examination of a starting material X‐ray 
crystal structure. For an excellent review these concepts, see the book chapter by Natarajan and 
Ramamurthy.17 
While multiple studies exist describing the irradiation of stilbenes and its derivatives,17‐23 there 
are relatively few reports on the photolysis of stilbene derivatives with nitrogen‐bearing rings. 
Nonetheless, the [2+2] photocycloaddition of 2‐ and 4‐azastilbene derivatives has been studied 
extensively in both the solid and solution state. In solution, both free base styrylpyridines as well as 
various pyridinium salts (HCl, MeI, BF4, Me2SO4, etc.) produce low yields of dimers upon irradiation, with 
the ionic compounds generally providing increased yields of  cyclobutane formation and stereo‐ and 
regioseletivity.24‐27 More recent work with 4‐styrylpyridines has attempted to directly probe the 
accelerating nature of salt formation on solution‐state [2+2] photocycloaddition by measuring the 
percent conversion of olefin to dimer upon the addition of various equivalents of hydrochloric acid.28 
These efforts not only show a significant increase in selective dimer formation with increasing addition 
of acid, but demonstrate an even greater acceleration of product formation when highly polarized 4‐(4’‐
methoxystyryl)pyridine is irradiated under the same conditions (95% vs. 64% major isomer). The results 
are reversed when the analogously‐substitued azastilbene contains a para‐trifluoromethyl group, and 
the irradiation of 4‐(4’‐trifluoromethylstyryl)pyridine produces the major cyclobutane isomer in only 
24% yield. Based upon these polarized outcomes, it was argued that cation‐ interactions are 
responsible for the increases in yield and selectivity observed with solution‐state irradiations of 
styrylpyridinium salts vs. their uncharged counterparts. 
Photolysis in the solid state produces starkly different results than those in solution, with the 
styrylpyridine free bases forming only very low yields of cyclobutanes (< 5%), and percent conversion to 
the dimer from the pyridinium salt varying greatly depending on the alkyl group and counter ion 
used.26,27 While X‐ray crystal structures were not obtained for the majority of the azastilbenes employed 
in these studies, the significant effect that the counter anion has in the dimerization of the olefin 
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suggests that changes in molecular packing is the cause of the variation in the photo products observed. 
These results generally support the principles of the topochemical postulate, and are reinforced by 
separate work with 1,2‐bis(4‐pyridyl)ethylenes and 1,2‐bis(2‐pyrazinyl)ethylenes that demonstrates a 
strict inverse correlation between the distance separating the reacting double bonds and the rate at 
which dimerization occurs.29  
A scant few examples exist of solid‐state photochemical reactions for other azastilbene 
derivatives. A thorough literature search of the photodimerization of styrylpyrimidines revealed only 
three cases in the reported literature,30‐33 one of which appears to be an accidental dimerization which 
occurred during a recrystallization.32 The most pertinent of these reports compares the irradiation 
products from three different styrylpyrimidines, with the pyrimidine rings in various oxidation states, as 
well as that of various other heteroaromatic stilbenes.31 Only in those systems that were highly 
polarized by electron‐withdrawing heteroaromatics were cyclobutanes produced in good yields and with 
high selectivity. Based on these results, the authors conclude that the polarity of the stilbene‐type 
systems governs photoreactivity by directly influencing crystal packing.  
 
RESULTS 
Our interest in the area of topochemically‐controlled reactions, began with the accidental 
discovery of the light‐initiated dimerization of trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine to form cyclobutane 
2, which occurred in the solid‐state over the course of approximately one month in a round‐bottom flask 
on the benchtop under ambient lighting and temperature (scheme 4.1). Intrigued by the facile nature 
and complete stereocontrol exhibited by this reaction, attempts were made to replicate the 
photocycloaddition under more controlled conditions. Irradiation of 1 g of styrylpyrimidine 1 layered 
between two sheets of borosilicate glass with a water‐cooled 450 W Hanovia medium‐pressure mercury 
arc‐lamp provided complete conversion of the starting material at approximately 1.5 h with similar 
retention of stereo and regioselectivity. Milder light sources—a Rayonet reactor equipped with 8‐8W 
ultraviolet  bulbs and a 250 W infrared sun lamp used in a light‐reflective box—also efficiently converted 
1 to 2, with the sun lamp providing quantitative conversion of 50 mg of 1 to the cyclobutane in less than 
40 minutes. 
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Scheme 4.1. Unanticipated synthesis of tetra‐aryl cyclobutane 1. 
 
   
Solution‐state photolysis was also performed on 1 with varying degrees of success. A 5 mg/mL 
solution of 1 in three different solvents, benzene, acetonitrile, and methanol, was irradiated in a 
photochemical reaction vessel with a water‐cooled 450 W Hanovia medium‐pressure mercury arc‐lamp 
for 4 to 5 hours. The results of these trials, as measured by 1HNMR of the crude reaction mixture, are 
shown in table 4.1. This analysis is based on the integration and comparison of the vinyl and cyclobutyl 
protons of the various isomers formed during photolysis, each of which generally produces at least one 
unique signal that is adequately separated from those of the other isomers. Figure 4.1 shows the five 
possible head‐to‐tail (htt) stereoisomers and eight possible head‐to‐head (hth) stereoisomers (including 
three pairs of enantiomers) that can be formed from the irradiation of 1. Labeling of the isomers in both 
table 4.1 and figure 4.1 is according to IUPAC convention,34 where r refers to the reference carbon 
(labeled with a small ‘1’ in figure 4.1) and c or t refers to the stereochemistry (cis or trans, respectively) 
of the group on subsequently numbered carbon atoms in relation to the substituent on the reference 
carbon. The elucidation and correlation of each cyclobutane isomer to its individual spectra, which is 
necessary for this type of examination, is described in detail in the subsequent section. 
 
 
Table 4.1. Solution‐state irradiation products of 2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine, 1,  presented in mass % of the 
crude product mixture as determined by analysis of the alkene/cyclobutane proton peaks in 1HNMR. 
  diazastilbene  head‐to‐tail cyclobutane isomers head‐to‐head cyclobutane isomers 
solvent  trans  cis  r‐ctt  r‐cct  r‐ctc r‐tct r‐ccc r‐ctt r‐tcc r‐ctc r‐tct  r‐ccc red/add 
Ph‐H  36%  52%  7%  1%  0% 1% 0% 1% 0% 0% 1%  0%  0%
ACN  38%  45%  8%  3%  0% 3% 0% 2% 0% 0% 2%  0%  0%
MeOH  31%  31%  4%  3%  0% 3% 0% 3% 0% 0% 3%  0%  23%
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The results of the solution‐state irradiations differ starkly from those obtained from the solid‐
state examples above. Despite the prolonged irradiation times, when the photolysis is performed with 
benzene or acetonitrile as solvent the major result is trans/cis isomerization giving the cis‐2,4‐dichloro‐
6‐styrylpyrimidine, cis‐1, as the major component of the reaction mixture (52 and 45%, respectively). In 
both instances cyclobutane dimers occupy only a modest percentage of the final products: 12% in 
benzene and 17% in acetonitrile, and while there is some selectivity for the htt r‐ctt isomer 2 relative to 
the other cyclobutanes formed (65% and 45% for benzene and acetonitrile, respectively), this fails to 
even approach the essentially pure product obtained from the lower‐power solid state irradiations.   
Irradiation in methanol provides results similar to those obtained with benzene and acetonitrile, with an 
equal distribution of trans and cis monomers providing the major components in the final irradiation 
mixture (31% of each). The major change in the irradiation mixture is the appearance of a large 
percentage of reduction and solvent addition products across the alkene double bond, a phenomenon 
that has been reported for the irradiation of other azastilbenes in protic solvents.35 Nevertheless, the 
overall amount of dimer formation remains comparable at 15% of the total product mixture, and while 
the htt r‐ctt isomer remains the cyclobutane formed in the greatest amount, its overall relative 
cyclobutane contribution drops to only 28%. 
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Figure 4.1. The 13 regio and stereoisomers that can hypothetically arise from the irradiation of 1. The reference 
(r) carbon is denoted by the small ‘1’. 
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Isolation and elucidation of the photoproducts of trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 
  To isolate adequate quantities of the minor cyclobutane isomers for full characterization, it was 
necessary to combine chromatographic fractions from the above solution‐state irradiations. Solid‐state 
irradiation (4 h, medium‐pressure mercury lamp) of the cis‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine isolated from 
the solution‐state irradiations also helped provide additional cyclobutane product containing 
appreciable quantities of the minor cyclobutane dimers. Significant chromatographic labor including 
flash column chromatography and preparative thin‐layer chromatography on the combined material 
from all these reactions eventually produced pure or near‐pure samples of 8 of the 10 theoretical 
isomers and enantiomeric pairs.  
  To confirm its regio and stereochemistry, a crystal structure of the initial htt r‐ctt isomer, 2, was 
obtained (see figure 4.2). Nuclear Overhauser Effect (NOE) spectra of 2 allowed for assignment of the 
cyclobutyl protons, and the percent NOEs for each alkyl proton along with the parent 1HNMR spectra 
for the compound is shown in figure 4.3. With the regio and stereochemistry of dimer 2 firmly 
established, NOE analysis became the basis for the spectral assignment of the other cyclobutanes, and it 
was possible to confidently identify five of the seven remaining isomers as described below. 
 
Figure 4.2. X‐ray Crystal structure of the htt r‐ctt dimer 2 
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Figure 4.3. 1HNMR spectra and percent NOEs for the htt r‐ctt dimer 2. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
 
  The spectral assignment of the htt r‐cct dimer was greatly facilitated by the observation that 
under basic conditions dimer 2 undergoes epimerization, with the recovery of dimer 2 and 3 upon work‐
up of the reaction. Deprotonation alpha to a pyrimidine is known in the literature,36 and had been 
previously observed in our lab with a different alkyl pyrimidine substrate.37 While strong bases such as 
NaH cause immediate deprotonation to form a brightly‐colored ionic intermediate, even weaker bases 
such as K2CO3 cause slow epimerization to give a thermodynamic mixture of the two isomers over the 
course of hours (scheme 4.2). As with the htt r‐ctt isomer, the NOE spectra were obtained for the htt r‐
cct dimer and successful assignment of the cyclobutyl protons was made (figure 4.4). 
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Scheme 4.2. Base‐catalyzed epimerization of cyclobutane 2 to form cyclobutane 3. 
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Figure 4.4. 1HNMR spectra and percent NOEs for the htt r‐cct dimer 3. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
   
Of the three remaining un‐assigned head‐to‐tail cyclobutanes, it seems unlikely that the 
extremely sterically‐hindered r‐ccc dimer 6 would be formed in an isolable quantity. Indeed, energy 
calculations of the five htt dimers show that the minimized r‐ccc structure is 6–11 kcal/mol higher in 
energy than that of the other four isomers. Making the assumption that this compound is not formed 
upon solid‐state irradiation, the spectral assignments of the other two isomers are made relatively easy. 
Although both the r‐ctc and r‐tct dimers have a plane of symmetry causing the protons from HB to be 
magnetically identical, only the r‐tct dimer 5 has a second plane of symmetry producing a total of only 
two cyclobutyl proton peaks in the 1HNMR. The r‐ctc dimer 4 must have three cyclobutyl proton peaks, 
and consequently the assignments are made as shown, along with NOE analysis, in figures 4.5 and 4.6. 
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Figure 4.5. 1HNMR spectra and percent NOEs for the htt r‐ctc dimer 4. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
 
Figure 4.6. 1HNMR spectra and percent NOEs for the htt r‐tct dimer 5. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
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The head‐to‐head photodimers can easily be differentiated spectroscopically from the head‐to‐
tail dimers by their unique AA’BB’ quartet in the spectra of the symmetric htt cyclobutanes. This is in 
contrast to the triplets and doublets of doublets found in the 1HNMR of the head‐to‐tail dimers. There is 
a single plane of symmetry in the hth r‐ctt isomer 7 and a C2‐rotation axis in the hth r‐tct dimer 10, giving 
both of these compounds only two unique cyclobutyl proton peaks in their 1HNMR. In contrast to this, 
there are no symmetry elements in the hth r‐tcc and r‐ctc dimers 8 and 9. Consequently, each alkyl 
proton in these compounds is magnetically distinct, and four proton peaks are observed in each spectra 
although the two most up‐field peaks overlap one another. This distinction makes the hth compounds 8 
and 9 unique among the set of eight isolated cyclobutanes, and allows them to be readily distinguished 
from the htt dimers 3 and 4.  As with the head‐to‐tail dimers, and due to similar considerations, the hth 
r‐ccc dimer 11 was assumed not to have formed during the solution‐state irradiations. 
Differentiation between the two symmetric hth cyclobutanes can be readily accomplished by 
NOE analysis. As would be anticipated, the hth r‐ctt isomer 7 shows no NOE enhancement of the 
opposing cyclobutyl protons upon irradiation of either HA or HB (figure 4.7). Conversely, as shown in 
figure 4.8, irradiation of either HA or HB in the hth r‐tct dimer 10 shows modest NOE enhancment of the 
alternate cyclobutyl peak (ca. 11%, figure 4.8). This analysis, coupled with results from dimerization 
studies of derivatives of 1 discussed below, firmly place the spectral assignments of 7 and 10 as shown. 
Unfortunately, the NOE experiments proved less enlightening for the hth r‐ctc and r‐tct dimers 8 and 9. 
While satisfying NOE peak assignments can be made for each compound, almost equally satisfying 
assignments can be made if the NMR spectra and compound structures are swapped. As such, the 
compounds have been assigned, somewhat arbitrarily, as shown with their NOE enhancements in 
figures 4.9 and 4.10. 
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Figure 4.7. 1HNMR spectra and percent NOEs for the hth r‐ctt dimer 7. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
 
Figure 4.8. 1HNMR spectra and percent NOEs for the hth r‐ccc dimer 10. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
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Figure 4.9. 1HNMR spectra and percent NOEs for the hth r‐ctc dimer 8. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
 
 
 
Figure 4.10. 1HNMR spectra and percent NOEs for the hth r‐tct dimer 9. The irradiated protons for each structure 
are circled and the % NOEs based on this proton are indicated. 
120 
 
Synthesis and solid‐state irradiation of azastilbene derivatives of styrylpyrimidine 1 
  With 1HNMR peak assignments for the each of the 2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine photodimers 
in hand, we became interested in the effect that varying the electron withdrawing and donating nature 
of the two aromatic rings would have on the rate of solid‐state photocycloaddition for this class of 
compounds. Based on the work previously reported for styrylpyridines and styrylpyrimidines,28,31 our 
basic hypothesis was that more polarized compounds would interact more strongly by ‐stacking in a 
head‐to‐tail manner, producing tightly packed crystals that readily reacted in the solid state. Less 
polarized compounds would react slowly, with loss of stereo and regioselectivity, or not at all. To test 
this hypothesis, a set of five additional azastilbenes was synthesized containing electron withdrawing 
(chlorine), electron donating (methoxy), or electron neutral (hydrogen) substituents on the pyrimidine 
or, in one instance, pyridine rings. The phenyl substituent was also replaced in two of the derivatives 
with a methoxyphenyl and pyridine moiety.    
  The synthesis of the azastilbenes is straightforward and in each case proceeds in only a single 
step from readily available starting materials (scheme 4.3). The trans‐2,4‐dimethoxy‐6‐styrylpyrimidine 
12 is formed by the SNAr reaction of 1 in a 25% ‐solution of NaOMe in methanol, heated at reflux 
overnight. trans‐6‐Styrylpyrimidine 13 and trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyridine 14 are synthesized by  
simple Suzuki‐Miyaura cross‐couplings from trans‐styrylboronic acid and the corresponding heteroaryl 
chlorides. Finally, the triazastilbene 15 and 4‐methoxystyrylpyrimidine 16 are produced from the base‐
catalyzed condensation of 2,4‐dichloro‐6‐methylpyrimidine with the appropriate aryl aldehydes. 
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Scheme 4.3. Synthesis of azastilbene derivatives. 
 
  To adequately probe the topochemical postulate with our systems, it was necessary to create an 
irradiation set up that was closely controlled in terms of light intensity and temperature. Due to the 
relatively low melting point of some of the diazastilbenes, our irradiation set‐up needed to ensure even 
cooling of the reaction sample. To accomplish this, a horizontal water‐cooled borosilicate glass plate was 
formed, upon which the ground, recrystallized sample was spread and then covered with a borosilicate 
glass cover plate. To aid in cooling the reaction, we selected ‘cool’ light source of comparable intensity 
to that of the 250 W sun lamp used in previous irradiations: A 68 W compact fluorescent  light (300 W 
incandescent equivalent, 2700 K color temperature). This source  converts 50 mg of 1 to 2 in less than 30 
minutes.38,39 When performed in an aluminum foil‐encased enclosure, this simple reaction set‐up allows 
for a room temperature irradiation in which the air temperature does not exceed 30 °C and the water‐
cooled plate has a constant temperature of 23–25 °C. 
  Using this set‐up, irradiations were performed on 45–50 mg of recrystallized material for each of 
the six trans‐asastilbenes (1, 12‐16), as well as on cis‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine, with time points 
taken at 10 minute intervals for the first 2 hours, and at 30 minute to 1 h intervals thereafter. Analysis of 
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each sample was accomplished using 1HNMR, with 0.5–1 mg of the crude reaction mixture dissolved in 
approximately 0.75 mL of CDCl3. In most cases differentiation between the eight expected cyclobutane 
isomers could be accomplished based on the 1HNMR assignments made previously for the various 
isomers of compound 2. An example of peak assignment for the crude irradiation spectrum of 
compound 13, showcasing the ability to distinguish between photoproducts using 1HNMR, is shown in 
figure 4.11. For each photolysis the percent composition of every component in the reaction mixture 
was determined based on the peaks arising from the vinyllic protons of the starting material (cis and 
trans alkenenyl as well as cyclobutyl peaks). These values were then plotted vs. time, and an exponential 
least‐squares curve was fitted to each data set (see figure 4.12 for example photolysis curves).  
 
 
Figure 4.11. 1HNMR of crude reaction mixture for the solid‐state irradiation of 13 at 24 h. 
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Figure 4.12. Photolysis time courses with fitted exponential curves for (a) trans‐2,4,‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 
1 and (b) trans‐2,4‐dichloro‐6‐(2‐(pyridin‐2‐yl)vinyl)pyrimidine 15. 
 
The half‐lives (t1/2) for the formation of each component and the percent composition of each 
component in the final photolysis mixture, along with the same values for all combined cyclobutane 
isomers, are shown in tables 4.2 and 4.3, respectively. Study of these tables reveals somewhat 
contradictory trends. Based on our initial hypothesis, those systems that are adequately polarized, i.e. 
having one electron‐withdrawing and one electron‐donating ring, should provide the htt r‐ctt isomer 
preferentially, and one would expect that the more polarized the azastilbene, the faster this reaction 
would proceed (smaller t1/2). While the dichlorostryrylpyridine 14 reacts exclusively to form the htt r‐ctt 
isomer with a satisfactory rate (t1/2 app. 4 times that for the similar reaction of 1), it is unique among the 
set of derivatives. Even the highly polarized, 4’‐methoxystyrylpyrimidine 16 fails to selectively produce 
the htt r‐ctt isomer (ca. 39% conversion, t1/2 ca. 33 times that of 1)), and instead the hth r‐ctt isomer is 
the major isomer formed. The significantly‐less polarized triazastilbene 15 produces comparable results 
to those observed with 16, although surprisingly, the reaction proceeds twice as fast as for the 
irradiation of 16 and even more strongly favors the formation of the hth dimer (81.3 to 18.7% for the 
hth and htt r‐ctt dimers, respectively). 
In contrast to the solid‐state irradiation results for the highly‐polarized stilbene systems, the 
azastilbenes designed to decrease the overall polarity across the conjugated ‐system (12 and 13) 
reacted as expected, with very little conversion to the htt r‐ctt dimer even with extended irradiation 
times. The dimethoxy‐substituted compound, 12, was especially inert to photolysis, converting to the 
htt r‐ctt dimer in only 4.7% after 24 h. As seen with the initial irradiation of 1, essentially no cis/trans 
isomerization takes place in the crystalline material. The only exception to this is the photolysis of 13, 
which produced a small amount of the cis‐styrylpyrimidine (6.5 %) over the course of 24 h.   
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Table 4.2. t1/2’s for the photoproducts of the solid‐state irradiation of azastilbenes 1, 12‐16.  
t1/2 (min) of formation 
azastilbene  cisb  
comb. 
CBsc 
htt 
r‐ctt 
htt 
r‐tct 
hth 
r‐ctt 
hth 
r‐tct 
1  ‐  9.8  9.8  ‐  ‐  ‐ 
12  ‐  14200  28800  ‐  28400  ‐ 
13  498  1994  6730  5.29X1015  3850  19657 
14  ‐  39.1  39.1  ‐  ‐  ‐ 
15  ‐  45.4  160  ‐  34.2  ‐ 
16  ‐  201  331  ‐  243  ‐ 
cis‐1a  N/A  213  213  ‐  ‐  ‐ 
Notes: a) cis‐2,4,‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine. b) respective cis‐azastilbene. c) t1/2 calculated from curve formed by total % 
composition of all cyclobutanes in the reaction mixture. 
 
 
Table 4.3. Percent composition of the photoproducts of the solid‐state irradiation of azastilbenes 1, 12‐16. 
 % composition at end of irradiation 
azastilbene 
irr. 
time  trans  cisb 
comb. 
CBsc 
htt 
r‐ctt 
htt 
r‐tct 
hth 
r‐ctt 
hth 
r‐tct 
1  40  0 0 100 100 0 0  0 
12  1440  90.5 0 9.5 4.7 0 4.8  0 
13  1440  55.9 6.5 37.5 15.4 5.8 10.4  6.0 
14  180  0 0 100 100 0 0  0 
15  300  0 0 100 18.7 0 81.3  0 
16  540  4.0 0 96.0 38.7 0 57.3  0 
cis‐1a  540  0 0 100 100 0 0  0 
Notes: a) cis‐2,4,‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine. b) respective cis‐azastilbene. c) % composition of all cyclobutanes in the 
reaction mixture. 
 
Molecular modeling of azastilbene interactions 
  While intuitive knowledge of organic chemistry allows for a relative ordering of the azastilbenes 
based on polarity across the ‐system (16>1>14>15>13>12), ‐stacking is an effect mitigated by more 
subtle electronic effects and not simply by oppositely‐paired electrostatic charge.40,41 Consequently, it is 
more difficult to predict the effect that increasing the electron withdrawing and/or donating nature of 
the aryl rings would have on the ‐stacking stability of the azastilbenes. To provide a quantitative 
understanding of this stabilization and how it is influenced by the variance in polarity of the 
azastilbenes, high level density‐function theory (M062X) and Møller‐Plesset (MP2) calculations were 
performed. The azastilbene monomers were first minimized using a conformational search and a low 
level Hartree‐Fock basis set. At this point, further geometric minimization using a 6-31G(d,p) M062X 
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basis set was performed on the monomers as well as on‐stacking ‘dimers’ that were oriented in either 
a head‐to‐tail or head‐to‐head manner, with the crystal structures described below acting as the starting 
point for the dimer minimizations. After the geometric minimizations were complete, final energy 
calculations were performed using both 6-311+G(2d,p) M062X and MP2 basis sets. Because calculations 
from MP2 basis‐sets generally show inappropriately high levels of intermolecular interactions due to 
basis set overlap, the raw energies were corrected for basis‐set superposition error, producing high‐
accuracy spin‐component scaled MP2 (SCS‐MP2) energies.  
  Monomer/monomer interaction or ‘binding’ energies can be calculated from these results by 
simply subtracting twice the electronic energy of the isolated monomer from that of the stacked dimers. 
The interaction energies as calculated by M062X and SCS‐MP2 basis sets are listed in table 4.4. Although 
the results of the M062X and SCS‐MP2 calculations do not coincide exactly, the trends and relative 
changes in binding energy are maintained across the two basis sets for each of the compounds. This 
suggests that these trends in binding energy are real, not simply an anomaly of the calculation type, and 
thus should provide a basis for comparison of experimental and computation‐based data.  
 
Table 4.4. Azastilbene interaction energies. 
  interaction energies 
(kcal/mole) 
azastilbene  M062X SCS‐MP2
1  ‐15.81 ‐16.95
12  ‐6.39 ‐6.32
13  ‐11.77 ‐12.38
14  ‐14.81 ‐15.90
15  ‐14.24 ‐15.22
16  ‐17.80 ‐18.86
 
 
  A graphical examination of the correlation between SCS‐MP2 interaction energies and the 
formation of the htt r‐ctt dimers from solid‐state irradiation is shown in figure 4.13. Based on the 
presumption that compounds which exhibit a higher binding energy would pack more tightly in the 
head‐to‐tail configuration, one would expect that azastilbenes which release more energy upon 
interaction would produce the htt r‐ctt cyclobutane with greater speed and in greater yield.  While this 
holds true for compounds 1, 12, 13, and 14, from figures 4.13b and 4.13c it is apparent that monomers 
15 and 16 do not react as expected in the solid‐state. Due to the large interaction energy of azastilbene 
16, it was anticipated that the reaction rate and yield for the htt dimer would be comparable or higher 
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than that of compound 1. Nonetheless, the opposite is true: 16 forms the htt r‐ctt dimer with a rate 
more than 300 times slower than that of 1, and in only 39% yield as compared to the quantitative 
conversion of 1 to 2. Additionally, based on the close binding energies exhibited by 13 and 15 one would 
expect these two to have similar t1/2’s for the formation of the htt r‐ctt. As with 16, 15 fails to perform as 
expected and reacts to form the htt dimer with a rate six times slower than that of 14. More striking is 
the lack of regioselectivity observed in the irradiation of 15, which produces the htt dimer in only 19% 
yield, while 14 is quantitatively converted to the htt r‐ctt cyclobutane. 
 
 
Figure 4.13. Correlation between SCS‐MP2 interaction energies and the formation of cyclobutanes under solid‐
state irradiation conditions. (a) t1/2 vs. interaction energy. (b) blow‐up of plot showing t1/2 vs. interaction energy 
with only first four points shown. (c) % composition of cyclobutanes at final irradiation time vs. interaction 
energy. 
 
In addition to determining binding energies, electrostatic potentials were calculated for each 
monomer and head‐to‐tail ‐stacking pair. These potentials are shown projected on a van der Waals 
surface in figure 4.14 (blue = +0.02 hartrees and red = ‐0.02 hartrees). Unfortunately, visual inspection 
of these surfaces fails to provide significant insight into which systems are more polarized; while a 
difference in electrostatic potential obviously exists across the aromatic rings of each compound, from 
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the ESPs it is impossible to grade this level of polarity. More visually satisfying is the increase of polarity 
observed across monomers as they interact in the htt dimer formation (bottom row of figure 4.14). This 
change in electrostatic potential is anticipated as the ‐systems begin to feed into one another, 
accentuating the charge differential in place across the azastilbene. 
 
Figure 4.14. Electrostatic potential surfaces of azastilbenes (middle row) and their head‐to‐tail interacting 
dimers (bottom row). 
 
Crystal structures of trans‐azastilbenes 
  To understand the disconnect between the binding energies and reactivity of compounds 15 
and 16, single‐crystal X‐ray structures of the azastilbene monomers 1 and 16 were obtained and 
compared. As anticipated from both the experimental results and computation work, 2,4‐dichloro‐6‐
styrylpyrimidine 1 packs in an array of infinite columns in a head‐to‐tail manner (figure 4.15). There are 
two unique columns contained in each unit cell; these alternate with distances between the monomers 
being either 3.543 Å or 3.775 Å. The short distance and planarity between the alkene double bonds 
suggests that the [2+2] photocycloaddition between monomers of 1 should proceed under 
topochemical control, and this is indeed the case. 
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Figure 4.15. X‐ray crystal structure of trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 1. 
 
  The X‐ray crystal structure of azastilbene 16 is more intriguing. Based on the push‐pull nature of 
the aromatic rings and the large interaction energy exhibited by the head‐to‐tail dimer of 16, one would 
expect crystal packing to mimic that of 1. Nevertheless, as shown in figure 4.16, the 4’‐
methoxyazastilbene packs in a head‐to‐head array with multiple infinite columns contributing to the unit 
cell. Each of these columns is coordinated with the C2‐rotated column adjacent to it in such a way that it 
produces a pair of columns that allow for interaction of the positively charged methyl group on the 
benzene ring with the negatively charged chlorides of the pyrimidine (refer to figure 4.14 for 
visualization of these electrostatic potentials). While unsubstantiated by calculations, it is possible that it 
is this inter‐column interaction in the bulk crystal that provides the impetus for the intra‐columnar 
stacking of the seemingly less‐favored head‐to‐head conformation (15.05 vs. 18.86 kcal/mol binding 
energy for the hth vs. htt dimers).  
For all the monomers in the crystal of 16 there is only a single inter‐alkene distance of 4.164 Å. 
This places the reacting double bonds at the limits of the distance in which the topochemical principles 
are considered to operate. Nonetheless, with the crystal structure of 16 in hand, the regio and 
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stereochemistry observed upon its solid‐state irradiation can readily be explained. Indeed, it appears 
that photolysis of 16 also proceeds under topochemical control, producing the hth r‐ctt dimer 
preferentially (57.3 % conversion). It is more difficult to justify the large percent (38.7) of the htt r‐ctt 
isomer formed from this reaction. Two main explanations for the loss of topochemical control have 
been presented in the literature.8,29 Both of these argue that the non‐topochemical isomers are 
produced at defects in the crystal. In one view these defects are present in the crystal at the beginning 
of irradiation and are continually propagated as the non‐topochemical isomer forms. The other 
argument concludes that formation of topochemical dimers causes local disruption in the crystal lattice. 
This eventually produces defects in which a new crystal phase is formed during the photolysis, from 
which the non‐topochemical isomer arises. The presence of the htt isomer upon irradiation of 16 could 
be justified according to either of these posits. Although a crystal structure was not obtained for 15, it 
seems likely that the regio and stereoselectivity observed in its photoproducts arise from mechanisms 
similar to those in play for 16. 
 
Figure 4.16. X‐ray crystal structure of trans‐2,4‐dichloro‐6‐(4‐methoxystyryl)pyrimidine 16. 
 
Crystal structure of cis‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 
  As shown in tables 4.2 and 4.3, the solid‐state irradiation of cis‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 
(cis‐1) produces 2 in yields equivalent to the irradiation of the trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 1, 
albeit at a significantly decreased rate (t1/2 of 213 min. vs 9.8 min. for the trans isomer). There are two 
possible routes of formation of the htt r‐ctt dimer from the crystalline cis‐azastilbene. As shown in the 
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top pathway of scheme 4.4, it is possible that cis‐1 crystallizes in such a manner that the reacting double 
bonds are parallel to each other, with the aryl rings of each alternating monomer oriented away from 
one another. If the [2+2] photocycloaddition then proceeded under topochemical control, cyclobutane 2 
would be formed selectively. Alternatively, it is possible that the crystalline cis‐1 first undergoes light‐
initiated cis/trans isomerization to 1, which then reorients to form microcrystals that react to give 2, as 
observed upon irradiation of the recrystallized trans isomer (bottom pathway of scheme 4.4). 
 
 
Scheme 4.4. Formation of cyclobutane 2 from cis‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine. 
 
 
To differentiate between the two pathways depicted in scheme 4.4, an X‐ray crystal structure 
was obtained of the cis‐1 starting material. As shown in figure 4.17, the unit cell of cis‐1 also contains 
multiple infinite columns which are packed in such a manner that the alkenyl double bonds are parallel 
to one another. Nonetheless, if the stereochemistry of the photoproducts was determined by the solid‐
state molecular packing, one would expect to isolate the hth r‐ccc isomer, and not the observed htt r‐ctt 
cyclobutane. Additionally, measurement of the space between the reacting double bonds in the cis‐1 
crystal show that they are separated by 5.131 Å, a distance too far too allow cycloaddition without 
significant perturbation of the surrounding crystal lattice. From these observations, it becomes obvious 
that formation of 2 from cis‐1 cannot be proceeding under topochemical control, and the alternate 
pathway must be considered.  
Evidence for cis/trans isomerization in the solid‐state photolysis of cis‐1 is shown by the 
presence of the trans isomer 1 in the reaction mixture upon as little as 20 minutes of irradiation. The 
composition of 1 maintains a fairly constant range of 3–10% throughout the irradiation, until it 
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disappears near the completion of the reaction. The absence of crystal packing amenable to the 
formation of off the htt r‐ctt cyclobutane, and the confirmed presence of 1 in in the reaction mixture, 
strongly suggest that the conversion of cis‐1 to 2 proceeds through the trans‐azastilbene intermediate. 
 
Figure 4.17. X‐ray crystal structure of cis‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine. 
 
Solution‐state irradiation of azastilbene derivatives  
  After elucidation of the X‐ray crystal structure of 16, it became clear that the stereo and 
regiochemistry observed upon irradiation of this compound were due to its molecular packing in the 
solid state. This packing overcame the inherent polarity and associated energetic preference for head‐
to‐tail packing demonstrated in the gas phase calculations of the 4’‐methoxyazastilbene (similar 
considerations likely apply to the triazastilbene, 15). We became interested in discovering whether this 
bias towards head‐to‐head photoproducts for 15 and 16 could be reversed by irradiation in solution, 
which would eliminate the constraints enforced by the structured crystal lattice. To this end, 40 mM 
solutions of each azastilbene in CDCl3 were prepared and subsequently irradiated in sealed borosilicate 
NMR tubes. Photolysis was accomplished using the same arrangement as described for the solid‐state 
irradiations, and all of the azastilbene samples were irradiated simultaneously so as to minimize 
uncontrollable variability. The percent composition of each sample after 24 h of photolysis is shown in 
table 4.5.  
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Table 4.5. Percent composition of solution‐state irradiation mixture of azastilbenes at 24 h. 
  % composition 
Aza‐
stilbene  transa  cisb 
htt 
r‐ctt 
htt
r‐cct + 
r‐ctc 
htt 
r‐tct 
htt 
r‐ccc 
hth 
r‐ctt 
hth
r‐tcc + 
r‐ctc 
hth 
r‐tct 
htt 
r‐ccc 
Peri‐
cyclic 
pdtc 
comb 
CBsd 
1  29.9  30.6  21.3  1.9  5.2  0.0  4.9  0.0  4.0  2.3  0.0  39.5 
12  32.5  61.2  1.9  0.1  0.0  0.0  0.5  0.6  0.0  0.0  3.1  3.2 
13  35.0  57.2  4.3  0.5  0.3  0.0  1.1  0.0  0.1  1.6  0.0  8.0 
14  39.9  49.2  7.4  0.0  0.6  0.6  1.3  0.0  0.0  1.0  0.0  10.9 
15e  65.5  22.9  0.0  0.0  3.5  0.0  2.3  0.0  4.3  1.5  0.0  11.6 
16  27.3  14.0  46.3  1.7  5.0  0.0  4.6  0.0  1.1  0.0  0.0  58.7 
Notes: a) respective cis azastilbene. b) respective cis‐azastilbene. c) respective benzo[f]quinolone or benzo[f]quinazoline. d) 
% composition of all cyclobutanes in the reaction mixture. e) decomposition/precipitation of SM/pdt upon irradiation. 
 
 
  The most striking, though anticipated, change that the solution‐state irradiations exhibit in 
comparison to those of the solid‐state is the preference for light‐initiated trans/cis isomerization of the 
azastilbene over cycloaddition, and for all compounds except 15 and 16, at 24 h of irradiation time the 
cis monomer is the predominant component of the reaction mixture. Additionally, as might be expected 
from solution irradiations, there is a loss of regio and stereoselectivity observed for most of the 
azastilbene samples. This is especially striking for the irradiation of 1 and 14, which, in the solid‐state, 
had been quantitatively converted to the htt r‐ctt isomer. While the htt r‐ctt isomer continues to be the 
major cyclobutane formed, the appearance of multiple other isomers in the reaction mixtures attests to 
the topochemical control the crystal lattice plays for these compounds in the solid‐state. In addition to 
the htt r‐tct and hth r‐ctt and r‐tct dimers observed as products of the solid‐state irradiations, the 
solution‐state irradiations also produced varying amounts of the previously identified htt r‐cct and r‐ctc, 
and hth r‐tcc and r‐ctc isomers. Due to the overlap in most cases of the 1HNMR peaks of the htt r‐cct and 
r‐ctc isomers, as well as the htt r‐cct and r‐ctc isomers, the percent composition of these compounds are 
combined as shown in table 4.5. Intriguingly, in four of the six samples there appears to be the presence 
of a ninth cyclobutane dimer, the hth r‐ccc isomer. This assignment is based on the presence of two 
distinct doublets located between 3.9 and 4.3 ppm in the 1HNMR, depending on the azastilbene 
irradiated (in the photolysis of 13 these peaks presumably overlap to form an apparent quartet at 4.04 
ppm). The assignment of the htt r‐ccc isomer to these peaks is negated by the splitting pattern (doublet 
vs. triplet). The presence of multiple methoxy peaks in the irradiation spectra of 12 and 16 make it 
impossible to confirm or deny the presence of the hth r‐ccc dimer in these reaction mixtures, and it 
should be noted that under these irradiations conditions, the triazastiblene 15 reacts to form insoluble 
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photoproducts which preclude the accurate measurement of the reaction components by NMR. Two 
additional products of note include the possible formation of the htt r‐ccc dimer from 14 (based on an 
otherwise unexplained singlet at 4.01 ppm) and the associated benzo[f]quinazoline, formed upon the 
irradiation of 12. Benzo[f]quinazoline isolation upon irradiation of diazastilbenes has been described 
extensively elsewhere.42‐45 
  Regardless of the presence of multiple cyclobutane isomers in the solution‐state irradiation 
mixtures, in every instance except for compound 15, the htt r‐ctt isomer was produced in the greatest 
yield. The percent composition of the htt r‐ctt adducts as well as of the total combined cyclobutane 
products from the azastilbene solution irradiations are displayed, plotted against the SCS‐MP2 binding 
energy calculated for each compound in figure 4.18 (compound 15 has been excluded from this analysis 
based on the insolubility of its photoproducts). In contrast to the solid state photolysis, the solution 
irradiations display a consistent relationship between the binding energy of the azastilbenes and the 
yield of the htt r‐ctt dimer, and an exponential least‐squares curve fitting provides a coefficient of 
determination (R2‐value) of 0.96. A similar analysis of the percent composition of all the combined 
cyclobutanes in each reaction mixture produces a somewhat worse fit, with an R2‐value of 0.83, 
reflecting the expectation that the head‐to‐tail binding energy provides a better predictive measure of 
htt r‐ctt dimer formation than that of cyclobutane formation as a whole. 
 
Figure 4.18. Correlation between SCS‐MP2 interaction energies and the formation of cyclobutanes under 
solution‐state irradiation at 24 h.  
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DISCUSSION 
The range of solid‐state photochemical results presented here tends to reinforce the 
conclusions made by Schmidt and coworkers when they first presented their topochemical postulates.8‐
11,46 Namely, the crystal structure of trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 1 displays a molecular packing 
in which the double bonds undergoing [2+2] photocycloaddition are parallel to one another and 
separated by less than 4.0 Å. As would be expected from this orientation, the htt r‐ctt dimer 2 is formed 
in quantitative yield in a short amount of time with even moderate‐intensity light sources (t1/2 of less 
than 10 min). When azastilbenes of similar or increased polarity across the ‐system were irradiated in 
the solid state, the results initially proved contradictory. While the less polarized trans‐2,4‐dichloro‐6‐
styrylpyridine 14 also quantitatively produced the htt r‐ctt cyclobutane, albeit with a longer half‐life than 
for the reaction of 1, the similarly polar triazastilbene 15 and significantly more polarized 4’‐
methoxystyrylpyrimidine 16 preferentially produced the hth r‐ctt dimer. X‐ray examination of 16 sheds 
light on these results, as it shows a consistent head‐to‐head arrangement of the azastilbene monomers 
with an inter‐alkene distance just under 4.2 Å. With this data in hand, it is clear that the irradiation of 16 
also proceeds under topochemical control to produce the head‐to‐head dimer. An easy extension of this 
analysis allows one to conclude that compounds 14 and 15 are likely under similar control, proceeding 
from the head‐to‐tail and head‐to‐head crystal forms, respectively. 
  A major focus of this work was the effort to correlate the polarity of interacting ‐systems with 
their photoreactivity in the solid‐state. To better gauge the effect that changing aryl substituents would 
have on the polarization of the azastilbenes, high‐level DFT and MP2 calculations were performed in 
both the monomer and ‘dimer’ state. These calculations provided interaction or binding energies which 
could then be correlated to the azastilbene photoreactivity. Gratifyingly, the trends in binding energy 
mimicked those that would have been predicted from an intuitive analysis of the stilbenes, based on 
generally accepted electron withdrawing and electron donating properties of the aryl rings and their 
substituents. More importantly, these calculations provide quantitative values that can be compared 
mathematically to the rates and percent compositions obtained from the various photolysis reactions. 
  It was hypothesized that those compounds that exhibited greater interaction energies (i.e., had 
more polarized ‐systems) would have crystal packing in which the monomers were more closely 
oriented in a head‐to‐tail manner. As a consequence of this presumed tight head‐to‐tail packing, it was 
anticipated that the rate of formation of and the selectivity for the htt r‐ctt dimers would be greater for 
those proceeding from more polar starting material. When this hypothesis was tested through solid 
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state irradiation of six azastilbenes, it failed to provide the outcomes expected. While these results can 
be rationalized by an analysis of the X‐ray crystal structures of the starting materials, as described 
above, the unexpected crystal packing of 15 and 16 highlight the great unpredictability associated with 
rational crystal engineering and the limits that this unpredictability places on the use of solid‐state 
photochemistry to produce synthetically useful products with good control over stereo and 
regioselectivity. Indeed, there has been great interest in this field recently and significant strides have 
been made in the use of various intermolecular templating agents to increase photoreactivity and 
selectivity in the solid state.47 These include the use of hydrogen‐bonding,48‐57 metal‐lone pair 
interactions,58‐60 halogen‐bonding,61 and encapsulation approaches.62‐64 There has been less work in the 
area of crystal engineering involving the direct design of molecules that in‐and‐of‐themselves pack in a 
specific and reactive manner. While examples exist of hydrogen‐bonding enforced diastereoselective 
solid‐state photochemical reactions,65 the majority of these examples focus on engineering a push‐pull 
system in which one arene ring of the diarylethylene system preferentially interacts with the oppositely 
polarized ring or alkene.20,21,66,67 Undoubtedly, this ‘neat’ approach to crystal engineering involving 
designed hydrogen‐bonding or ‐ interactions, in which no secondary organizing agent is required, is 
more efficient. Unfortunately, as described here, efforts to design crystals in this manner can be 
frustratingly unfruitful, and it may prove that templating techniques are more versatile in their 
application and hence more useful.52 
  To our knowledge, this is the first attempt to correlate photoreactivity in the solid‐state with 
calculated ‐system to ‐system interaction energies. Similar comparisons of irradiation results and the 
polarity of extended ‐systems have been made, but only in a generalized fashion.23,31,68 Our work in this 
area was only partially successful, largely due to the unexpected crystal packing of 15 and 16. If these 
compounds are excluded from the analysis shown in figure 4.13, the hypothesized relationship between 
binding energy and the percent composition of the htt r‐ctt dimer in the reaction mixture and the 
inverse relationship between interaction energy and t1/2 become apparent. Indeed, as molecular 
orientation inside the crystal controls the outcome of irradiation for crystalline solids and prediction of 
crystal packing remains an un‐mastered problem, it seems unlikely that the stereoselective synthesis of 
cyclobutane derivatives through this approach will remain little more than a hit‐and‐miss situation for 
the foreseeable future.  
Unlike the solid‐state irradiations, the solution reactions show a consistent exponential 
relationship between the percent composition of the htt r‐ctt dimer in the photolysis mixture and 
binding energy of the azastilbenes. Of special note is the observation that the cyclobutane formed 
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preferentially from  azastilbene 16, which has the highest calculated htt interaction energy of the six 
irradiated compounds, switches from the hth r‐ctt dimer formed in the solid‐state to the anticipated htt 
r‐ctt dimer in solution. The excellent correlation observed for selective solution‐state formation of the 
htt r‐ctt dimer and binding energy suggests that designing stilbene‐type compounds that exhibit 
sufficiently large computational binding energies may be a generally applicable method for attaining 
solution [2+2] photocycloadditions that proceed in synthetically useful regio and stereochemical yields. 
Further experimental work would do much to confirm the generality of solution reactivity based on 
interaction energies. 
 
CONCLUSION 
  Here we reported the discovery of a solid‐state topochemically controlled [2+2] 
photocycloaddition between two molecules of trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 1 to quantitatively 
form the associated htt r‐ctt cyclobutane dimer. Through solution irradiations, eight of the ten possible 
cyclobutane isomers formed from the dimerization of 1 were isolated and identified. The spectral 
assignments from this analysis were applied to the solid and solution‐state photochemical reactions of 1 
and five other azastilbene derivatives (compounds 12–16) that contained varying degrees of polarization 
across their extended ‐systems. Interaction energies between two azastilbene monomers were 
calculated for each compound using high level DFT and electron correlation calculations. While it proved 
difficult to predict the preferential formation of the htt r‐ctt dimer in the solid‐state based on these 
calculations, due to unpredictable crystal packing of two of the azastilbenes (15 and 16), there was a 
strong correlation between binding energies and htt r‐ctt cyclobutane formation for all starting 
materials in solution. It is proposed that the calculation of interaction energies may be a good general 
tool for the prediction of successful stereo and regioselective photocycloaddition in solution for 
stilbene‐type compounds. 
 
EXPERIMENTAL 
General Synthetic Methods. All reagents were used as purchased. THF, Ether, CH2Cl2, and DMF used in 
reactions were dried using a solvent delivery system (neutral alumina column). Solvents used for 
extraction and flash chromatography were reagent or ultima grade, purchased from either Aldrich or 
Fisher Scientific. All reactions were run under dry N2 atmosphere except where noted. Flash column 
chromatography was performed on Silica P Flash Silica Gel (40‐64 M, 60 Å) from SiliCycle® or using a 
Teledyne ISCO CombiFlash MPLC system equipped with Redisep Gold silica gel columns. 1HNMR, 
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13CNMR, and NOE spectra were obtained on 500 MHz Varian® FT‐NMR spectrometers. Except where 
noted, both low and high resolution mass spectra were obtained using electrospray ionization on either 
a Micromass Q‐Tof Ultima or Waters Quattro instrument.  
trans‐2,4‐Dichloro‐6‐styryl‐pyrimidine 1. Based on the coupling described by Tan et al.69  trans‐2‐
Phenylvinylboronic acid (2.546 g, 17.2 mmol), K3PO4 (7.307 g, 34.4 mmol), and PdCl2(PPh3)2 (0.362 g, 
0.52 mmol) were dissolved in 100 mL THF. To this mixture, 2,4,6‐trichloropyrimidine (3.156 g, 17.2 
mmol) dissolved in 20 mL THF was added producing a cloudy yellow suspension. H2O (15 mL) were 
added and the now clear solution was heated at reflux for 7 h. Approximately 100 mL of H2O were 
added, and the biphasic mixture was extracted three times with ether. The combined organic layers 
were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary 
evaporator. The product purified by column chromatography (5–10% EtOAc in hexanes) to provide 1 
(3.1613 g, 73%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 6.95 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.22 (s, 1 H), 7.41 (m, 3 H), 
7.59 (dd, J=7.45, 2.08 Hz, 2 H), 7.96 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 117.1, 123.0, 
128.2, 129.2, 130.6, 134.8, 140.9, 160.7, 162.8, 166.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C12H9N2Cl2+ 251.0143, 
found 251.0101. m.p. 119‐121 °C (recryst. from EtOAc/hex). 
Solution irradiations of trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 1 in benzene, acetonitrile, and methanol. 
Solutions of 750 mg (2.98 mmol) of 1 were prepared in 150 mL of benzene, acetonitrile, or methanol. 
The resulting solution was placed in a photochemical reaction assembly consisting of a water‐cooled 
borosilicate immersion well and surrounding photochemical reactor, and was subsequently degassed 
with vigorous bubbling of N2 gas for 1.5 h. Irradiation was performed using a 450 W Hanovia medium‐
pressure mercury arc‐lamp for 4‐5 hours, with mixing of the solution accomplished by continuous 
bubbling of N2 through the reaction mixture. 
cis‐2,4‐Dichloro‐6‐styryl‐pyrimidine 1. Isolated from solution irradiations of 1 in benzene, acetonitrile, 
or methanol. 1HNMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 6.49 (d, J=12.22 Hz, 1 H), 7.01 (s, 1 H), 7.15 (d, J=12.43 Hz, 
1 H), 7.27 ‐ 7.33 (m, 2 H), 7.33 ‐ 7.38 (m, 3 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 118.7, 126.2, 128.6, 
128.7, 129.1, 134.8, 140.6, 160.6, 161.8, 167.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C12H9N2Cl2+ 251.0143, found 
251.0140. m.p. 47‐48 °C (recryst. from hexanes). 
Isolation of 1,3‐bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐2,4‐diphenylcyclobutanes 2–5 and 7‐10. The reaction 
mixtures from the preceding solution‐state irradiations of 1 were combined, and separation of the 
photoproducts accomplished by multiple rounds of flash column chromatography using EtOAc/hexanes. 
Additional separations involving preparative thin‐layer chromatography were necessary to isolate some 
of the lower yielding photoproducts (developed with EtOAc/hexanes or CH2Cl2/EtOAc). 
138 
 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 2 (htt r‐ctt isomer). 1HNMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 4.64 (dd, J=10.30, 7.30 Hz, 2 H), 4.84 (dd, J=10.25, 7.32 Hz, 2 H), 6.93 (s, 2 H), 7.15 ‐ 7.19 
(m, 6 H), 7.25 (d, J=7.50 Hz, 4 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 44.9, 47.3, 119.2, 127.2, 127.5, 128.4, 
137.1, 160.1, 161.8, 172.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 501.0211.  
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 3 (htt r‐cct isomer). 1HNMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 4.36 (t, J=10.13 Hz, 2 H), 4.63 (t, J=9.64 Hz, 1 H), 5.22 (t, J=10.74 Hz, 1 H), 6.92 (d, 
J=6.84 Hz, 2 H), 6.97 (s, 2 H), 7.02 ‐ 7.10 (m, 3 H), 7.32 (t, J=7.08 Hz, 1 H), 7.40 (t, J=7.32 Hz, 2 H), 7.44 (d, 
J=7.08 Hz, 2 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 42.9, 48.5, 48.8, 118.6, 121.6, 126.7, 127.43, 127.45, 
128.36, 128.9, 129.3, 134.7, 160.3, 162.0, 172.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 
501.0207.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,c‐4‐diphenylcyclobutane 4 (htt r‐ctc isomer). 1HNMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 4.40 (t, J=8.68 Hz, 1 H), 4.63 (t, J=9.43 Hz, 2 H), 5.25 (t, J=10.29 Hz, 1 H), 6.90 (s, 1 H), 
7.13 (d, J=7.29 Hz, 6 H), 7.22 (t, J=7.93 Hz, 4 H), 7.49 (s, 1 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 45.8, 46.7, 
50.2, 119.0, 120.8, 126.2, 127.1, 128.3, 136.8, 159.2, 161.2, 162.0, 162.8, 172.0, 173.8. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 501.0220. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐t‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 5 (htt r‐tct isomer). 1HNMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 3.78 (t, J=9.54 Hz, 2 H), 4.20 (t, J=9.65 Hz, 2 H), 7.14 (s, 2 H), 7.27 (d, J=6.86 Hz, 4 H), 7.31 
(d, J=7.29 Hz, 2 H), 7.37 (t, J=7.90 Hz, 4 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 47.7, 52.1, 118.5, 124.9, 
126.8, 127.7, 129.0, 139.7, 162.6. 173.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 
501.0202. 
r‐1,c‐2‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐t‐3,t‐4‐diphenylcyclobutane 7 (hth r‐ctt isomer). 1HNMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 3.97 (AA’BB’, 2 H), 4.09 (AA’BB’, 2 H), 7.13 (s, 2 H), 7.30 (d, J=7.07 Hz, 6 H), 7.37 (t, 
J=7.07 Hz, 4 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 49.2, 50.2, 118.8, 127.0, 127.6, 128.9, 140.2, 161.1, 
162.6, 172.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 501.0201. 
r‐1,t‐2‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐3,c‐4‐diphenylcyclobutane 8 (hth r‐tcc isomer). 1HNMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 4.27 ‐ 4.33 (q, J=8.55 Hz. 2 H), 4.49 (t, J=8.79 Hz, 1 H), 5.13 (t, J=10.74 Hz, 1 H), 6.87 
(s, 1 H), 7.13 (t, J=8.06 Hz, 4 H), 7.21 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 7.37 (d, J=4.15 Hz, 4 H), 7.44 (s, 1 H). HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 501.0208. 
r‐1,c‐2‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐t‐3,c‐4‐diphenylcyclobutane 9 (hth r‐ctc isomer). 1HNMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 4.57 (quin, J=9.46 Hz, 2 H), 4.76 (t, J=9.77 Hz, 1 H), 4.97 (dd, J=10.62, 8.91 Hz, 1 H), 
6.79 (d, J=0.49 Hz, 1 H), 6.83 (dd, J=7.57, 1.71 Hz, 2 H), 6.95 (d, J=8.06 Hz, 2 H), 6.98 ‐ 7.03 (m, 3 H), 7.08 
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(t, J=7.08 Hz, 1 H), 7.15 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 7.57 (s, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, 
found 501.0195. 
r‐1,t‐2‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐3,t‐4‐diphenylcyclobutane 10 (hth r‐tct isomer). 1HNMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 3.95 ‐ 3.98 (AA’BB’ q, 2 H) 4.07 ‐ 4.11 (AA’BB’ q, 2 H) 7.12 (s, 2 H) 7.28 ‐ 7.32 (m, 6 H) 
7.35 ‐ 7.39 (m, 4 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 46.4, 47.0, 119.4, 126.8, 127.7, 128.4, 137.9, 
160.2, 162.8, 173.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 501.0200. 
trans‐2,4‐Dimethoxy‐6‐styrylpyrimidine 12. Dissolved 0.500 g (1.99 mmol) of trans‐2,4‐dichloro‐6‐
styrylpyrimidine 1 in 10 mL of 25%, by weight, NaOMe/MeOH. The resulting solution was heated at 
reflux for 12 h. After being cooled to room temperature, the reaction was extracted from water three 
times with Et2O. The combined organic layers were washed with saturated NaCl solution and dried over 
anhydrous MgSO4, and solvent removed with a rotary evaporator. The crude solid was recrystallized 
from EtOAc/hexanes to give 0.174 g (0.72 mmol, 36% yield) of pure 12. 1HNMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
4.00 (s, 3 H), 4.07 (s, 3 H), 6.35 (s, 1 H), 6.95 (d, J=15.63 Hz, 1 H), 7.34 (t, J=7.57 Hz, 1 H), 7.39 (t, J=7.32 
Hz, 2 H), 7.59 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.87 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 53.7, 54.6, 
99.5, 125.5, 127.4, 128.7, 128.9, 135.8, 136.1, 164.0, 165.1, 172.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C14H15N2O2+ 
243.1134, found 243.1127. m.p. 47‐48 °C (recryst. from EtOAc/hexanes). 
trans‐4‐Styrylpyrimidine 13. Samplees of 0.400 g (3.5 mmol) 4‐chloropyrimidine, 0.516 g (3.5 mmol) 
trans‐2‐phenylvinylboronic acid, 0.074 g (0.105 mmol) Pd(Cl2)(PPh3)2, and 2.23 g (10.5 mmol) K3PO4 were 
combined in 26 mL THF. To this heterogeneous mixture, 3.24 mL of H2O were added. The resulting 
solution was heated at reflux overnight. The reaction was allowed to cool to room temperature, and 
approximately 50 mL of water were added. The resulting biphasic mixture was extracted three times 
with ether. The combined organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the 
solvent removed with a rotary evaporator. The product purified by column chromatography (25% EtOAc 
in hexanes) to provide pure 13 (0.442 g, 70% yield). 1HNMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 7.02 (d, J=15.87 Hz, 
1 H), 7.26 (d, J=5.15 Hz, 1 H), 7.30 ‐ 7.41 (m, 3 H), 7.56 (d, J=7.07 Hz, 2 H), 7.86 (d, J=15.86 Hz, 1 H), 8.63 
(d, J=5.15 Hz, 1 H), 9.15 (s, 1 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 118.4, 125.5, 127.6, 128.7, 129.3, 
135.5, 137.4, 157.2, 158.8, 162.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C12H11N2+ 183.0922, found 183.0919. m.p. 
70‐71 °C (recryst. from EtOAc/hexanes). 
trans‐2,4‐Dichloro‐6‐styrylpyridine 14. Samples of 0.500 g (2.74 mmol) 2,4,6‐trichloropyridine, 0.487 g 
(3.29 mmol) trans‐2‐phenylvinylboronic acid, 0.057 g (0.082 mmol) Pd(Cl2)(PPh3)2, and 1.17 g (5.48 
mmol) K3PO4 were combined in 20 mL THF. To this heterogeneous mixture, 2.5 mL of H2O were added. 
The resulting solution was heated at reflux for 20 h. After being cooled to room temperature, the 
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resulting residue was extracted from water with three times with ether. The combined organic layers 
were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary 
evaporator. The product  was purified by column chromatography (5‐10% EtOAc in hexanes) to provide 
pure 14 (0.323 g, 47% yield). 1HNMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 7.01 (d, J=16.08 Hz, 1 H), 7.19 (s, 1 H), 7.25 
(s, 1 H), 7.34 (t, J=7.07 Hz, 1 H), 7.40 (t, J=7.50 Hz, 2 H), 7.57 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 7.70 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 
13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 120.6, 121.9, 125.1, 127.4, 128.8, 129.0, 135.6, 135.7, 145.8, 151.7, 
157.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C13H10NCl2+ 250.0190, found 250.0188. m.p. 36‐38 °C (recryst. from 
EtOAc/hexanes). 
trans‐2,4‐Dichloro‐6‐(2‐(pyridin‐2‐yl)vinyl)pyrimidine 15. A sample of 27 mg of NaH (0.67 mmol, 60% 
dispersion in mineral oil) was added to 4 mL THF. To this suspension, 2,4‐dichloro‐6‐methylpyrimide 
(0.100 g, 0.61 mmol) dissolved in 2 mL THF was added. The resulting cloudy yellow solution was stirred 
for 10 minutes at room temperature, after which 140 L (1.23 mmol) of 2‐pyridylcarboxaldehyde was 
added dropwise. Upon complete addition of the aldehyde, the reaction mixture turned from a cloudy 
yellow to a clear orange. The reaction was stirred at room temperature for 30 minutes, quenched with 
H2O, and extracted three times with ether. The combined organic layers were washed with saturated 
NaCl solution, and dried over anhydrous magnesium sulfate. After removal of solvent by rotary 
evaporator, the resulting residue was purified by CombiFlash on a silica gel column using a 0 – 50%, 1% 
TEA in EtOAc/hexanes gradient elution to provide 46 mg (0.18 mmol, 30% yield) of 15. 1HNMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 7.26 (s, 1 H), 7.29 (ddd, J=7.56, 4.77, 1.18 Hz, 1 H), 7.46 (d, J=7.72 Hz, 1 H), 7.56 (d, 
J=15.44 Hz, 1 H), 7.75 (td, J=7.66, 1.82 Hz, 1 H), 8.00 (d, J=15.22 Hz, 1 H), 8.67 (d, J=3.65 Hz, 1 H). 13C 
NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 118.2, 124.2, 125.1, 126.7, 137.0, 139.0, 150.2, 152.9, 160.6, 163.0, 165.9. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C11H8N3Cl2+ 252.0095, found 252.0095. m.p. 153‐154 °C (recryst. from 
EtOAc/hexanes). 
trans‐2,4‐Dichloro‐6‐(4‐methoxystyryl)pyrimidine 16. A sample of 108 mg of NaH (2.70 mmol, 60% 
dispersion in mineral oil) was added to 8 mL THF. To this suspension, 2,4‐dichloro‐6‐methylpyrimide 
(0.200 g, 1.22 mmol) dissolved in 4 mL THF was added. The resulting cloudy yellow solution was stirred 
for 5 minutes at room temperature, after which 150 L (1.23 mmol) 4‐methoxybenzaldehyde was added 
dropwise. The reaction stirred at room temperature under a constant weak stream of nitrogen with the 
N2 efflux passing directly from the flask through a needle fitted with a Drierite drying tube. Under these 
conditions, the solvent was allowed to slowly evaporate, leaving behind a reddish orange solid. The 
residue was dissolved in CH2Cl2 and extracted from water three times. The combined organic layers 
were washed with saturated NaCl solution, and dried over anhydrous magnesium sulfate. After removal 
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of solvent by rotary evaporation, the resulting residue was purified by CombiFlash on a silica gel column 
using a 35%‐100% CH2Cl2/hexanes gradient elution to provide 54 mg (0.19 mmol, 15% yield) of 16. 
1HNMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.86 (s, 3 H), 6.81 (d, J=15.65 Hz, 1 H), 6.94 (d, J=8.79 Hz, 2 H), 7.18 (s, 1 
H), 7.55 (d, J=8.79 Hz, 2 H), 7.92 (d, J=15.86 Hz, 1 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 55.4, 114.5, 
116.4, 120.5, 127.5, 129.8, 140.5, 160.4, 161.5, 162.3, 166.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C13H11N2OCl2+ 
281.0248, found 281.0249. m.p. 127‐128 °C (recryst. from EtOAc/hexanes). 
Solid‐state irraditions/rate studies. Irradiations were accomplished using a 68 W compact fluorescent 
lightbulb (TCP 28968RP, 300 W incandescent equivalent, 2700 K color temperature ) placed in a 0.5 m3 
box that was completely encased in aluminum foil. With this set‐up the air‐temperature in the 
irradiation box did not rise above 30 °C, and the temperature on the water‐cooled plate was a constant 
23‐25 °C. Prior to irradiation of each sample, the bulb was allowed to warm up for at least 30 minutes. 
For each irradiation 45 to 50 mg of azastilbene (compounds 1, 12–16, each recrystallized from 
EtOAc/hexanes) was ground to a fine powder using a mortar and pestle. The powder was then spread 
evenly on a water‐cooled borosilicate glass plate over an area approximately 9X9 cm. The sample was 
then covered with a borosilicate glass plate, which was firmly pressed into place to further ensure an 
even distribution of the solid. The samples were placed approximately 7–8 cm beneath the 68 W bulb 
and irradiated for times ranging from 2 to 24 h, depending on the rate of photocycloaddition. Time 
points were taken every 10 minutes for the first 2 hours and generally every 30 to 60 minutes 
thereafter. Time‐point samples were obtained using a microspatula after brisk removal of the cover 
slide, and efforts were made to ensure that these samples were representative of a broad area of the 
irradiated solid. The crude irradiation samples were dissolved in CDCl3, and analyzed for relative 
integration of proton signals using a Varian 500 MHz narrow‐bore spectrometer.  
Solution‐state irradiations/rate studies. The same irradiation set‐up used for the solid‐state rate studies 
was used for the solution‐state rate studies with the exception that the samples were not water‐cooled. 
For each sample, 40 mM solutions of each azastilbene (compounds 2, 12–16) in CDCl3 were placed in 
sealed borosilicate NMR tubes. The samples were irradiated simultaneously for 24 hours, removed from 
the light source, and directly analyzed by 1HNMR using a Varian 500 MHz narrow‐bore spectrometer. 
Evaporated solvent was replaced, and the samples were irradiated for an additional 24 h. This was 
repeated 5 times for a total of 120 h of irradiation. 
Data analysis. Data analysis for the solid‐state reactions was accomplished using Graphpad Prism 5.0, 
fitted to a first order exponential decay curve. Data analysis for solution‐state reactions was performed 
using OriginPro 8.5, with data fitted to an exponential least‐squares fit curve. 
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Molecular Modeling Calculations. Molecular modeling calculations were performed using Guassian 09. 
Azastilbene monomers (compounds 1, 12‐16) were initially submitted to geometric minimization with 6‐
31+G* Hartree‐Fock basis set. Starting geometries for the head‐to‐tail and head‐to‐head dimer energy 
calculations were based on the crystal structures for compounds 1 and 16, respectively. Geometric 
minimizations for both the monomers and dimers were performed using a DFT M062X 6‐31G(d,p) basis 
set. Final single‐point energy calculations were performed at this optimized geometry, but were 
calculated using both 6‐311+G(2d,p) M062X and MP2 basis‐sets. Hartree‐Fock, M062X, and MP2 
Interaction or binding energies were calculated directly from the electronic energy values obtained from 
the 6‐311+G(2d,p) calculations by subtracting the twice the monomer energy from that of the dimer 
energy. SCS‐MP2 binding energies were obtained using scaling factors of 1/3 for the  and 6/5 for the 
 and  paired electronic spin states. Electrostatic potentials were generated on Gaussview 5 using 
an M062X basis set.  
Crystallography.  Single‐crystal X‐ray analysis was performed on either a Bruker Molecular Analysis 
Research Tool (SMART/APEXII) or Bruker X8ApexII (APEX). Cyclobutane 2 was recrystallized from MeOH. 
The azastilbenes 1, cis‐1 and 16 were recrystallized from EtOAc/hexanes. Crystal and structure 
refinement data are shown in tables 4.6–4.9 below. 
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Table 4.6. Crystal and structure refinement data for trans‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine 1. 
Empirical formula  C12H8Cl2N2
Formula weight  251.10
Temperature  193(2) K
Wavelength  0.71073 Å
Crystal system  Triclinic
Space group  P ‐1
Unit cell dimensions  a = 7.3168(14) Å a= 87.087(3)°. 
  b = 10.967(2) Å b= 77.914(3)°. 
  c = 14.476(3) Å g = 79.985(3)°. 
Volume  1118.4(4) Å3   
Z  4
Density (calculated)  1.491 Mg/m3   
Absorption coefficient  0.550 mm‐1   
F(000)  512
Crystal size  0.36 x 0.12 x 0.08 mm3   
Theta range for data collection 1.89 to 25.69°.
Index ranges 
‐8<=h<=8, ‐13<=k<=13, 
0<=l<=17   
Reflections collected  16822
Independent reflections  8412 [R(int) = 0.0000]
Completeness to theta = 25.69° 99.8 %
Absorption correction  Integration
Max. and min. transmission  0.9591 and 0.8548
Refinement method  Full‐matrix least‐squares on F2   
Data / restraints / parameters 8412 / 0 / 290
Goodness‐of‐fit on F2  0.973   
Final R indices [I>2sigma(I)]  R1 = 0.0555, wR2 = 0.1009
R indices (all data)  R1 = 0.1327, wR2 = 0.1202
Largest diff. peak and hole  0.357 and ‐0.278 e.Å‐3   
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Table 4.7. Crystal and structure refinement data for cis‐2,4‐dichloro‐6‐styrylpyrimidine cis‐1. 
Empirical formula   C12H8Cl2N2
Formula weight   251.10
Temperature   193(2) K
Wavelength   0.71073 Å
Crystal system   Monoclinic
Space group   P2(1)/n  
Unit cell dimensions  a = 13.6016(11) Å a= 90°. 
  b = 5.1312(4) Å b= 94.686(4)°. 
  c = 16.3770(12) Å g = 90°. 
Volume  1139.17(15) Å3   
Z  4
Density (calculated)  1.464 Mg/m3   
Absorption coefficient  0.540 mm‐1   
F(000)  512
Crystal size  0.23 x 0.03 x 0.02 mm3   
Theta range for data collection 1.87 to 25.42°.
Index ranges  ‐16<=h<=14, ‐6<=k<=6, ‐19<=l<=19
Reflections collected  14830
Independent reflections  2113 [R(int) = 0.0833]
Completeness to theta = 25.42° 100.0 % 
Absorption correction  Integration
Max. and min. transmission  0.9923 and 0.9306
Refinement method  Full‐matrix least‐squares on F2   
Data / restraints / parameters 2113 / 0 / 145
Goodness‐of‐fit on F2  1.018   
Final R indices [I>2sigma(I)]  R1 = 0.0375, wR2 = 0.0695
R indices (all data)  R1 = 0.0759, wR2 = 0.0810
Largest diff. peak and hole  0.207 and ‐0.235 e.Å‐3   
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Table 4.8. Crystal and structure refinement data for r‐1,t‐3‐bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐
diphenylcyclobutane 2 
Empirical formula   C24H16Cl4N4   
Formula weight   502.21   
Temperature   193(2) K   
Wavelength   0.71073 Å   
Crystal system   Monoclinic   
Space group   P 21/c     
Unit cell dimensions  a = 17.0237(6) Å  a= 90°. 
  b = 9.7682(3) Å  b= 93.164(2)°. 
  c = 14.0662(4) Å  g = 90°. 
Volume  2335.52(13) Å3   
Z  4   
Density (calculated)  1.428 Mg/m3   
Absorption coefficient  0.527 mm‐1   
F(000)  1024   
Crystal size  0.50 x 0.38 x 0.18 mm3   
Theta range for data collection  2.40 to 27.61°.   
Index ranges  ‐22<=h<=21, ‐12<=k<=12, ‐18<=l<=18   
Reflections collected  24937   
Independent reflections  5325 [R(int) = 0.0275]   
Completeness to theta = 27.61°  97.9 %    
Absorption correction  Integration   
Max. and min. transmission  0.9185 and 0.8047   
Refinement method  Full‐matrix least‐squares on F2   
Data / restraints / parameters  5325 / 193 / 320   
Goodness‐of‐fit on F2  1.015   
Final R indices [I>2sigma(I)]  R1 = 0.0454, wR2 = 0.1094   
R indices (all data)  R1 = 0.0706, wR2 = 0.1271   
Largest diff. peak and hole  0.415 and ‐0.348 e.Å‐3   
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Table 4.9.  Crystal and structure refinement data for trans‐2,4‐dichloro‐6‐(4‐methoxystyryl)pyrimidine 16 
Empirical formula   C13H10Cl2N2O   
Formula weight   281.13   
Temperature   193(2) K   
Wavelength   0.71073 Å   
Crystal system   Monoclinic   
Space group   P2(1)/c     
Unit cell dimensions  a = 4.1640(3) Å  a= 90°. 
  b = 26.7440(19) Å  b= 92.945(4)°. 
  c = 11.3686(8) Å  g = 90°. 
Volume  1264.36(16) Å3   
Z  4   
Density (calculated)  1.477 Mg/m3   
Absorption coefficient  0.501 mm‐1   
F(000)  576   
Crystal size  0.385 x 0.229 x 0.131 mm3   
Theta range for data collection  1.52 to 25.35°.   
Index ranges  ‐5<=h<=5, ‐32<=k<=31, ‐13<=l<=13   
Reflections collected  20587   
Independent reflections  2293 [R(int) = 0.0471]   
Completeness to theta = 25.35°  99.7 %    
Absorption correction  Integration   
Max. and min. transmission  0.9551 and 0.8731   
Refinement method  Full‐matrix least‐squares on F2   
Data / restraints / parameters  2293 / 0 / 164   
Goodness‐of‐fit on F2  0.909   
Final R indices [I > 2 sigma(I)]  R1 = 0.0325, wR2 = 0.1058   
R indices (all data)  R1 = 0.0474, wR2 = 0.1212   
Largest diff. peak and hole  0.187 and ‐0.325 e.Å‐3   
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CHAPTER 5: SYNTHESIS AND EVALUATION OF TETRA‐ARYL CYCLOBUTANES AS DISRUPTORS OF 
ESTROGEN AND ANDROGEN RECEPTOR ACTION 
 
INTRODUCTION 
  Natural products and other bioactive compounds that contain cyclobutanes as core structural 
components are relatively rare. Most of the naturally occurring molecules in this class are the result of a 
sunlight‐initiated [2+2] cycloaddition of either a stilbene or cinnamic acid‐like precursor, leading to a 
symmetric or quasi‐symmetric tetra‐substituted cyclobutane dimer.1‐6 Coincidentally, examples of novel 
synthetically‐derived bioactive cyclobutane‐core compounds have also been isolated from the 
accidental photodimerization of drug candidates containing photo‐active ‐systems.7,8 Despite their 
rarity, multiply‐substituted cyclobutanes are intriguing as scaffolds for molecular probes and drug 
candidates due to their inherent three‐dimensionality, a characteristic that has become increasing 
argued as necessary for the successful development of small‐molecule inhibitors of protein/protein 
interactions.  
Our interest in the use of cyclobutane‐containing scaffolds for the development of second‐site 
inhibitors for the estrogen and androgen receptors began somewhat serendipitously. As described in 
the previous chapter, the lack of protection of styrylpyrimidine 1 from ambient light led to its 
quantitative conversion to cyclobutane 2 over the course of approximately one month. This was 
discovered only when the reaction shown by the top arrow of scheme 5.1 was attempted, and it became 
clear from mass spectrometry and NMR analysis that the bis(2,4‐diisobutylaminopyrimid‐6‐
yl)cyclobutane 3 was isolated instead of the anticipated 2,4‐diaminostyrylpyrimidine. Analysis of the 
‘starting material’ showed that compound 3 had indeed formed from the dimer of 1, as diagramed in 
the bottom pathway of scheme 5.1. As part of our continued screening efforts, cyclobutane 3 was 
analyzed using the ER TR‐FRET assay described in chapter 2 and was found to have an inhibitory activity 
(Ki) of approximately 1 M, making it one of the most potent ER/SRC disruptors reported at that time. 
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Scheme 5.1. Accidental formation of cyclobutane‐core endocrine receptor disruptor 3. 
 
RESULTS 
Synthesis of tetra‐aryl cyclobutane‐core endocrine receptor disruptors (ERDs) 
  Following the discovery of the surprisingly good activity of cyclobutane 3, a small library of 
bis(2,4‐diaminopyrimid‐6‐yl)cyclobutanes was synthesized. As for the formation of 3, the symmetrically‐
substituted tetra‐aminocyclobutanes proceed from 2 under simple SNAr conditions in neat amine 
(scheme 5.2). In addition to the symmetric tetra‐aminocyclobutanes, four unsymmetrical compounds 
were also synthesized, as outlined in scheme 5.3. Selective addition at the 4‐position of a single 
pyrimidine ring is accomplished via a palladium‐catalyzed amination, using LiHMDS to effect amine 
deprotonation.9 Notably, the use of the sterically‐hindered LiHMDS strongly disfavors the formation of 
the product epimerized at the site ‐to‐the‐pyrimidine that is observed in reactions of 2 involving other 
strong bases (as mentioned in chapter 4). After synthesis of the mono‐amine intermediate, the 
remaining aryl chlorides are peraminated under conditions analogous to those used for the formation of 
the symmetric tetra‐amino derivatives to give the final unsymmetrically‐substituted products. 
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Scheme 5.2. Synthesis of symmetrically‐substituted bis(2,4‐diaminopyrimid‐6‐yl)cyclobutanes. 
 
 
Scheme 5.3. Synthesis of unsymmetrically‐substituted bis(2,4‐diaminopyrimid‐6‐yl)cyclobutanes. 
   
While initial results from cell‐based assays on the tetra‐aminocyclobutane library displayed 
promise, concerns arose that the alkyl substituents and non‐polar nature of the tetra‐aryl cyclobutane 
core combined to create compounds that are not adequately soluble in aqueous solutions. To this end, 
four different solubilizing‐moieties were incorporated onto the periphery of the cyclobutanes, with trial 
compounds based on the N‐propyl derivative of 4, which shows submicromolar potency in ER TR‐FRET 
and luciferase assays.  
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Scheme 5.4. Synthesis of tetra‐aryl cyclobutanes with solubilizing substituents. 
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The synthesis of the four solubilized derivatives is arranged in scheme 5.4, progressing clockwise 
from the compound with the least solubilizing substituent on the top (the 4‐pyrimidyl sulfide of 2‐
mercaptoethanol) to most solubilizing (the 4,4’‐pyrimidyl bis‐sulfide of 2‐aminoethanthiol) at the 
bottom. Starting from cyclobutane 2, intermediate 7 is formed by the Et3N‐accelerated addition of 2‐
mercaptoethanol selectively to the 4‐position of the pyrimidine to create the aryl sulfide. This is 
followed by peramination in neat propylamine to form the final compound 8. Under similar conditions, 
the disulfide of the t‐butylcarbamate of 2‐aminoethanthiol is created from 2 to form compound 9. 
Peramination followed by removal of the Boc group with TFA provides the final terminal amine 10. 
Alternatively, the synthesis of the glycine addition product 13 is accomplished by direct removal of the 
Boc group from 9 to give 11, which then undergoes coupling with the in situ‐generated mixed anhydride 
of Boc‐Glycine to give 12. Peramination with propylamine and removal of the second protective group 
leads to the final glycine conjugate 13. Finally, the addition of two equivalents of Boc‐protected 2‐
aminoethanthiol to cyclobutane 2 under the same conditions used to form 9 gives compound 14. Again, 
peramination and Boc removal provide the final compound, the symmetric di‐terminal 
aminocyclobutane 15. 
  The cyclobutane derivatives containing solubilizing substituents, compounds 8, 10, 13, and 15, 
were analyzed for their ability to disrupt the ER/SRC interaction using both the ER TR‐FRET and 
luciferase assays. Figure 5.1 shows the activity of these compounds in the cell‐based assay. Of the four 
compounds, there is a distinct left‐shift in activity for the cyclobutanes that contain either one or two 2‐
aminoethanthiol substituents on the pyrimidine rings (10 and 15), with the bis‐sulfide 15 showing the 
greater activity of the two (approx. 1 M). While still active, the terminal hydroxyl‐substituted and 
glycine‐conjugated cyclobutanes 8 and 13 appear to be either less soluble than the derivatives with 
terminal amines (i.e. compound 8) or are too large to fit in the binding pocket/groove (compound 13). 
 
Figure 5.1. Activity of cyclobutanes with solubilizing substituents in the ER luciferase reporter‐gene assay 
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  Based on the ability to optimize the activity of the analogous tetra‐propylamino substituted 
cyclobutane 4 while also improving aqueous solubility, the di‐terminal amino core demonstrated by 
compound 15 was chosen as the scaffold for further development. Accordingly, a library of 10 different 
bis(4‐(2‐aminoethyl)thio‐2‐alkylamino)pyrimid‐6‐yl cyclobutanes of class 16 was synthesized from 14 in 
a manner consistent with the formation of 15 (scheme 5.5).  
 
Scheme 5.5. Library synthesis of bis(4‐(2‐aminoethyl)thio‐2‐alkylamino)pyrimid‐6‐yl cyclobutanes.  
   
In addition to enhancing aqueous solubility, the effects of both stereo and constitutional 
isomerization around the cyclobutane ring were explored. This was accomplished by the exhaustive 
amination with propylamine of an additional five of the eight isolated regio and stereo isomers from the 
irradiation of styrylpyrimidine 1 (figure 5.2). Cyclobutanes prepared from the photolysis of trans‐2,4‐
dichloro‐6‐styrylpyridine, trans‐2,4‐dichloro‐6‐(2‐(pyridin‐2‐yl)vinyl)pyrimidine, and trans‐2,4‐dichloro‐
4’‐methoxystyrylpyrimidine were also isolated and submitted to SNAr amination conditions, producing 
the four tetrapropylaminocyclobutanes shown in figure 5.3. Together, the biological results from these 
two sets of compounds allow for a more in depth analysis of the roles the cyclobutane core and the 
electronic nature of the aromatic rings play in the affinity of the compounds for the hormone receptor 
surface. 
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Figure 5.2. Isomeric cyclobutane‐core endocrine receptor disruptors. 
 
 
Figure 5.3. Tetra‐aryl cyclobutane‐core endocrine receptor disruptors containing various aromatic substituents. 
 
  To explore the effects of pyrimidyl substituents attached through atoms other than nitrogen, a 
set of 14 different alkoxy pyrimidine derivatives was generated. The synthesis of these compounds is 
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accomplished by the reaction of tetrachloro cyclobutane 2 with the sodium alkoxide dissolved in the 
corresponding alcohol under mild to moderate heating (scheme 5.6). The strongly basic conditions of 
these reactions cause epimerization alpha‐to‐the‐pyrimdine, and consequently the tetra‐alkoxy 
compounds of class 25 and the corresponding stereoisomers 26 are isolated in ratios ranging from 2:1 to 
1:1 (25:26). The dipyrimidinedione cyclobutanes 27 and 28 were subsequently synthesized from the 
benzylated derivatives of 25 and 26 by hydrogenolytic removal of the benzyl protecting groups. Finally, 
subjection of methoxylated 25 and 26 to BF3∙SMe2 in methylene chloride selectively produces the 
monopyrimidinediones 29 and 30. 
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Scheme 5.6. Synthesis of alkoxylated and hydroxylated cyclobutane derivatives. 
   
Initial screening of the cyclobutane‐core endocrine receptor disruptors for androgen receptor 
activity showed especially strong inhibition of AR‐responsive endogenous genes by the methoxylated 
variant of 25. Chemical exploration around this result included not only the other alkoxylated variants 
described in scheme 5.6, but also led to the development of both sulfur and carbon‐linked pyrimidine 
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substituents. As depicted in scheme 5.7, the tetrasulfide derivatives 31 and 32 are synthesized from 
cyclobutane 2 under similar conditions applied to the formation of the alkoxylated cyclobutanes, with 
the exception that the thiol addition is performed in refluxing THF as opposed to neat alcohol. After 
separation of the two epimeric sulfide products, persulfonylation is accomplished by mCPBA to produce 
the terminal compounds 33 and 34. To form the alkylated analogues of 25, cyclobutane 2 is reacted with 
an alkyl Grignard reagent in the presence of Fe(acac)3 and N‐methyl‐2‐pyrrolidinone in THF (scheme 
5.8).10 Interestingly, these conditions are not basic enough to cause epimerization, and only a single 
stereoisomer, 35, is isolated. 
 
Scheme 5.7. Synthesis of sulfide and sulfone‐substituted cyclobutanes. 
 
 
Scheme 5.8. Synthesis of alkylated cyclobutane‐core endocrine receptor disruptors. 
   
In addition to the endocrine receptor disruptors described above, two fluorescent molecular 
probes based on the cyclobutane scaffold were also synthesized. To accomplish this, the ‘solubilized’ 
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cyclobutane containing a single terminal amine, 10, was reacted with either the diacetate‐protected 
form of the NHS‐ester of 5‐carboxyfluorescein or the NHS‐ester of Cy5 to produce the fluorescent 
compounds 36 and 37 (scheme 5.9). These compounds are highly water‐soluble and retain their ability 
to disrupt the ER/SRC interaction, allowing them to act as probes of direct cyclobutane binding to ER in 
the TR‐FRET assays as described below. 
 
Scheme 5.9. Synthesis of fluorophore‐labeled cyclobutane‐core endocrine receptor disruptors. 
 
Biological effects of cyclobutane‐core ERDs on estrogen receptor activity11 
  Our approach to the analysis of cyclobutane ERD activity has been bipartite, with the screening 
of estrogen receptor antagonist activity involving mainly protein‐based in vitro assays and the work with 
the androgen receptor founded almost completely on more complex cellular assays. These two 
approaches are complementary to one another, for while the fluorescently‐labeled protein‐based 
protocols allow for the direct probing of specific protein‐protein interactions and consequently give 
insight into the mode of action of the compound, the cell‐based assays provide models that not only 
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show the potency of a compound but allow for the measurement of that potency in a number of 
different ways (luciferase output, endogenous gene expression, etc.). Additionally, inherent in cellular 
screening is the ability to measure the toxicity of compounds, a hurdle which must be overcome for the 
in vitro activity to be meaningful biologically.   
As briefly mentioned above, the initial screening of the symmetrically‐substituted tetra‐amino 
cyclobutane‐core ERDs was accomplished using a TR‐FRET assay as previously described in chapter 2. For 
review, this assay employs a site‐specifically labeled terbium/streptavidin‐biotin/ER‐LBD construct and 
a fluorescein‐labeled nuclear receptor domain of the steroid receptor coactivator 3 (SRC‐3‐NRD). In the 
presence of agonist (17‐estradiol) and the absence of an inhibitor, the SRC‐3‐NRD binds to the ER‐LBD, 
allowing transfer of fluorescence resonance energy from the Tb donor to the fluorescein acceptor. Upon 
disruption of this complex, fluorescence resonance energy transfer decreases, and a dose‐dependent 
inhibition curve from which Ki values for the various compounds can be calculated. An unlabeled peptide 
containing the NR Box II (LXXLL motif) of SRC‐1, a natural coactivator of ER, is used as a positive control.  
The inhibition constants (Ki’s) from the ER/SRC‐3 TR‐FRET assay for the symmetric tetra‐amino 
cyclobutanes 3–4j are listed in table 5.1. In general, this class of compounds shows a distinct binding 
preference for those molecules that contain smaller alkyl substituents on the pyrimidine rings, and 
disruption of the ER/SRC‐3 complex readily occurs (Ki ≤ 2 M) when the R‐group is three carbons or less 
(4a–4d, 4h). Four carbons at each site are tolerated when a straight chain alkyl group is appended (4e), 
but when the bulkier isobutyl moiety is present (3) binding is reduced eight fold (Ki = 8.6 vs 1.10 M). 
Larger cyclobutanes containing either straight‐chain or branched alkyl groups of five or six carbon atoms 
(4f–4g, 4i), fail to disrupt the the SRC‐3/ER interaction and appear instead to cause a decrease in FRET 
due to precipitation at high concentrations (as observed by excessively‐steep, non‐sigmoidal binding 
curves). A similar effect is observed with the benzylated derivative 4j, although precipitation seems to 
occur at a lower concentration of ERD. 
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Table 5.1. Binding constants of htt r‐ctt tetra‐aminocyclobutane ERDs. 
 
Cmpd #  R‐group  ER Ki (M)  ER RBA 
SRC‐1‐II  CLTERHKILHRLLQE 0.058 ± 0.017  – 
4a  0.193  0.026 
4c    1.699  0.018% 
4d  0.067 ± 0.005  0.006% 
4e  1.016  0.018% 
4f  22.220 (precipitation)  0.007% 
4g  146.800 (precipitation)  0.001% 
4h    0.410  0.002% 
3  8.604 (precipitation)  0.003% 
4i  823.100 (precipitation)  0.005% 
4j  11.660 (precipitation)  0.002% 
 
Apart from this general size‐exclusion, which may be due at least in part to the limited solubility 
of these compounds, there is no readily distinguishable trend in the htt r‐ctt tetra‐amino cyclobutanes. 
The methylated compound 4a, has a Ki that is approximately an order of magnitude better than that of 
the ethyl derivative 4c (0.193 vs 1.699 M). Correspondingly, one would expect that the propyl analogue 
4d would show worse inhibition than either of the smaller cyclobutanes, yet this compound is the most 
potent in this class with a Ki of 67 nM. The derivative containing the isopropyl moieties (4h) also has a 
surprisingly low Ki (0.410 M) when compared to the ethyl and isobutyl derivatives (Ki = 1.699 and 8.604 
M, respectively), which suggests that the three‐carbon substituents may best fill the ERD binding site 
without overwhelming it. 
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  Analysis of the cyclobutane CBIs containing aqueous solubilizing groups, compounds 15–16, 
proceeded as for the tetra‐amino derivatives, and the inhibition constants (Ki’s) from the ER/SRC‐3 TR‐
FRET assay for these compounds are listed in table 5.2. Comparison amongst these compounds 
produces no general identifiable trend, and very little preference for either large or small substituents is 
shown. Spanning the methylated derivative 16a to the benzylated compound 16i, the Ki’s occupy a 
range of approximately 1 M to 3 M, with essentially no systematic activity differentiation between 
shorter/longer or bulky/non‐bulky side groups. The two exceptions to this low micromolar activity are 
the propyl and hexyl derivatives 15 and 16e. These compounds each disrupt the ER/SRC‐3 interaction 
with a Ki of about 0.5 M (0.400 and 0.514 M, respectively). While it may be anticipated from the 
results with the tetra‐amino cyclobutanes that compound 15 would be a high‐affinity binder, it is 
surprising that the hexyl derivative 16e gives comparable results, especially considering the fact that 16c 
and 16d, containing n‐butyl and n‐pentyl groups, have Ki’s two to four times as high as that for either the 
n‐propyl or n‐hexyl compounds (2.121 and 1.064 M).  
The surprisingly good activity of compound 16e, as well as the ability of even the bulky isopentyl 
and benzyl derivatives to retain activity comparable to that achieved by tetra‐amino cyclobutanes with 
smaller alkyl substituents (compare to compounds 4c and 4e) attests to the success of the 2‐
aminoethanethiol groups as aqueous solubilizing agents. While the potency of the propyl derivative 15c 
is significantly decreased from the ‘unsolubilized’ propyl analogue 4d (400 vs. 67 nM, respectively), this 
trend is reversed with the compounds containing larger alkyl substituents. All of the tetra‐amino 
substituted cyclobutanes containing alkyl groups with five or more carbons (4f–g, 4i–j) were insoluble at 
concentrations necessary to cause ER/SRC‐3 disruption, yet the comparably‐substituted solubilized 
compounds (16d–e, 16h–i) consistently exhibited activity below 3 M. Despite the inability of the di‐
terminal amines to provide compounds with greater potency than their less‐soluble counterparts, these 
results demonstrate the efficacy of this approach, supplying a broader range of active compounds for 
future introduction into cell‐based models. 
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Table 5.2. Binding constants of htt r‐ctt solubilized cyclobutane ERDs. 
 
Cmpd #  R‐group  ER Ki (M)  ER RBA (%) 
SRC‐1‐II  CLTERHKILHRLLQE  0.058 ± 0.017  – 
16a    1.334 ± 0.643  0.017% 
16b    1.213 ± 0.419  0.009% 
15  0.400 ± 0.169  0.016% 
16c  2.121 ± 0.680  – 
16d  1.063  – 
16e  0.514 ± 0.392  – 
16f    2.144 ± 1.073 
0.044% 
16g    1.162  0.016% 
16h  0.950  – 
16i  3.209 ± 1.885  0.011% 
 
  Based on the excellent activity of the propyl compound 4d, a small library was synthesized 
exploring the effects of stereo and constitutional isomerism on the tetra‐amino tetra‐aryl cyclobutanes 
(table 5.3). Two stereo isomers of 4d, compounds 17 and 18, as well as one regioisomeric compound, 
19, are shown in table 5.3. In all three cases there is a significant loss in potency. The htt r‐cct isomer 17 
and the hth r‐ctt isomer 19 retain inhibitory activity, although the affinity of the compounds for ER is 
reduced significantly (Ki = 1.452 and 0.616 M, respectively, vs. 0.067 M for 4d). Interestingly, the htt r‐
tct isomer 18 loses all inhibitory activity for the ER/SRC interaction. It is not clear why this simple 
epimeric change from compound 17 affects binding, but in all of the ER‐active cyclobutane ERDs there is 
at least one adjacent cis arene‐arene relationship, a motif that is lost in the all‐trans 18. 
  Table 3 also contains three examples of tetra‐aryl cyclobutanes substituted with arenes other 
than pyrimidine and benzene. In compound 21 the pyrimidine ring of 4d is replaced by the analogous 
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pyridine, while in compounds 23 and 24 the pyridine ring is retained while the benzene is replaced with 
a pyridine. The pyridyl compound 21 retains good activity, although at a concentration 10 times that of 
4d (0.707 vs. 0.067 M). The hexa‐aza compound 23 is also active, but has a Ki about four times higher 
(0.263 M) than that of the comparable phenyl‐substituted compound 4d. Nonetheless, it should be 
noted that compound 23 with a Ki of 0.263 M is among the most potent cyclobutane ER ERDs, and the 
increased solubility and different electronic nature provided by the basic pyridine rings may prove 
beneficial in cell‐based assays. Surprisingly, compound 24 appears to inhibit in a non‐competitive 
manner and likely precipitates out of solution at concentrations necessary for ER disruption. 
  Although not directly designed to mimic the ER‐interacting residues of hormone 
receptor coactivators as were the pyrimidine‐core CBIs described in chapter 2, it was assumed that the 
bulky cyclobutane‐core ERDs were too large to invade the internal ligand binding site of the receptor 
and consequently were disrupting the ER/SRC‐3 interaction by binding at the surface of the protein. As 
for the pyrimidine‐core CBIs, a selection of the cyclobutane ERDs was subjected to analysis by an ER 
radiometric ligand binding competition assay. The binding affinities of the CBIs relative to the tracer and 
standard, estradiol, are expressed as relative binding affinity (RBA) values and are shown in tables 5.1 
through 5.3. All of the compounds assayed had ER RBAs of less than 0.05%, suggesting that at the 
concentration of estradiol present in the TR‐FRET assay (1 M), the inhibition observed cannot be due to 
displacement of hormone and that the compounds are indeed affecting SRC‐3 binding through a surface 
interaction. 
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Table 5.3. Binding constants of isomeric cyclobutanes and tetra‐aryl cyclobutanes containing aromatic rings 
other than pyrimidine and benzene 
Cmpd #  Structure  ER Ki (M)  ER RBA 
17 
Ph
Ph
NN
N
N HN
HN
N
H
NH
1.452 ± 1.317  – 
18 
Ph
Ph
NN
N
N HN
HN
N
H
NH
No Inhibition  <0.001% 
19  0.616  <0.001% 
21 
N
N
HN
N
H
H
N
NH
0.707 ± 0.192  – 
23 
N
NN N
N
N HN
HN
NH
N
H
0.263 ± 0.255  – 
24  4.400 (precipitation)  0.001% 
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  In a continued effort to define the mode of action of the cyclobutane‐core compounds, a dual 
TR‐FRET assay was designed in which fluorescein‐labeled SRC‐3 was competitively titrated off Tb‐labeled 
ER using the Cy‐5‐conjugated ERD 37. A graph showing the displacement of the SRC‐Fluorescein, along 
with the concomitant binding of 37 to ER, is shown in figure 5.4. The results of this assay strongly 
support the conclusion that disruption of the ER/SRC complex is a direct consequence of ERD binding to 
ER, and not to a site on the SRC.  
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Figure 5.4. ER TR‐FRET competition curves with Cy5‐labeled ERD, 37, and SRC‐3‐Fluorescein. 
Although the RBA and dual FRET assays described above fairly conclusively show that 
cyclobutane ERD activity is based on surface binding to ER, they provide little help in determining the 
actual surface interaction site. In addition to the coactivator groove, there have been multiple peptide 
and protein binding sights discovered on the estrogen receptor surface,12‐18 and it is possible that 
binding to any of these sites could cause allosteric inhibition of SRC complexation. Nevertheless, the 
most obvious place for surface ERD binding and corresponding disruption of SRC/ER interaction is the 
coactivator groove itself. If the cyclobutane compounds are directly competing with the labeled SRC‐3 
for occupation of the coactivator binding site, the IC50 dose‐response curve of the ERDs should shift to 
the right in the presence of increasing concentrations of coactivator (giving a constant Ki). Accordingly, 
cyclobutane 4d, the solubilized cyclobutanes 15–16 and the various cyclobutanes from table 5.3 were 
analyzed using the ER TR‐FRET assay at three different concentrations of SRC ranging from 2–50 nM. As 
anticipated, when the SRC‐1 box II peptide is subjected to this same analysis a nearly perfect correlation 
between SRC concentration and IC50 is observed (figure 5.5a). The cyclobutanes show a range of 
responses to increased SRC‐3 concentration. The IC50 shift demonstrated in the curves obtained with 4d 
(figure 5.5b) are suggestive of a compound that competes directly with SRC. Cyclobutanes 15, 16b, 16c, 
16f, and 21 all exhibit similar shifts, and can consequently be considered competitive SRC inhibitors. 
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Compounds such as 16e exhibit only a minimal change in IC50 upon increased SRC concentration (figure 
5.5c), and some compounds actually demonstrate a left shift in IC50 upon increasing concentrations of 
SRC (figure 5.5d). It is likely that cyclobutanes in the latter two categories (including 16a, 16d‐e, 16g‐i, 
17, 19, and 23) are not directly competing with SRC binding, but are binding to a secondary surface site 
and displacing SRC through a different mechansim.  
 
Figure 5.5. Inhibition curves of cyclobutane ERDs at various concentrations of SRC‐3. a) SRC‐3 box II is a 
competitive inhibitor of SRC binding. b) 4d is a competitive inhibitor of SRC binding. c) 16e and d) 16g are not 
competitive inhibitors of SRC binding. 
 
  Second to the coactivator groove, the most tenable site for surface binding of an estrogen 
receptor disruptor would be at the dimer interface, which is also mediated by leucine‐rich ‐helices.17 In 
its active form, the ER ligand binding domain exists as a dimer, of which both monomers are spanned 
and stabilized by the steroid receptor coactivators. Consequently, disruption of the dimer interface 
could cause dissociation of the entire ER/SRC complex. This disruption would theoretically cause a 
decrease in FRET similar to that observed with direct competition at the SRC‐binding site (see figure 5.6). 
To test whether the cyclobutane‐core ERDs were exerting their activity through dimer disruption, a TR‐
FRET assay was designed involving two differentially labeled ER‐LBDs, ER‐Tb and ER‐Fl*, with no SRC 
present. As for the ER/SRC assay, dimer dissociation upon compound addition would present as a 
decrease in FRET, and provide dose‐response curves uncomplicated by the extra protein binding 
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partner. Unfortunately, while initial results with this assay strongly suggested that at least some 
cyclobutanes were acting through dimer disruption, more recent analyses with a different ER‐Fl* 
construct are starkly contradictory. As these tests are still inconclusive, no data on ER dimer disruption 
by cyclobutane ERDs is presented here. 
 
Figure 5.6. Disruption of the ER/SRC interaction through direct competition at the SRC binding site (top arrow) 
and dimer disruption (bottom arrow). 
 
Biological effects of cyclobutane‐core ERDs on androgen receptor activity 
(The assays in this section were performed by John Norris in the lab of Donald McDonnell at 
Duke University Medical Center.) 
  As noted above, the assays used to determine the activity of the cyclobutane ERDs on AR took a 
very different direction than for ER, and almost the entirety of work in this area has been performed 
using cell‐based approaches. The two cell lines utilized in the majority of these assays, LNCaP and VCaP 
cells, are both derived from hormone‐refractory prostate‐cancer tumors and provide excellent, although 
somewhat different, models for this disease. The LNCaP cell line has a tyrosine to alanine mutation at 
residue 877 of AR and is representative of conditions that arise upon long‐term prostate cancer 
treatment with the traditional antiandrogen hydroxyflutamide (OHF). The T877A mutation creates a 
more promiscuous receptor in which androgen activity is bestowed on many weakly androgenic ligands, 
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including OHF, which acts as a potent AR agonist in the LNCaP cell line. The VCaP cell line was isolated 
from a prostate tumor vertebral metastasis, and is distinguished by basal overexpression of AR.19  
 
Figure 5.7. Inhibition of the endogenous expression of AR‐responsive genes in LNCaP (a and b) and VCaP (c and 
d) cell lines in the presence of 0.1 nM R1881. 
 
  Before being assayed for AR inhibitory activity, the cyclobutane ERDs were screened for general 
toxicity in both the LNCaP and VCaP cell lines (data not shown). From these results a subset of non‐toxic 
compounds was selected, and these were screened for inhibitory activity in single (VCaP) or double‐
point (LNCaP) endogenous gene expression assays. The concentrations of administered compound were 
selected, based on the results from the toxicity assays, and were chosen so as to provide the maximal 
dose without causing non‐specific cell‐death. For the two point assays, a half‐maximal concentration of 
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compound was administered in addition to the maximal non‐toxic concentration. The two genes 
analyzed, TMPRSS2 and FKBP51, are well‐established AR‐responsive genes that are hypothesized to play 
a role in prostate cancer.20‐22 In these assays 0.1 nM of R1881, a synthetic androgen, is used to stimulate 
AR‐dependent transcription of these genes, and MDV3100,23 a potent antiandrogen currently in phase 3 
clinical trials for use in hormone‐refractory prostate cancer, is applied as a positive control. The results 
from these screens are shown in figure 5.7. While many of the cyclobutane ERDs exhibit partial 
inhibition of AR endogenous gene expression, the methoxylated compound 25a stood out in its ability to 
give suppression comparable or better than that exhibited by MDV3100 across both cell lines and genes. 
Due to this impressive activity, coupled with its complete lack of toxicity at concentrations as high as 25 
M, compound 25a was selected for further study. 
  Continued work on AR‐responsive endogenous gene inhibition by 25a provided the dose‐
response graphs shown in figure 5.8. Performed in LNCaP cells, 25a has an IC50 value of approximately 1 
M for the suppression of both TMPRSS2 and PSA, another androgen‐responsive gene. The level of 
suppression obtained by 5 M of 25a is again comparable to that obtained by MDV3100 at complete 
activity. As demonstrated in figure 5.9, 25a is also able to overcome the LNCaP expression of FKBP51 
stimulated by OHF (an AR agonist in this cell type), providing further support that 25a‐induced inhibition 
of AR may translate to hormone‐resistant tumors. Finally, in LNCaP and VCaP models of cell‐
proliferation, compound 25a is able to suppress cell‐growth in a dose‐dependent manner similar to that 
shown by MDV3100 (figure5.10). In all of these assays, 25a acts with approximately a 10‐fold lower 
potency compared to MDV3100. 
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Figure 5.8. Dose response suppression of endogenous gene expression by compound 25a in LNCaP cells on the 
presence of 0.1 nM R1881. 
 
 
Figure 5.9. Suppression of OHF‐stimulated FKBP51 expression by 25a in LNCaP cells. 
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Figure 5.10. Dose‐dependent Inhibition of LNCaP and VCaP cell proliferation by 25a. 
   
Due to its role as a DNA‐binding transcription factor, AR‐dependent transcription can be shut 
down at a number of different points along the pathway leading to RNA formation. Stabilization of heat‐
shock protein/AR complexes, disruption of receptor dimerization, DNA binding, or coactivator binding, 
or enhanced degradation of the receptor are all general mechanisms that could be involved in the 
suppression of AR‐dependent gene expression. Additionally, there has been increasing evidence that AR 
exerts its activity through an activation function 1 (AF‐1) on the N‐terminal domain (NTD) of the 
receptor. In this model of AR action, the AF‐1 coactivator binding site is only properly presented for 
coactivator binding upon the interaction of hydrophobic residues of the NTD with activation function 2 
(AF‐2) of the LBD. If correct, interruption of this interaction adds another possible target for AR 
inhibition.   
To gain greater insight into the mode(s) of AR inhibition associated with the administration of 
25a, a set of four additional cell‐based assays have been performed. Two assays in this category are 
luciferase reporter gene assays performed in CV‐1 cells. In the first luciferase assay disruption of 
AR/DNA binding is measured using a transfected AR‐VP16 construct that is constitutively active upon 
DNA binding, regardless of the ability of AR itself to recruit transcriptional machinery. For the second 
assay the CV‐1 cells are transfected with an AR construct that is only transcriptionally active when there 
is a positive interaction between the NTD and C‐terminal LBD. Compound 25a shows activity in both of 
these assays, although disruption of AR DNA binding requires higher concentrations of cyclobutane than 
does disturbance of the NTD/LBD interaction, suggesting that the primary mode of inhibition is not 
antagonism at the AR/DNA interface, but likely occurs by modulation of the AF‐2 binding groove (figure 
5.11a and b). A Western blot analysis of AR degradation in the presence of 25a, further clarifies the 
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mode of action of this compound and demonstrates that it does not inhibit AR action by increasing the 
rate of receptor proteolysis (figure 5.11c). 
 
Figure 5.11. a) MMTV‐luciferase reporter gene assay with AR‐VP16 construct demonstrating inhibition of 
AR/DNA binding by 25a. b) MMTV‐luciferase reporter gene assay demonstrating inhibition of the NTD/LBD 
interaction by 25a. c) Western blot analysis showing lack of AR degradation upon administration of 25a. 
   
From the inception of this project it had been assumed that the cyclobutane ERDs were acting 
through surface binding to the receptors and not by displacement of ligand from the internal hormone 
binding pocket. This idea was founded largely on the shape and size of the cyclobutane‐core molecules, 
which appear too large to fit in the constrained ligand binding pocket. The in vitro work with ER seems 
to support this, as the TR‐FRET assay directly measures disruption of the ER/SRC‐3 protein‐protein 
interaction and the ER RBAs demonstrated essentially no competitive displacement of estradiol by these 
compounds. Nonetheless, as the methoxylated 25a showed no inhibitory activity in the ER TR‐FRET 
assay and was relatively small in comparison to many of the active ER inhibitors (which are not AR active 
in the cell‐based assays), it seems plausible that the AR‐active ERDs may be acting through a different 
mechanism.  
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To discover whether or not 25a directly competes with ligand, a series of modified endogenous 
gene assays were performed in LNCaP cells. Expression of PSA, TMPRSS2, and FKBP51 were measured 
versus the increasing titration of the AR agonist R1881 in the presence of different concentrations of 
antagonist (MDV3100 or 25a). If the antagonist was acting through a site other than the hormone 
binding pocket, increasing concentrations of agonist should not be able to completely overcome the 
inhibition, and at saturation concentrations of the antagonist no activity would be recovered upon 
addition of R1881. Conversely, if the antagonist is either directly or allosterically competing for binding 
with R1881, increasing concentrations of antagonist would cause a right shift in the R1881 activation 
curve but would not diminish gene expression at agonist saturation. As shown in figure 5.12, increasing 
concentrations of 25a produce a shift in activation curves for PSA expression essentially identical to 
those given by MDV3100, a direct competitor of R1881, and even at concentrations of 25a as high as 25 
M, R1881 is able to completely overcome the inhibition caused by this compound. Although not shown 
here, the curves for MPRSS2 and FKBP51 expression are qualitatively equivalent to those shown for PSA. 
Together, these results provide strong evidence that 25a is either a direct competitor for ligand binding 
or in the least participates in an allosterically competitive relationship with agonist. 
 
 
Figure 5.12. Endogenous gene assays showing a right‐shift in R1881‐stimulated PSA expression caused by 
increasing concentrations of inhibitor (MDV3100 or 25a). 
 
  As briefly mentioned in the synthetic section above, based on the activity associated with 25a a 
set of methyl, ethyl, and propyl alkoxy; methyl and ethyl sulfanyl; and methyl and ethyl alkyl 
cyclobutane derivatives were synthesized and screened for their ability to inhibit AR‐dependent PSA, 
TMPRSS2, and FKBP51 endogenous gene expression. PSA values from these assays are shown in figure 
13, and are representative of the results obtained with all three genes. From these results a strict size‐
limitation becomes apparent, and regardless of the linking atom (O, S, or C), all cyclobutane derivatives 
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bearing pyrimidyl substituents longer than two non‐hydrogen atoms failed to show inhibition of AR‐
dependent transcription. While only slighty larger than the methoxy variants, the methyl sulfides 31a 
and 32a only produce inhibition at a level of about 50% of cyclobutane 25a. Conversely, the methyl and 
ethyl‐subsituted pyrimidines 35a and 35b exhibit AR inhibition equivalent to 25a. Interestingly, this 
general size preference is not followed by the partially demethylated cyclobutanes 29 and 30, which 
only suppress PSA expression to a level approximately 75% that of 25a. Presumably, the significantly 
increased hydrophilicity of the pyrimidinedione negatively effects ligand binding. This is supported by 
the lack of activity of the bispyrimidinedione 28. Of note is the fact that there appears to be no 
preference between the two epimeric forms of the ERDs, and in instances where the r‐ctt isomers are 
active the r‐cct isomers show comparable inhibition (isomeric pairs: 25a and 26a, 29 and 30, 31a and 
32a, and 29 and 30). 
 
Figure 5.13. Inhibition of AR‐dependent PSA expression upon administration of 20 M cyclobutane ERDs 
([MDV3100] = 10 M). 
  Table 5.4 lists the AR‐active cyclobutane ERDs along with their activity in the endogenous gene 
assays relative to 25a and the related AR RBAs (% binding relative to R1881). While the RBAs listed in 
table 5.4 are low, these compounds unambiguously displace ligand, and it is feasible that the inhibition 
caused by 25a and its derivatives is indeed due to occupation of the hormone binding pocket. The dose‐
response assays for compound 25a depicted in figure 5.8 support this assessment. The endogenous 
gene suppression assays are performed at 0.1 nM R1881, and consequently it is expected that 
cyclobutane 25a, with an RBA of 0.058%, would show an IC50 in this assay of approximately 1.7 M. 
Although not explicitly calculated, this value correlates well with the experimental IC50 demonstrated in 
figure 5.8. An RBA of 0.056% also reasonably explains the correlation between the R1881 activation 
curves and increasing concentrations of 25a in figure 5.12. On the other hand, the trend in RBA values 
does not perfectly match the various levels of inhibition associated with each compound. One would 
expect that compounds with higher levels of inhibitory activity would also have higher RBAs. While this 
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is the case for the fully active ethyl derivative 35a (RBA = 0.029%) and the semi‐active methylsulfide 
compound 32a (RBA = 0.031%), the 75%‐active 29 and 30 have RBAs higher than that of 25a (0.072 and 
0.069% vs. 0.058%).  
This lack of correlation can be explained by considering that the partially active cyclobutane 
ERDs may actually be partial agonists. In this view, compounds such as 31a, 32a, 29, and 30 would be 
fully displacing R1881, but cause the receptor to adopt a quasi‐agonist conformation in which some 
transcription still occurs. This also helps rationalize the RBA (0.023%) of compound 28, which shows little 
to no inhibition in the endogenous gene assays, and it may logically be assumed that 28 is actually a full 
agonist of low potency. 
Table 5.4. Activity and RBAs of AR‐active cyclobutane ERDs. 
 
 
Cmpd #  ,    Stereochemistry  AR activity  AR RBA 
25a 
 
A  100%   0.056% 
26a 
 
B  100% of 25a  0.046% 
28    B  none  0.023% 
29 
,  
A  75% of 25a  0.087% 
30 
,  
B  75% of 25a  0.065% 
31a 
 
A  50% of 25a  0.002% 
32a 
 
B  50% of 25a  0.027% 
35a    A  Equal to 25a  0.027% 
35b    A  Equal to 25a  0.029%  
 
CONCLUSIONS 
  Based off of the unanticipated inhibitory activity of an accidentally synthesized 1,3‐bis(2,4‐
diaminopyrimid‐6‐yl)‐2,4‐diphenylcyclobutane (compound 3), a diverse library of tetra‐aryl cyclobutanes 
was synthesized and analyzed for their ability to disrupt endocrine signaling as mediated by the estrogen 
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and androgen receptors. The anti‐estrogenic activity of these compounds was assayed using protein‐
based in vitro assays, and the results from these experiments support a mode of action based on surface 
binding of the cyclobutane‐core inhibitors. The best molecules in this class inhibit the ER/SRC‐3 
interaction with Ki’s in the low nanomolar range (compound 4d, 67 nM), and have essentially no affinity 
for the hormone binding pocket (RBA of 0.006% for 4d). A set of di‐terminal amino cyclobutanes was 
also synthesized that retained significant ER activity (400 nM for the propylamine‐substituted 15), and 
effectively produced aqueous‐soluble compounds with a wide range of alkyl substituents. Finally, a Cy5‐
conjugated cyclobutane ERD was synthesized that allowed for the TR‐FRET measurement of ER/ERD 
interaction with concomitant disruption of the ER/SRC complex, firmly supporting the direct binding of 
the cyclobutanes to the receptor. 
  Screening for inhibitory activity of the cyclobutane‐core ERDs on the androgen receptor was 
accomplished using a cell‐based endogenous gene expression assay, and produced a starkly different set 
of inhibitors. Of the 24 cyclobutanes initially analyzed for anti‐androgenic activity, only one, compound 
25a showed significant inhibition. In this and further studies this compound was shown to inhibit 
endogenous gene expression as well as MDV3100, a promising new antiandrogen currently in clinical 
trials, although with approximately 10‐fold lower potency. Cyclobutane 25a successfully inhibits AR 
binding to DNA as well as the interaction between the NTD and LBD of AR, but does not cause increased 
degradation of receptor. Surprisingly, based on activation‐shift curves (figure 12) 25a appears to exert 
its action through displacement of agonist. This is supported through an R1881 relative binding assay, 
which give gives an RBA of 0.058% for the compound, coinciding with a level of activity seen in the cell‐
based assays. Based on the success of 25a, other active cyclobutane derivatives have been synthesized 
and further analysis of these compounds is currently underway. 
  Together, these two sets of biological results, one for ER and one for AR, demonstrate how a 
small change in compound composition—from amino to alkoxy substituents—can drastically change the 
activity and mode of action of a compound. Also relevant is the effect that assay structure has on 
screening results. The methoxylated 25a is relatively insoluble in the buffer used for the protein‐based 
assays and exerts no inhibition on ER in vitro (either in TR‐FRET or RBA assays). Conversely, the 
methylamino compound 4a which is a potent inhibitor of ER/SRC‐3 interaction as demonstrated by TR‐
FRET, shows toxicity in the AR cell‐based assays and consequently cannot be adequately assayed for AR‐
inhibitory activity. While both modes of analysis have unique weaknesses, when they are used in 
tandem they create a powerful approach for compound inquiry that allows for the discernment not only 
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of novel mechanisms of action but also leads to compounds that have surprising activity with distinct 
biological relevancy. 
 
EXPERIMENTAL   
General Synthetic Methods. All reagents were used as purchased. THF, Ether, CH2Cl2, and DMF used in 
reactions were dried using a solvent delivery system (neutral alumina column). Solvents used for 
extraction and flash chromatography were reagent or ultima grade, purchased from either Aldrich or 
Fisher Scientific. All reactions were run under dry N2 atmosphere except where noted. Flash column 
chromatography was performed on Silica P Flash Silica Gel (40‐64 M, 60 Å) from SiliCycle® or using a 
Teledyne ISCO CombiFlash MPLC system equipped with Redisep Gold silica gel columns. 1HNMR, 
13CNMR, and NOE spectra were obtained on 500 MHz Varian® FT‐NMR spectrometers. Except where 
noted, both low and high resolution mass spectra were obtained using electrospray ionization on either 
a Micromass Q‐Tof Ultima or Waters Quattro instrument. 
trans‐2,4‐Dichloro‐6‐styryl‐pyrimidine 1. Based on the coupling described by Tan et al.24  trans‐2‐
Phenylvinylboronic acid (2.546 g, 17.2 mmol), K3PO4 (7.307 g, 34.4 mmol), and PdCl2(PPh3)2 (0.362 g, 
0.52 mmol) were dissolved in 100 mL THF. To this mixture, 2,4,6‐trichloropyrimidine (3.156 g, 17.2 
mmol) dissolved in 20 mL THF was added producing a cloudy yellow suspension. H2O (15 mL) were 
added and the now clear solution was heated at reflux for 7 h. Approximately 100 mL of H2O were 
added, and the biphasic mixture was extracted three times with ether. The combined organic layers 
were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed with a rotary 
evaporator. The product purified by column chromatography (5–10% EtOAc in hexanes) to provide 1 
(3.1613 g, 73%). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 6.95 (d, J=15.87 Hz, 1 H), 7.22 (s, 1 H), 7.41 (m, 3 H), 
7.59 (dd, J=7.45, 2.08 Hz, 2 H), 7.96 (d, J=15.87 Hz, 1 H). 13C NMR(500 MHz, CDCl3)  ppm 117.1, 123.0, 
128.2, 129.2, 130.6, 134.8, 140.9, 160.7, 162.8, 166.6. HRMS (ESI+) m/z calcd for C12H9N2Cl2+ 251.0143, 
found 251.0101. m.p. 119‐121 °C (recryst. from EtOAc/hex). 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 2. From the solid state irradiation of 1 
as described in Chapter X. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.64 (dd, J=10.30, 7.30 Hz, 2 H), 4.84 (dd, 
J=10.25, 7.32 Hz, 2 H), 6.93 (s, 2 H), 7.15 ‐ 7.19 (m, 6 H), 7.25 (d, J=7.50 Hz, 4 H). 13C NMR(500 MHz, 
CDCl3)  ppm 44.9, 47.3, 119.2, 127.2, 127.5, 128.4, 137.1, 160.1, 161.8, 172.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C24H17N4Cl4+ 501.0207, found 501.0211.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diisobutylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 3. Dissolved 100 mg (0.199 
mmol) of cyclobutane 2 in 3 mL of isobutyl amine. The resulting solution was heated with stirring in a 
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sealed tube at 100 °C for 20 h. After cooling to room temperature, the excess amine was removed in 
vacuo and the resulting residue was purified by flash chromatography on silica gel (50–100%, 
EtOAc/hex) to give 122 mg (0.188 mmol, 94% yield) of 3. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.87 (dd, 
J=6.71, 1.10 Hz, 12 H), 0.90 (dd, J=6.71, 3.05 Hz, 12 H), 1.69 (spt, J=6.60 Hz, 2 H), 1.74 (spt, J=6.60 Hz, 2 
H), 2.90 (br. s., 4 H), 3.10 (t, J=6.35 Hz, 4 H), 4.22 ‐ 4.29 (m, 2 H), 4.45 (br. s., 2 H), 4.52 (dd, J=9.64, 7.69 
Hz, 2 H), 4.65 (br. s., 2 H), 5.39 (s, 2 H), 7.07 (t, J=7.32 Hz, 2 H), 7.17 (t, J=7.57 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.57 Hz, 
4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.18, 20.20, 20.25, 20.29, 28.3, 28.5, 44.8, 48.9, 92.5, 109.7, 
125.6, 127.6, 128.0, 141.1, 162.0, 163.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C40H57N8+ 649.4706, found 649.4694.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dimethylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4a. Dissolved 30 mg (0.060 
mmol) of cyclobutane 2 in 2 mL of 2.0 M methylamine in THF. The resulting solution was heated with 
stirring in a sealed tube at 100 °C for 16 h. After cooling to room temperature, the methylamine/THF 
was removed in vacuo and the resulting residue redissolved in 5 mL of 2.0 M methylamine in THF. The 
solution was again heated in a sealed tube at 100 °C for 2 days. After cooling to room temperature, the 
solvent was removed in vacuo and the resulting residue dissolved and extracted from water three times 
with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine and dried over anhydrous MgSO4. The 
solvent was removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by flash chromatography on 
silica gel (1% TEA in a 1:1 solution of EtOAc:hex) to give 16 mg (0.033 mmol, 55% yield) of 4a. 1H NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 2.74 (d, J=5.13 Hz, 6 H), 2.84 (d, J=5.13 Hz, 6 H), 4.31 (t, J=8.55 Hz, 2 H), 4.46 (br. 
s., 2 H), 4.52 (dd, J=9.89, 7.45 Hz, 2 H), 4.84 (br. s., 2 H), 5.42 (s, 2 H), 7.09 (tt, J=7.08, 1.71 Hz, 2 H), 7.18 
(t, J=7.69 Hz, 4 H), 7.24 (d, J=7.32 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.3, 44.9, 125.7, 127.7, 
128.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C28H33N8+ 481.2828, found 481.2807.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐bis(N,N‐dimethylamino)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4b. Dissolved 40 mg 
(0.080 mmol) of cyclobutane 2 in 8 mL of 2.0 M dimethylamine in THF. The resulting solution was heated 
with stirring in a sealed tube at 150 °C for 16 h. After cooling to room temperature, the 
dimethylamine/THF was removed in vacuo and the resulting residue purified by CombiFlash on a silica 
gel column (10–50% gradient elution, EtOAc/hexanes) to give 4b in quantitative yield. 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 2.91 (s, 12 H), 3.01 (s, 12 H), 4.32 (dd, J=10.08, 7.07 Hz, 2 H), 4.54 (dd, J=9.86, 7.29 
Hz, 2 H), 5.49 (s, 2 H), 7.06 (t, J=7.30 Hz, 2 H), 7.15 (t, J=7.61 Hz, 4 H), 7.26 (d, J=7.29 Hz, 4 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 36.7, 45.5, 49.4, 90.8, 125.2, 127.5, 128.1, 142.2, 161.9, 163.0, 167.9. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C32H41N8+ 537.3454, found 537.3463.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diethylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4c. Dissolved 50 mg (0.100 
mmol) of cyclobutane 2 in 6 mL of 2.0 M ethylamine in THF. The resulting solution was heated with 
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stirring in a sealed tube at 100 °C for 3 days. After cooling to room temperature, the ethylamine/THF 
was removed with a stream of nitrogen. The resulting residue was redissolved in 6 mL of 2.0 M 
ethylamine in THF. The solution was again heated in a sealed tube at 100 °C for 18 h. The solvent/amine 
solution was again removed with a stream of nitrogen, redissolved in 6 mL of 2.0 M ethylamine in THF 
and heated for a final 18 h at 100 °C. After cooling to room temperature, the solvent was removed in 
vacuo and the resulting residue dissolved and extracted from water three times with EtOAc. The 
combined organic layers were washed with brine and dried over anhydrous MgSO4. The solvent was 
removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by flash chromatography on silica gel (1% 
TEA in a 1:1 solution of EtOAc:hex) to give 34 mg (0.063 mmol, 64% yield) of 4c. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 1.09 (t, J=7.32 Hz, 6 H), 1.10 (t, J=7.20 Hz, 6 H), 3.12 (quin, J=6.47 Hz, 4 H), 3.27 ‐ 3.33 (m, 4 
H), 4.27 (dd, J=9.77, 7.57 Hz, 2 H), 4.35 (br. s., 2 H), 4.52 (dd, J=9.89, 7.45 Hz, 2 H), 4.58 (br. s., 2 H), 5.40 
(s, 2 H), 7.08 (tt, J=7.32, 1.95 Hz, 2 H), 7.17 (t, J=7.69 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.32 Hz, 4 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 14.7, 15.2, 35.9, 36.0, 44.9, 48.6, 125.7, 127.7, 128.0, 141.1, 161.8, 163.2. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C32H41N8+ 537.3454, found 537.3437.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4d. Dissolved 30 mg (0.060 
mmol) of cyclobutane 2 in 1 mL of n‐propylamine. The resulting solution was heated with stirring in a 
sealed tube at 90 °C for 14.5 h. After cooling to room temperature, the excess amine was removed in 
vacuo and the resulting residue dissolved and extracted from water three times with EtOAc. The 
combined organic layers were washed with brine and dried over anhydrous MgSO4. The solvent was 
removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by flash chromatography on silica gel (1% 
TEA in a 1:2 solution of EtOAc:hex) to give 4d in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 
(t, J=7.40 Hz, 6 H), 0.91 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 1.48 (spt, J=7.30 Hz, 8 H), 3.04 (q, J=5.40 Hz, 4 H), 3.23 (q, 
J=6.22 Hz, 4 H), 4.26 (dd, J=9.43, 7.93 Hz, 2 H), 4.40 (br. s., 2 H), 4.52 (dd, J=9.86, 7.50 Hz, 2 H), 4.62 (br. 
s., 2 H), 5.40 (s, 2 H), 7.08 (t, J=7.07 Hz, 2 H), 7.17 (t, J=7.72 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.29 Hz, 4 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 11.4, 11.5, 22.7, 23.1, 43.0, 43.1, 44.9, 48.7, 125.6, 127.6, 128.0, 141.1, 161.2, 
162.0, 163.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C36H49N8+ 593.4080, found 593.4067.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dibutylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4e. Dissolved 42 mg (0.084 
mmol) of cyclobutane 2 in 1 mL of n‐butylamine. The resulting solution was heated with stirring in a 
sealed tube at 90 °C for 16 h, followed by an additional 20 h at 110 °C. After cooling to room 
temperature, the excess amine was removed in vacuo and the resulting residue dissolved and extracted 
from water three times with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine and dried over 
anhydrous MgSO4. The solvent was removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by 
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flash chromatography on silica gel (1% TEA in a 1:3 solution of EtOAc:hex) to give 34 mg (0.052 mmol, 
62% yield) of 4d. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 (t, J=7.29 Hz, 6 H), 0.93 (t, J=7.29 Hz, 6 H), 1.28 ‐ 
1.39 (m, 8 H), 1.40 ‐ 1.49 (m, 8 H), 3.07 (q, J=5.30 Hz, 4 H), 3.26 (q, J=6.65 Hz, 4 H), 4.26 (dd, J=9.33, 8.04 
Hz, 2 H), 4.36 (br. s., 2 H), 4.52 (dd, J=9.86, 7.50 Hz, 2 H), 4.60 (br. s., 2 H), 5.39 (s, 2 H), 7.08 (tt, J=7.50, 
1.10 Hz, 2 H), 7.17 (t, J=7.61 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.29 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 13.8, 
13.9, 20.0, 20.1, 31.5, 32.1, 39.2, 41.0, 44.8, 48.6, 125.6, 127.6, 128.0, 141.1, 162.0, 163.3. HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C40H57N8+ 649.4706, found 649.4702.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dipentylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4f. Dissolved 30 mg (0.060 
mmol) of cyclobutane 2 in 1 mL of n‐pentylamine. The resulting solution was heated with stirring in a 
sealed tube at 100 °C for 18 h. After cooling to room temperature, the excess amine was removed in 
vacuo and the resulting residue dissolved and extracted from water three times with EtOAc. The 
combined organic layers were washed with brine and dried over anhydrous MgSO4. The solvent was 
removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by flash chromatography on silica gel (1% 
TEA in a 1:3 solution of EtOAc:hex) to give 39 mg (0.056 mmol, 94% yield) of 4f. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.87 ‐ 0.94 (m, 12 H), 1.24 ‐ 1.38 (m, 16 H), 1.46 (spt, J=7.10 Hz, 8 H), 3.05 (d, J=4.39 Hz, 4 
H), 3.22 ‐ 3.28 (m, 4 H), 4.25 (dd, J=9.52, 7.57 Hz, 2 H), 4.38 (br. s., 2 H), 4.51 (dd, J=9.89, 7.45 Hz, 2 H), 
4.58 (br. s., 2 H), 5.38 (s, 2 H), 7.07 (tt, J=7.32, 1.46 Hz, 2 H), 7.16 (t, J=7.69 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.08 Hz, 4 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 14.0, 14.1, 22.3, 22.5, 29.0, 29.1, 29.2, 29.6, 36.6, 39.4, 41.3, 44.9, 
109.7, 125.6, 127.6, 128.0, 141.1, 162.0, 163.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C44H65N8+ 705.5332, found 
705.5350.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dihexylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4g. Dissolved 30 mg (0.060 
mmol) of cyclobutane 2 in 1 mL of n‐hexylamine. The resulting solution was heated with stirring in a 
sealed tube at 100 °C for 18 h. After cooling to room temperature, the excess amine was removed in 
vacuo and the resulting residue dissolved and extracted from water three times with EtOAc. The 
combined organic layers were washed with brine and dried over anhydrous MgSO4. The solvent was 
removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by flash chromatography on silica gel (1% 
TEA in a 1:3 solution of EtOAc:hex) to give 22 mg (0.029 mmol, 49% yield) of 4g. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.87 ‐ 0.93 (m, 12 H), 1.22 ‐ 1.37 (m, 24 H), 1.46 (spt, J=7.10 Hz, 8 H), 3.06 (d, J=4.15 Hz, 4 
H), 3.21 ‐ 3.29 (m, 4 H), 4.26 (dd, J=9.40, 7.69 Hz, 2 H), 4.36 (br. s., 2 H), 4.52 (dd, J=9.89, 7.45 Hz, 2 H), 
4.59 (br. s., 2 H), 5.39 (s, 2 H), 7.07 (tt, J=7.32, 1.50 Hz, 2 H), 7.17 (t, J=7.57 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.32 Hz, 4 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 14.0, 14.1, 22.6, 22.7, 26.6, 26.7, 29.4, 29.9, 31.5, 31.7, 41.2, 41.3, 
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44.9, 48.7, 125.6, 127.6, 128.0, 162.0, 163.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C48H73N8+ 761.5958, found 
761.5960.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diisopropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4h. Dissolved 39 mg (0.077 
mmol) of cyclobutane 2 in 1 mL of isopropylamine. The resulting solution was heated with stirring in a 
sealed tube at 90 °C for 16 h, followed by an additional 20 h at 110 °C. After cooling to room 
temperature, the excess amine was removed in vacuo and the resulting residue dissolved and extracted 
from water three times with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine and dried over 
anhydrous MgSO4. The solvent was removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by 
flash chromatography on silica gel (1% TEA in a 1:3 solution of EtOAc:hex) to give 29 mg (0.049 mmol, 
64% yield) of 4h. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.05 ‐ 1.14 (m, 24 H), 3.70 (br. s., 2 H), 4.02 (sxt, 
J=6.60 Hz, 2 H), 4.20 ‐ 4.27 (m, 4 H), 4.47 (br. s., 2 H), 4.52 (dd, J=9.75, 7.61 Hz, 2 H), 5.38 (s, 2 H), 7.07 (t, 
J=7.29 Hz, 2 H), 7.17 (t, J=7.50 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.50 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.8, 
22.9, 23.1, 23.2, 42.4, 42.4, 44.8, 48.7, 125.7, 127.6, 127.9, 161.4, 162.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C36H49N8+ 593.4080, found 593.4091. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diisopentylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4i. Dissolved 42 mg (0.084 
mmol) of cyclobutane 2 in 1 mL of isopentylamine. The resulting solution was heated with stirring in a 
sealed tube at 90 °C for 16 h, followed by an additional 20 h at 110 °C. After cooling to room 
temperature, the excess amine was removed in vacuo and the resulting residue dissolved and extracted 
from water three times with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine and dried over 
anhydrous MgSO4. The solvent was removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by 
flash chromatography on silica gel (1% TEA in a 1:3 solution of EtOAc:hex) to give 32 mg (0.046 mmol, 
55% yield) of 4i. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.89 (d, J=6.59 Hz, 12 H), 0.92 (d, J=6.59 Hz, 12 H), 1.31 
‐ 1.42 (m, 8 H), 1.65 (spt, J=6.60 Hz, 4 H), 3.08 (br. s., 4 H), 3.24 ‐ 3.32 (m, 4 H), 4.26 (dd, J=9.64, 7.69 Hz, 
2 H), 4.33 (br. s., 2 H), 4.53 (dd, J=9.77, 7.57 Hz, 2 H), 4.57 (br. s., 2 H), 5.38 (s, 2 H), 7.07 (t, J=7.32 Hz, 2 
H), 7.17 (t, J=7.69 Hz, 4 H), 7.23 (d, J=7.57 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.5, 22.6, 25.7, 
25.8, 38.4, 38.9, 39.5, 44.8, 46.3, 48.7, 125.7, 127.6, 128.0, 163.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C44H65N8+ 
705.5332, found 705.5334. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dibenzylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4j. Dissolved 30 mg (0.060 
mmol) of cyclobutane 2 in 1 mL of benzylamine. The resulting solution was heated with stirring in a 
sealed tube at 90 °C for 14.5 h. After cooling to room temperature, the excess amine was removed in 
vacuo and the resulting residue dissolved and extracted from water three times with EtOAc. The 
combined organic layers were washed with brine and dried over anhydrous MgSO4. The solvent was 
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removed by rotary evaporator and the resulting solid purified by flash chromatography on silica gel (1% 
TEA in a 1:1 solution of EtOAc:hex) to give 26 mg (0.033 mmol, 55% yield) of 4j. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3/CD3OD)  ppm 3.86 (t, J=7.60 Hz, 2 H), 4.05 (br. s., 4 H), 4.12 (dd, J=9.89, 7.45 Hz, 2 H), 4.19 (dd, 
J=25.15, 15.14 Hz, 4 H), 5.28 (br. s., 2 H), 6.79 ‐ 6.99 (m, 30 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3/CD3OD)  ppm 
44.0, 44.4, 120.2, 125.4, 126.2, 126.4, 126.6, 127.2, 127.4, 127.7, 127.8, 139.7, 139.8, 162.9. HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C52H49N8+ 785.4080, found 785.4077.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐bis(1‐naphthylenemethylamino)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 4k. Dissolved 
30 mg (0.060 mmol) of cyclobutane 2 in 0.2 mL of benzylamine. The resulting solution was heated with 
stirring in a sealed tube at 90 °C for 14.5 h. After cooling to room temperature, the solution was 
extracted from water three times with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine and 
dried over anhydrous MgSO4. The solvent was removed by rotary evaporator and the resulting solid 
purified by flash chromatography on silica gel (1% TEA in a 1:1 solution of EtOAc:hex) to give 4k in 
quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.23 (t, J=8.79 Hz, 2 H), 4.54 (dd, J=9.77, 7.32 Hz, 2 
H), 4.76 (br. s., 4 H), 4.89 ‐ 5.02 (m, 6 H), 5.37 (br. s., 2 H), 7.16 (d, J=4.88 Hz, 10 H), 7.31 ‐ 7.52 (m, 16 H), 
7.78 (d, J=8.06 Hz, 6 H), 7.86 (s, 4 H), 8.05 (d, J=8.30 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 43.3, 
48.5, 123.4, 123.8, 125.4, 125.4, 125.5, 125.7, 125.8, 125.9, 126.0, 126.3, 127.6, 127.7, 128.1, 128.2, 
128.5, 128.7, 131.3, 131.5, 133.7, 133.7, 135.4, 141.0, 163.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C68H57N8+ 
985.4706, found 985.4659.  
r‐1‐(2,4‐dichloropyridin‐6‐yl)‐t‐3‐(2‐chloro‐4‐isobutylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 
5a. Samples of cyclobutane 2 (200 mg, 0.39 mmol) and Pd2(Cl2)(PPh3)2 (14 mg, 0.02 mmol) were 
dissolved in 3 mL THF. In a separate flask under N2, 0.44 mL of 1M LiHMDS in THF was combined with 44 
mg (0.60 mmol) isobutylamine and allowed to stir for 5 minutes at room temperature. The amine 
solution was then added by syringe to the cyclobutane solution dropwise, followed by a rinse of the 
flask containing the amine solution with 1 mL THF. The reaction turned a light green color upon addition 
of the amine/LiHMDS mixture. The solution was allowed to stir at room temperature for 3 h, at which 
point an additional 15 mg (0.020 mmol) of Pd2(Cl2)(PPh3)2 catalyst were added. The reaction was stirred 
until the green color had faded to a light orange, about 4 h more. After quenching with H2O, the reaction 
was extracted three times with CH2Cl2.  The combined organic layers were washed with brine and dried 
over anhydrous MgSO4. The solvent was removed by rotary evaporator and the resulting residue 
purified by flash chromatography on silica gel (1:10 to 1:3, EtOAc:hex) to give 100 mg (0.18 mmol, 46% 
yield) of 5a. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.88 (dd, J=6.59, 0.73 Hz, 6 H), 1.70 (spt, J=6.10 Hz, 1 H), 
2.89 (br. s., 2 H), 4.41 (dd, J=10.25, 6.35 Hz, 1 H), 4.66 ‐ 4.78 (m, 3 H), 5.81 (s, 1 H), 6.93 (s, 1 H), 7.14 (tt, 
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J=7.08, 1.46 Hz, 2 H), 7.17 ‐ 7.26 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.0, 28.0, 44.6, 45.2, 47.6, 
119.1, 126.8, 127.0, 127.8, 127.8, 128.2, 128.4, 138.0, 138.1, 160.1, 161.7, 163.8, 173.4. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C28H27N5Cl3+ 538.1332, found 538.1309. 
r‐1‐(2,4‐dichloropyridin‐6‐yl)‐t‐3‐(2‐chloro‐4‐benzylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 
5b. Samples of cyclobutane 2 (200 mg, 0.20 mmol) and Pd2(Cl2)(PPh3)2 (12 mg, 0.017 mmol) were 
dissolved in 3 mL THF. In a separate flask under N2, 0.22 mL of 1M LiHMDS in THF was combined with 32 
mg (0.30 mmol) benzylamine and THF and allowed to stir for 5 minutes at room temperature, producing 
a deep magenta solution. The amine solution was then added by syringe to the cyclobutane solution 
dropwise, followed by a rinse of the flask containing the amine solution with 0.5 mL THF. The reaction 
proceeded from light brown to deep green color upon addition of the amine/LiHMDS mixture. The 
solution was allowed to stir at room temperature for 2 to 4 h, and then quenched with H2O. After 
extraction (three times with CH2Cl2), the combined organic layers were washed with brine and dried 
over anhydrous MgSO4. The solvent was removed by rotary evaporator and the resulting residue 
purified by flash chromatography on silica gel (1:3, EtOAc:hex) to give 25 mg (0.043 mmol, 22% yield) of 
5b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.30 ‐ 4.41 (m, 3 H), 4.51 ‐ 4.59 (m, 1 H), 4.66 (qd, J=10.46, 6.71 Hz, 
2 H), 4.73 (dd, J=10.25, 7.08 Hz, 1 H), 5.84 (s, 1 H), 6.91 (s, 1 H), 7.11 ‐ 7.40 (m, 15 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 44.6, 45.1, 47.6, 119.1, 126.8, 127.0, 127.4, 127.8, 127.9, 128.1, 128.2, 128.4, 128.5, 128.8, 
137.9, 138.0, 160.1, 161.7, 173.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C31H25N5Cl3+ 572.1176, found 572.1198. 
r‐1‐(2,4‐dichloropyridin‐6‐yl)‐t‐3‐(2‐chloro‐4‐(1‐naphthylenemethylamino)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐
diphenylcyclobutane 5c. Samples of cyclobutane 2 (200 mg, 0.20 mmol) and Pd2(Cl2)(PPh3)2 (12 mg, 
0.017 mmol) were dissolved in 3 mL THF. In a separate flask under N2, 0.22 mL of 1M LiHMDS in THF was 
combined with 47 mg (0.30 mmol) 1‐naphthalenemethylamine and THF and allowed to stir for 5 
minutes at room temperature, producing a dark turquoise solution. The amine solution was then added 
by syringe to the cyclobutane solution dropwise, followed by a rinse of the flask containing the amine 
solution with 0.5 mL THF. The reaction deep red color upon addition of the amine/LiHMDS mixture. The 
solution was allowed to stir at room temperature for 2 to 4 h, and then quenched with H2O. After 
extraction (three times with CH2Cl2), the combined organic layers were washed with brine and dried 
over anhydrous MgSO4. The solvent was removed by rotary evaporator and the resulting residue 
purified by flash chromatography on silica gel (1:3, EtOAc:hex) to give 33 mg (0.040 mmol, 20% yield) of 
5c. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.39 (dd, J=10.18, 6.11 Hz, 1 H), 4.63 ‐ 4.75 (m, 3 H), 4.93 (br. s., 2 
H), 5.84 (s, 1 H), 6.91 (s, 1 H), 7.11 ‐ 7.27 (m, 9 H), 7.36 ‐ 7.44 (m, 3 H), 7.51 ‐ 7.58 (m, 2 H), 7.84 (d, 
J=8.36 Hz, 2 H), 7.88 ‐ 7.94 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 44.6, 45.2, 47.6, 60.4, 108.9, 
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119.1, 125.4, 126.1, 126.7, 126.8, 127.0, 127.8, 127.8, 128.0, 128.2, 128.4, 128.8, 128.9, 133.8, 137.8, 
138.0, 173.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C35H27N5Cl3+ 622.1332, found 622.1310. 
r‐1‐(2,4‐dibenzylaminopyridin‐6‐yl)‐t‐3‐(2‐benzylamino‐4‐isobutylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐
diphenylcyclobutane 6a. Dissolved 17 mg (0.031 mmol) of cyclobutane 5a in 1.5 mL of benzylamine. The 
resulting solution was heated with stirring in a sealed tube at 110 °C for 16 h. The excess benzylamine 
was removed in vacuo with heating, and the resulting residue purified by flash chromatography on silica 
gel (2% TEA in 40% EtOAc/hex) to give 6a in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.86 (d, 
J=6.65 Hz, 6 H), 1.67 (spt, J=6.70 Hz, 1 H), 2.89 (br. s., 2 H), 4.22 (dd, J=17.20, 7.50 Hz, 2 H), 4.34 (d, 
J=4.93 Hz, 2 H), 4.44 (br. s., 1 H), 4.48 ‐ 4.54 (m, 6 H), 4.68 (br. s., 1 H), 4.92 (br. s., 1 H), 4.98 (br. s., 1 H), 
5.39 (s, 1 H), 5.45 (s, 1 H), 7.13 ‐ 7.32 (m, 15 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.2, 28.3, 44.7, 44.8, 
45.3, 109.8, 125.6, 125.6, 126.7, 126.7, 127.2, 127.4, 127.4, 127.4, 127.6, 128.0, 128.1, 128.28, 128.30, 
128.6, 159.6, 161.8, 163.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C49H51N8+ 751.4237, found 751.4260.  
r‐1‐(2,4‐bis(1‐naphthalenemethylamino)pyridin‐6‐yl)‐t‐3‐(2‐(1‐naphthalenemethylamino)‐4‐
isobutylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 6b. Dissolved 17 mg (0.031 mmol) of 
cyclobutane 5a in 1.5 mL of 1‐naphthalenemethylamine. The resulting solution was heated with stirring 
in a sealed tube at 110 °C for 16 h. The excess amine was removed in vacuo with heating, and the 
resulting residue purified by flash chromatography on silica gel (2% TEA in 40% EtOAc/hex) to give 11 mg 
(0.012 mmol, 38% yield) of 6b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.84 (d, J=6.65 Hz, 6 H), 1.66 (spt, J=6.60 
Hz, 1 H), 2.88 (br. s., 2 H), 4.25 (dd, J=16.29, 7.07 Hz, 2 H), 4.44 (br. s., 1 H), 4.50 ‐ 4.64 (m, 3 H), 4.76 (br. 
s., 2 H), 4.85 ‐ 5.03 (m, 6 H), 5.04 (s, 1 H), 5.32 ‐ 5.41 (m, 1 H), 7.07 ‐ 7.25 (m, 8 H), 7.32 ‐ 7.57 (m, 13 H), 
7.73 ‐ 7.84 (m, 4 H), 7.85 ‐ 7.92 (m, 3 H), 8.05 (m 3 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.2, 22.4, 23.2, 
28.2, 43.3, 62.0, 123.5, 123.7, 123.8, 125.39, 125.43, 125.51, 125.52, 125.56, 125.62, 125.64, 125.65, 
125.8, 125.9, 126.0, 126.1, 126.4, 127.57, 127.65, 127.68, 127.74, 128.0, 128.1, 128.2, 128.5, 128.5, 
128.6, 128.7, 131.5, 131.6, 133.7, 133.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C61H57N8+ 901.4706, found 901.4708.  
r‐1‐(2,4‐isobutylaminopyridin‐6‐yl)‐t‐3‐(2‐isobutylamino‐4‐benzylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐
diphenylcyclobutane 6c. Dissolved 11 mg (0.019 mmol) of cyclobutane 5b in 1.5 mL of isobutylamine. 
The resulting solution was heated with stirring in a sealed tube at 110 °C for 10 h. The excess 
isobutylamine was removed in vacuo, and the resulting residue purified by flash chromatography on 
silica gel (2% TEA in 25% EtOAc/hex) to give 9 mg (0.013 mmol, 67% yield) of 6c. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.89 (ddd, J=12.45, 6.59, 1.71 Hz, 18 H), 1.74 (spt, J=6.70 Hz, 3 H), 2.94 (br. s., 2 H), 3.08 ‐ 
3.13 (m, 4 H), 4.27 (br. s., 2 H), 4.38 (br. s., 2 H), 4.53 (dd, J=17.33, 7.32 Hz, 2 H), 5.40 (s, 1 H), 5.47 (s, 1 
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H), 7.06 ‐ 7.14 (m, 2 H), 7.15 ‐ 7.34 (m, 13 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.3, 28.3, 28.5, 59.5, 
92.0, 109.7, 127.4, 128.0, 128.6, 138.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C43H55N8+ 683.4550, found 683.4532.  
r‐1‐(2,4‐isobutylaminopyridin‐6‐yl)‐t‐3‐(2‐isobutylamino‐4‐(1‐naphthylenemethylamino)pyrimid‐6‐yl)‐
c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 6d. Dissolved 16 mg (0.019 mmol) of cyclobutane 5c in 1.5 mL of 
isobutylamine. The resulting solution was heated with stirring in a sealed tube at 110 °C for 10 h. The 
excess isobutylamine was removed in vacuo, and the resulting residue purified by flash chromatography 
on silica gel (2% TEA in 25% EtOAc/hex) to give 13 mg (0.019 mmol, 75% yield) of 6d. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.85 ‐ 0.92 (m, 18 H), 1.66 ‐ 1.80 (m, 3 H), 2.93 (br. s., 2 H), 3.10 (t, J=6.32 Hz, 2 H), 3.14 (t, 
J=6.32 Hz, 2 H), 4.27 (br. s., 2 H), 4.53 (dd, J=16.51, 8.15 Hz, 2 H), 4.81 (br. s., 2 H), 5.40 (br. s., 1 H), 5.47 
(s, 1 H), 7.05 ‐ 7.29 (m, 10 H), 7.36 (d, J=6.65 Hz, 1 H), 7.41 (t, J=7.90 Hz, 1 H), 7.49 ‐ 7.54 (m, 2 H), 7.80 
(d, J=7.93 Hz, 1 H), 7.87 ‐ 7.94 (m, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 20.16, 20.18, 20.27, 28.30, 
28.46, 28.52, 48.8, 49.4, 125.4, 125.9, 126.0, 126.4, 127.8, 128.0, 128.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C47H57N8+ 733.4706, found 733.4706.  
r‐1‐(2‐chloro‐4‐(2‐hydroxyethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐dichloropyridin‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐
diphenylcyclobutane 7. Dissolved 100 mg (0.20 mmol) of cyclobutane 2 in 5 mL of DMF. To the resulting 
solution, 40 mg (0.40 mmol) of TEA was added and the reaction was heated to 60 °C. While at this 
temperature, 2‐hydroxyethanthiol (23 mg, 0.30 mmol) was added and the reaction was stirred for 5 
hours at 60 °C, producing a yellow solution. After cooling to room temperature, the reaction mixture 
was extracted from H2O three times with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with 
saturated NaCl solution and dried with anhydrous MgSO4. The solvent was removed using a rotary 
evaporator, and the resulting residue purified by flash chromatography on silica gel (33‐50%, EtOAc/hex) 
to give 28 mg (0.051 mmol, 26% yield) of 7. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.55 (br. s., 1 H), 3.24 ‐ 3.33 
(m, 2 H), 3.84 (t, J=5.68 Hz, 2 H), 4.52 (dd, J=10.29, 6.86 Hz, 1 H), 4.62 ‐ 4.70 (m, 1 H), 4.77 (m, 2 H), 6.77 
(s, 1 H), 6.93 (s, 1 H), 7.12 ‐ 7.21 (m, 6 H), 7.22 ‐ 7.26 (m, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 32.8, 
44.8, 45.2, 47.4, 47.6, 61.8, 116.6, 119.2, 127.1, 127.2, 127.7, 127.7, 128.4, 128.5, 137.5, 137.6, 160.0, 
160.2, 161.8, 168.6, 172.0, 173.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H22N4OSCl3+ 543.0580, found 543.0586.  
r‐1‐(2‐propylamino‐4‐(2‐hydroxyethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐
2,t‐4‐diphenylcyclobutane 8. Dissolved 29 mg (0.053 mmol) of cyclobutane 7 in 2 mL of n‐propylamine. 
The resulting solution was heated with stirring in a sealed tube at 100 °C for 16 h. After cooling to room 
temperature, the excess amine was removed in vacuo, and the resulting residue purified by flash 
chromatography on silica gel (1:1, EtOAc:hex) to give 18 mg (0.029 mmol, 55% yield) of 8. 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 0.86 ‐ 0.96 (m, 9 H), 1.43 ‐ 1.56 (m, 6 H), 3.05 (br. s., 2 H), 3.18 (t, J=4.82 Hz, 2 H), 
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3.20 ‐ 3.28 (m, 4 H), 3.84 (t, J=5.25 Hz, 2 H), 4.31 (br. s., 2 H), 4.45 (br. s., 1 H), 4.50 ‐ 4.58 (m, 3 H), 4.94 
(br. s., 1 H), 5.37 (s, 1 H), 6.25 (s, 1 H), 7.10 (d, J=6.22 Hz, 2 H), 7.15 ‐ 7.25 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 11.40, 11.45, 11.5, 22.6, 22.8, 23.0, 32.8, 43.09, 43.12, 63.2, 107.6, 125.9, 127.8, 127.9. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C35H46N7OS+ 612.3485, found 612.3502.  
r‐1‐(2‐chloro‐4‐(2‐(N‐Boc‐amino)ethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐dichloropyridin‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐
diphenylcyclobutane 9. Dissolved 100 mg (0.20 mmol) of cyclobutane 2 in 5 mL of DMF. To the resulting 
solution, 40 mg (0.40 mmol) of TEA was added and the reaction was heated to 60 °C. While at this 
temperature, 2‐(N‐Boc‐amino)ethanthiol (42 mg, 0.24 mmol) was added and the reaction was stirred for 
5 hours at 60 °C, producing an orange solution. After cooling to room temperature, the reaction mixture 
was extracted from H2O three times with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with 
saturated NaCl solution and dried with anhydrous MgSO4. The solvent was removed using a rotary 
evaporator, and the resulting residue purified by flash chromatography on silica gel (15%, EtOAc/hex) to 
give 42 mg (0.065 mmol, 33% yield) of 9. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.44 (s, 9 H), 3.18 (t, J=6.22 
Hz, 2 H), 3.33 (q, J=6.22 Hz, 2 H), 4.53 (dd, J=9.43, 7.50 Hz, 1 H), 4.65 (dd, J=10.08, 7.29 Hz, 1 H), 4.79 (dd, 
J=9.75, 7.61 Hz, 2 H), 4.95 (br. s., 1 H), 6.80 (s, 1 H), 6.92 (s, 1 H), 7.13 ‐ 7.20 (m, 6 H), 7.21 ‐ 7.26 (m, 4 H). 
13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.3, 29.6, 39.8, 44.8, 45.0, 47.4, 47.6, 109.8, 116.3, 19.2, 127.0, 127.2, 
127.7, 127.7, 128.4, 128.5, 137.5, 137.6, 160.2, 161.8, 168.6, 173.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C31H31N5O2SCl3+ 642.1264, found 642.1257.  
r‐1‐(2‐propylamino‐4‐(2‐(aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐
4‐diphenylcyclobutane 10. Dissolved 40 mg (0.062 mmol) of cyclobutane 9 in 2 mL of n‐propylamine. 
The resulting solution was heated with stirring in a sealed tube at 100 °C for 16 h. After cooling to room 
temperature, the excess amine was removed in vacuo. The resulting residue was dissolved in 2 mL CHCl3 
and 2 mL TFA. The reaction was allowed to stir at room temperature for 1 h, the solvent/TFA was blown 
off with a stream of N2, and the residue was purified by flash chromatography on silica (1% TEA in 1:3, 
EtOAc:hex) to give 15 mg (0.024 mmol, 40% yield) of 10. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.86 ‐ 0.94 (m, 
12 H), 1.43 ‐ 1.55 (m, 6 H), 2.88 (t, J=6.23 Hz, 2 H), 3.04 (q, J=5.40 Hz, 2 H), 3.10 (td, J=6.29, 2.08 Hz, 2 H), 
3.20 ‐ 3.29 (m, 4 H), 4.25 (t, J=7.60 Hz, 1 H), 4.31 (t, J=7.93 Hz, 1 H), 4.41 (br. s., 1 H), 4.54 (dd, J=17.33, 
10.50 Hz, 2 H), 4.67 (br. s., 1 H), 4.90 (br. s., 1 H), 5.38 (s, 1 H), 6.16 (s, 1 H), 7.05 ‐ 7.11 (m, 2 H), 7.14 ‐ 
7.23 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 11.42, 11.49, 11.53, 22.2, 22.6, 22.9, 22.9, 23.1, 41.7, 
43.0, 43.1, 45.0, 48.4, 48.5, 60.2, 107.4, 107.5, 125.8, 127.7, 127.8, 127.88, 127.95, 163.3, 168.2. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C35H47N8S+ 611.3644, found 611.3647.  
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r‐1‐(2‐chloro‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐dichloropyridin‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐
diphenylcyclobutane 11. Dissolved 28 mg (0.20 mmol) of cyclobutane 9 in 1 mL CHCl3 and 1 mL TFA. The 
resulting solution was stirred at room temperature for 1h. The solvent was blown off with N2, and the 
resulting residue purified by flash chromatography on silica gel (1% TEA in 3:1. EtOAc:hex) to give 11 in 
quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.07 ‐ 3.18 (m, 2 H), 3.25 ‐ 3.37 (m, 2 H), 4.47 ‐ 4.56 
(m, 1 H), 4.61 ‐ 4.70 (m, 1 H), 4.72 ‐ 4.82 (m, 2 H), 6.74 (d, J=24.23 Hz, 1 H), 6.91 ‐ 6.94 (m, 1 H), 7.09 ‐ 
7.27 (m, 10 H).  
r‐1‐(2‐chloro‐4‐(2‐(2‐Boc‐amino‐1‐oxoethyl)aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐
dichloropyridin‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 12. Samples of Boc‐glycine (11 mg, 0.063 mmol) and 
N‐methylmorpholine (7 mg, 0.069 mmol) were dissolved in approximately 1 mL THF at ‐5 °C. To this 
solution 10 mg (0.073 mmol) isobutylchloroformate were added, upon which a white precipitate 
formed. The suspension was then filtered in to a cold (‐5 °C) flask containing 24 mg (0.044 mmol) of 11. 
The reaction was allowed to slowly warm to room temperature with stirring and after 16 h quenched 
with saturated NaHCO3.  The reaction mixture was extracted three times with ether, and the combined 
organic layers washed with saturated NaCl solution and dried with anhydrous MgSO4. The solvent was 
removed using a rotary evaporator, and the resulting residue purified by flash chromatography on silica 
gel (1:1, EtOAc:hex) to give 16 mg (0.022 mmol, 51% yield) of 12. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.45 
(s, 9 H), 3.22 (t, J=6.43 Hz, 2 H), 3.52 (qd, J=6.18, 2.89 Hz, 2 H), 3.74 (d, J=5.57 Hz, 2 H), 4.53 (dd, J=10.18, 
6.97 Hz, 1 H), 4.66 (dd, J=10.51, 7.29 Hz, 1 H), 4.75 ‐ 4.82 (m, 2 H), 5.03 (br. s., 1 H), 6.57 (br. s., 1 H), 6.78 
(s, 1 H), 6.93 (s, 1 H), 7.13 ‐ 7.20 (m, 6 H), 7.22 ‐ 7.27 (m, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.3, 
29.0, 39.2, 44.8, 45.1, 47.4, 47.6, 110.8, 116.5, 119.2, 122.3, 125.7, 127.1, 127.2, 127.7, 127.8, 128.4, 
128.5, 129.7, 137.5, 137.6, 173.0.  
r‐1‐(2‐propylamino‐4‐(2‐(2‐Boc‐amino‐1‐oxoethyl)aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐
dipropylaminopyridin‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 13. Dissolved 16 mg (0.022 mmol) of 
cyclobutane 12 in 2 mL propylamine. The resulting solution was heated with stirring at 80 °C in a sealed 
tube for 16 h. The excess amine was removed in vacuo, and purified by silica gel flash chromatography 
(100% TEA). The fractions containing the Boc‐protected 13 were combined, and the solvent removed 
with a rotary evaporator providing 12 mg of intermediate. This was dissolved in 1.5 mL of CHCl3 and 1.5 
mL of TFA, and the reaction was stirred for 1 h. After removal of the solvent/TFA in vacuo, an initial 
purification was accomplished by silica gel flash chromatography (3‐5% MeOH in EtOAc). Additional 
purification was accomplished using reverse‐phase HPLC (C18‐solid phase, eluted with 0.1 % TFA in 35% 
H2O/MeOH) to provide 1 mg (0.001 mmol, 7% yield) of 13. 1H NMR (500 MHz, CD3OD)  ppm 0.87 ‐ 0.98 
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(m, 9 H), 1.49 ‐ 1.59 (m, 6 H), 3.19 (br. s., 2 H), 3.35 ‐ 3.42 (m, 2 H), 3.49 (t, J=6.10 Hz, 2 H), 3.62 ‐ 3.66 (m, 
2 H), 4.11 (br. s., 1 H), 4.47 (br. s., 1 H), 4.60 ‐ 4.71 (m, 2 H), 5.81 (br. s., 1 H), 6.37 (br. s., 1 H), 7.11 ‐ 7.16 
(m, 1 H), 7.18 ‐ 7.26 (m, 5 H), 7.32 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 7.41 (d, J=8.06 Hz, 2 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C37H50N9OS+ 668.3859, found 668.3863. 
r‐1,t‐3‐(2‐chloro‐4‐(2‐(N‐Boc‐amino)ethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 14. 
Dissolved 0.920 g (1.83 mmol) of cyclobutane 2 and 0.716 g (4.03 mmol) 2‐(N‐Boc‐amino)ethanthiol in 
10 mL of DMF. To the resulting solution, 0.744 g (7.33 mmol) of TEA was added with stirring to produce 
a reddish brown solution. The reaction was stirred at room temperature for 3 days, quenched with H2O, 
and extracted three times with CH2Cl3 and twice with EtOAc. The combined organic layers were washed 
with saturated NaCl solution and dried with anhydrous MgSO4. The solvent was removed using a rotary 
evaporator, and the resulting residue purified by flash chromatography on silica gel (1:3, EtOAc:hex) to 
give 0.7884 g (1.00 mmol, 55% yield) of 14. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.42 (s, 18 H), 3.15 (t, 
J=6.65 Hz, 4 H), 3.30 (q, J=6.15 Hz, 4 H), 4.53 (dd, J=9.33, 7.83 Hz, 2 H), 4.72 (dd, J=9.22, 8.15 Hz, 2 H), 
5.06 (t, J=4.90 Hz, 2 H), 6.77 (s, 2 H), 7.11 (t, J=7.10 Hz, 2 H), 7.15 ‐ 7.23 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 14.1, 20.9, 28.2, 29.4, 39.7, 44.6, 47.3, 60.3, 79.4, 116.1, 126.7, 127.7, 128.1, 137.9, 155.7, 
159.9, 168.8, 171.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C38H45N6O4S2Cl2+ 783.2321, found 783.2332.  
Representative example for the formation of compounds 15, 16a‐j: r‐1,t‐3‐(2‐propylamino‐4‐(2‐
aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 15.Dissolved 40 mg (0.051 mmol) of 
cyclobutane 14 in 1.5 mL of propylamine and heated in a sealed tube with stirring at 100 °C for 16 h. The 
reaction was cooled to room temperature and the excess amine removed in vacuo. The resulting residue 
was purified by Combiflash on a silica gel column (0–50% gradient elution 1% TEA in EtOAc/hexanes). 
The fractions containing product were combined and the solvent removed in vacuo. The pure Boc‐
protected intermediate was then dissolved in 2 mL CH2Cl2 and 2 mL TFA and stirred at room 
temperature for 1 h. The solvent/TFA was removed with a stream of N2, and the remaining residue was 
purified by Combiflash using a C18‐reverse phase column (0–100% gradient elution 0.1% TFA in 
ACN/H2O). The fractions containing product were combined and diluted with saturated NaHCO3 
solution. The resulting aqueous solutions were extracted three times with CH2Cl2, and the combined 
organic fractions were dried over anhydrous MgSO4. Removal of solvent by rotary evaporator provides 
15 (10 mg, 0.016 mmol, 31% yield). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 1.35 (br. s., 
4 H), 1.52 (sxt, J=7.25 Hz, 4 H), 2.88 (t, J=6.22 Hz, 4 H), 3.05 ‐ 3.15 (m, 4 H), 3.26 (q, J=6.57 Hz, 4 H), 4.29 
(dd, J=9.33, 7.83 Hz, 2 H), 4.57 (dd, J=9.54, 7.40 Hz, 2 H), 4.88 (t, J=5.79 Hz, 2 H), 6.15 (s, 2 H), 7.07 ‐ 7.11 
(m, 2 H), 7.14 ‐ 7.20 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 11.5, 23.0, 33.0, 41.8, 43.2, 48.4, 107.7, 
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126.0, 127.8, 127.9, 161.5, 167.6, 168.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C34H45N8S2+ 629.3209, found 
629.3204. 
r‐1,t‐3‐(2‐methylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16a. As 
for the synthesis of 15: 50 mg (0.064 mmol) of 14, 2 mL of 2.0 M methylamine in THF, producing 12 mg 
(0.020 mmol, 32% yield) of 16a. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.40 (br. s., 4 H), 2.86 ‐ 2.91 (m, 10 H), 
3.06 ‐ 3.16 (m, 4 H), 4.31 (dd, J=9.16, 7.69 Hz, 2 H), 4.58 (dd, J=9.77, 7.32 Hz, 2 H), 4.81 (q, J=4.60 Hz, 2 
H), 6.17 (s, 2 H), 7.08 ‐ 7.12 (m, 2 H), 7.15 ‐ 7.21 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 28.3, 32.9, 
41.7, 44.8, 48.2, 107.6, 122.0, 125.3, 127.85, 127.89, 161.8, 167.6, 168.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C30H37N8S2+ 573.2583, found 573.2578. 
r‐1,t‐3‐(2‐ethylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16b. As for 
the synthesis of 15: 50 mg (0.064 mmol) of 14, 2 mL of 2.0 M ethylamine in THF, producing 20 mg (0.034 
mmol, 53% yield) of 16b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.14 (t, J=7.18 Hz, 6 H), 1.46 (br. s., 4 H), 2.85 ‐ 
2.91 (m, 4 H), 3.05 ‐ 3.15 (m, 4 H), 3.33 (dt, J=13.51, 7.10 Hz, 4 H), 4.29 (t, J=8.36 Hz, 2 H), 4.57 (dd, 
J=9.97, 7.18 Hz, 2 H), 4.84 (t, J=5.47 Hz, 2 H), 6.16 (s, 2 H), 7.09 (dt, J=6.65, 1.93 Hz, 2 H), 7.14 ‐ 7.21 (m, 8 
H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 15.0, 32.8, 36.2, 41.7, 44.8, 48.2, 107.6, 125.2, 126.0, 127.83, 
127.85, 161.2, 167.6, 168.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H41N8S2+ 601.2896, found 601.2896. 
r‐1,t‐3‐(2‐butylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16c. As for 
the synthesis of 15: 40 mg (0.051 mmol) of 14, 1.5 mL of butylamine, producing 22 mg (0.033 mmol, 
66% yield) of 16c. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 1.36 (dq, J=15.03, 7.28 Hz, 4 
H), 1.49 (quin, J=7.29 Hz, 4 H), 1.78 (br. s., 4 H), 2.90 (t, J=6.11 Hz, 4 H), 3.06 ‐ 3.15 (m, 4 H), 3.30 (q, 
J=6.65 Hz, 4 H), 4.28 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 4.57 (dd, J=9.22, 7.72 Hz, 2 H), 4.97 (t, J=5.25 Hz, 2 H), 6.15 (s, 2 
H), 7.10 (m, J=6.65, 6.65, 1.93, 1.93 Hz, 2 H), 7.14 ‐ 7.20 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 13.9, 
20.1, 31.8, 41.0, 41.6, 44.8, 48.3, 106.9, 107.5, 121.9, 125.2, 127.8, 158.5, 161.3. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C36H49N8S2+ 657.3522, found 657.3537. 
r‐1,t‐3‐(2‐pentylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16d. As for 
the synthesis of 15: 40 mg (0.051 mmol) of 14, 1.5 mL of pentylamine, producing 8 mg (0.011 mmol, 
21% yield) of 16d. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.92 (t, J=7.07 Hz, 6 H), 1.28 ‐ 1.39 (m, 8 H), 1.51 
(quin, J=7.13 Hz, 4 H), 1.73 (br. s., 4 H), 2.90 (t, J=6.11 Hz, 4 H), 3.05 ‐ 3.15 (m, 4 H), 3.29 (q, J=6.65 Hz, 4 
H), 4.29 (t, J=7.50 Hz, 2 H), 4.57 (dd, J=9.22, 7.93 Hz, 2 H), 4.93 (t, J=5.79 Hz, 2 H), 6.15 (s, 2 H), 7.09 (tt, 
J=6.65, 1.72 Hz, 2 H), 7.14 ‐ 7.21 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 14.1, 22.5, 29.2, 29.4, 41.3, 
41.7, 48.2, 50.4, 107.5, 126.0, 127.8, 127.8, 161.3, 167.6, 168.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C38H53N8S2+ 
685.3835, found 685.3828. 
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r‐1,t‐3‐(2‐hexylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16e. As for 
the synthesis of 15: 50 mg (0.063 mmol) of 14, 1.5 mL of hexylamine, producing 26 mg (0.036 mmol, 
57% yield) of 16e. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.91 (t, J=7.07 Hz, 6 H), 1.26 ‐ 1.37 (m, 12 H), 1.50 
(quin, J=7.30 Hz, 4 H), 1.81 (br. s., 4 H), 2.91 (t, J=5.90 Hz, 4 H), 3.06 ‐ 3.16 (m, 4 H), 3.28 (q, J=6.57 Hz, 4 
H), 4.29 (t, J=8.60 Hz, 2 H), 4.57 (t, J=8.80 Hz, 2 H), 4.98 (br. s., 2 H), 6.15 (s, 2 H), 7.10 (tt, J=6.60, 1.90 Hz, 
2 H), 7.14 ‐ 7.21 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 14.1, 22.7, 26.7, 29.7, 31.7, 41.4, 99.8, 107.5, 
123.2, 126.0, 127.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C40H57N8S2+ 713.4148, found 713.4139. 
r‐1,t‐3‐(2‐isopropylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16f. As 
for the synthesis of 15: 40 mg (0.051 mmol) of 14, 1.5 mL of isopropylamine, producing 14 mg (0.022 
mmol, 43% yield) of 16f. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.12 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 1.15 (d, J=6.43 Hz, 6 
H), 1.75 (br. s., 4 H), 2.92 (br. s., 4 H), 3.11 (d, J=5.15 Hz, 4 H), 3.96 ‐ 4.07 (m, 2 H), 4.27 (dd, J=9.75, 7.40 
Hz, 2 H), 4.57 (dd, J=9.75, 7.40 Hz, 2 H), 4.80 (d, J=7.93 Hz, 2 H), 6.15 (s, 2 H), 7.09 (tt, J=6.90, 1.70 Hz, 2 
H), 7.14 ‐ 7.21 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.88, 22.93, 42.72, 44.79, 48.3, 107.6, 118.6, 
125.2, 126.0, 127.8, 160.7, 167.6, 168.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C34H45N8S2+ 629.3209, found 
629.3203. 
r‐1,t‐3‐(2‐isobutylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16g. As 
for the synthesis of 15: 50 mg (0.063 mmol) of 14, 1.5 mL of isobutylamine, producing 23 mg (0.035 
mmol, 55% yield) of 16g. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (d, J=3.22 Hz, 6 H), 0.91 (d, J=3.22 Hz, 6 
H), 1.76 (br. s., 4 H), 2.92 (br. s., 2 H), 3.08 ‐ 3.15 (m, 8 H), 4.28 (t, J=7.30 Hz, 2 H), 4.56 (t, J=8.25 Hz, 2 H), 
5.06 (br. s., 2 H), 6.15 (s, 2 H), 7.09 (tt, J=6.60, 2.10 Hz, 2 H), 7.13 ‐ 7.20 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 20.2, 28.4, 48.9, 99.8, 107.5, 122.7, 126.0, 127.8, 161.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C36H49N8S2+ 657.3522, found 657.3522. 
r‐1,t‐3‐(2‐isopentylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16h. As 
for the synthesis of 15: 40 mg (0.051 mmol) of 14, 1.5 mL of isopentylamine, producing 9 mg (0.013 
mmol, 26% yield) of 16h. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (d, J=6.65 Hz, 12 H), 1.41 (q, J=7.07 Hz, 4 
H), 1.65 (spt, J=6.70 Hz, 2 H), 1.85 (br. s., 4 H), 2.90 (t, J=5.36 Hz, 4 H), 3.07 ‐ 3.15 (m, 4 H), 3.27 ‐ 3.36 (m, 
4 H), 4.29 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 4.58 (dd, J=9.75, 7.61 Hz, 2 H), 4.92 (t, J=4.72 Hz, 2 H), 6.14 (s, 2 H), 7.09 (tt, 
J=6.60, 2.10 Hz, 2 H), 7.14 ‐ 7.21 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 22.59, 22.62, 25.8, 28.44, 
38.6, 39.6, 41.7, 48.2, 107.5, 109.8, 125.3, 126.0, 127.8, 161.3, 167.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C38H53N8S2+ 685.3835, found 685.3823. 
r‐1,t‐3‐(2‐benzylamino‐4‐(2‐aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 16i. As for 
the synthesis of 15: 50 mg (0.063 mmol) of 14, 1.5 mL of benzylamine, producing 28 mg (0.038 mmol, 
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76% yield) of 16i. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.63 (br. s., 4 H), 2.77 (br. s., 4 H), 2.98 ‐ 3.06 (m, 4 H), 
4.25 (t, J=8.15 Hz, 2 H), 4.47 ‐ 4.59 (m, 6 H), 5.33 (t, J=6.00 Hz, 2 H), 6.17 (s, 2 H), 7.11 (t, J=5.80 Hz, 6 H), 
7.17 (t, J=7.29 Hz, 4 H), 7.22 ‐ 7.28 (m, 6 H), 7.32 (t, J=7.29 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 
32.6, 41.7, 44.7, 45.3, 48.0, 108.3, 126.0, 127.0, 127.84, 127.87, 128.4, 139.7, 161.1, 167.6, 168.3. HRMS 
(ESI+) m/z calcd for C42H45N8S2+ 725.3209, found 725.3197. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 17.Dissolved 20 mg (0.040 
mmol) of r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane in 1 mL of propylamine and 
heated in a sealed tube with stirring at 80 °C for 20 h. The reaction was cooled to room temperature and 
the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by Combiflash on a silica gel 
column (0–110% gradient elution,  EtOAc/hexanes) to give 17. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.90 (q, 
J=8.60 Hz, 16 H), 1.42 ‐ 1.54 (m, 8 H), 3.04 (br. s., 4 H), 3.21 (spt, J=6.50 Hz, 2 H), 3.28 (spt, J=6.70 Hz, 2 
H), 3.97 (t, J=10.18 Hz, 2 H), 4.39 (br. s., 1 H), 4.44 (t, J=9.20 Hz, 1 H), 4.59 (br. s., 1 H), 4.88 (t, J=10.83 Hz, 
1 H), 5.44 (s, 2 H), 6.93 (t, J=7.07 Hz, 1 H), 6.98 (t, J=7.50 Hz, 2 H), 7.08 (d, J=7.50 Hz, 2 H), 7.21 (t, J=7.30 
Hz, 1 H), 7.31 (t, J=7.61 Hz, 2 H), 7.50 (d, J=7.72 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 11.4, 11.5, 
22.6, 23.1, 43.0, 43.1, 48.1, 122.0, 122.0, 125.4, 125.5, 126.1, 127.07, 127.13, 128.2, 129.8, 132.0, 163.2. 
HRMS (ESI+) m/z calcd for C36H49N8+ 593.4080, found 593.4080. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐t‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 18. Dissolved 8 mg (0.026 
mmol) of r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐t‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane in 1 mL of propylamine and 
heated in a sealed tube with stirring at 90 °C for 16 h. The reaction was cooled to room temperature and 
the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by preparative TLC (2% TEA in 
1:1, EtOAc:hexanes) to give 18 in quantitative yield. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 ‐ 0.99 (m, 12 
H), 1.60 (sxt, J=7.30 Hz, 8 H), 3.20 (br. s., 4 H), 3.33 ‐ 3.40 (m, 6 H), 4.15 (t, J=9.65 Hz, 2 H), 4.56 (br. s., 2 
H), 4.84 (br. s., 2 H), 5.67 (s, 2 H), 7.17 (t, J=7.10 Hz, 2 H), 7.24 ‐ 7.30 (m, 4 H), 7.32 (d, J=7.29 Hz, 4 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 11.5, 11.6, 14.2, 22.8, 23.1, 29.3, 43.3, 46.4, 52.3, 126.1, 126.9, 127.0, 
128.1, 128.3, 163.6.  
r‐1,c‐2‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐t‐3,t‐4‐diphenylcyclobutane 19. Dissolved 14 mg (0.026 
mmol) of r‐1,c‐2‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐t‐3,t‐4‐diphenylcyclobutane in 1 mL of propylamine and 
heated in a sealed tube with stirring at 90 °C for 16 h. The reaction was cooled to room temperature and 
the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by preparative TLC (2% TEA in 
1:1, EtOAc:hexanes) to give 19. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 0.98 (t, J=7.40 
Hz, 6 H), 1.56 (sxt, J=7.29 Hz, 4 H), 1.64 (sxt, J=7.33 Hz, 4 H), 3.16 (d, J=5.15 Hz, 4 H), 3.38 (q, J=6.43 Hz, 4 
H), 3.61 (d, J=8.79 Hz, 2 H), 4.01 (d, J=8.36 Hz, 2 H), 4.51 (br. s., 2 H), 4.81 (br. s., 2 H), 5.53 (s, 2 H), 7.19 
193 
 
(t, J=7.07 Hz, 2 H), 7.29 (t, J=8.10 Hz, 4 H), 7.38 (d, J=7.50 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 11.5, 
11.6, 22.8, 23.2, 29.3, 43.1, 43.4, 47.7, 126.1, 127.1, 127.3, 128.2, 163.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C36H49N8+ 593.4080, found 593.4080. 
r‐1,t‐2‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐3,t‐4‐diphenylcyclobutane 20. Dissolved 1 mg (0.002 
mmol) of r‐1,c‐2‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐t‐3,c‐4‐diphenylcyclobutane in 1 mL of propylamine and 
heated in a sealed tube with stirring at 90 °C for 16 h. The reaction was cooled to room temperature and 
the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by preparative TLC (2% TEA in 
1:1, EtOAc:hexanes) to give 20. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (t, J=7.45 Hz, 6 H), 0.99 (t, J=7.45 
Hz, 6 H), 1.52 ‐ 1.70 (m, 8 H), 3.17 (br. s., 4 H), 3.38 (q, J=7.10 Hz, 4 H), 3.61 (br. s., 2 H), 4.00 (br. s., 2 H), 
4.50 (br. s., 2 H), 4.84 (br. s., 2 H), 5.54 (br. s., 2 H), 7.20 (t, J=7.80 Hz, 2 H), 7.29 (t, J=7.69 Hz, 4 H), 7.39 
(d, J=7.08 Hz, 4 H).  
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 21. Dissolved 28 mg (0.056 mmol) 
of r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane in 1 mL of propylamine and heated in a 
sealed tube with stirring at 150 °C for 16 h. The reaction was cooled to room temperature and the 
excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by Combiflash (25–100% gradient 
elution with 2% TEA in EtOAc/hexanes) to give 10 mg (0.017 mmol, 30% yield) of 21. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.89 ‐ 0.96 (m, 12 H), 1.47 ‐ 1.61 (m, 8 H), 2.95 (quin, J=6.10 Hz, 4 H), 3.00 ‐ 3.07 (m, 4 H), 
3.86 (br. s., 2 H), 4.05 (t, J=10.13 Hz, 2 H), 4.51 (t, J=9.30 Hz, 1 H), 4.79 (t, J=10.86 Hz, 1 H), 5.18 (s, 2 H), 
5.69 (s, 2 H), 6.90 (t, J=7.30 Hz, 1 H), 6.96 (t, J=7.60 Hz, 2 H), 7.09 (d, J=7.57 Hz, 2 H), 7.18 (t, J=7.60 Hz, 1 
H), 7.22 ‐ 7.30 (m, 2 H), 7.47 (d, J=7.32 Hz, 2 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C38H51N6+ 591.4175, found 
591.4167. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐di(4‐methoxyphenyl)cyclobutane 22. Dissolved 18 
mg (0.032 mmol) of r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐di(4‐methoxyphenyl)cyclobutane in 3 mL 
of propylamine and heated in a sealed tube with stirring at 100 °C for 16 h. The reaction was cooled to 
room temperature and the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by 
Combiflash (0–100% gradient elution with 2% TEA in EtOAc/hexanes) to give 16 mg (0.024 mmol, 74% 
yield) of 22. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.88 ‐ 0.95 (m, 12 H), 1.44 ‐ 1.55 (m, 8 H), 3.05 (d, J=5.57 
Hz, 4 H), 3.25 (q, J=7.30 Hz, 4 H), 3.74 (s, 3 H), 4.16 (t, J=6.90 Hz, 2 H), 4.38 (br. s., 2 H), 4.45 (dd, J=9.65, 
7.50 Hz, 2 H), 4.60 (br. s., 2 H), 5.39 (s, 2 H), 6.72 (d, J=8.58 Hz, 4 H), 7.15 (d, J=8.36 Hz, 4 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 11.4, 11.5, 22.7, 23.1, 43.1, 55.1, 109.8, 113.1, 121.6, 124.9, 129.0. HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C38H53N8O2+ 653.4291, found 653.4281. 
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r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐di(2‐pyridyl)cyclobutane 23. Dissolved 3 mg (0.006 
mmol) of r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐di(2‐pyridyl)cyclobutane in 2 mL of propylamine 
and heated in a sealed tube with stirring at 100 °C for 16 h. The reaction was cooled to room 
temperature and the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by preparative 
TLC (2% TEA in 1:1, EtOAc:hexanes) to give 3 mg (0.0004 mmol, 73% yield) of 23. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.91 (q, J=8.80 Hz, 12 H), 1.50 (quin, J=7.30 Hz, 8 H), 3.07 (br. s., 4 H), 3.22 (q, J=7.60 Hz, 4 
H), 4.46 (br. s., 2 H), 4.62 (br. s., 2 H), 4.73 (br. s., 2 H), 5.49 (br. s., 2 H), 6.98 (br. s., 2 H), 7.18 (br. s., 2 
H), 7.46 (br. s., 2 H), 8.47 (d, J=6.84 Hz, 2 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C34H47N10+ 595.3985, found 
595.3988. 
r‐1,c‐2‐Bis(2,4‐dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐t‐3,t‐4‐di(2‐pyridyl)cyclobutane 24. Dissolved 12 mg (0.024 
mmol) of r‐1,c‐2‐Bis(2,4‐dichloropyrimid‐6‐yl)‐t‐3,t‐4‐di(2‐pyridyl)cyclobutane in 2 mL of propylamine 
and heated in a sealed tube with stirring at 100 °C for 16 h. The reaction was cooled to room 
temperature and the excess amine removed in vacuo. The resulting residue was purified by preparative 
TLC (2% TEA in 1:1, EtOAc:hexanes) to give 6 mg (0.010 mmol, 41% yield) of 24. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 0.93 (q, J=7.32 Hz, 12 H), 1.50 ‐ 1.58 (m, 8 H), 3.09 (q, J=6.10 Hz, 4 H), 3.28 (qd, J=7.10, 1.95 
Hz, 4 H), 4.41 (br. s., 2 H), 4.53 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 4.65 (br. s., 2 H), 4.83 (d, J=5.86 Hz, 2 H), 5.60 (s, 2 H), 
6.89 (ddd, J=7.45, 4.88, 1.10 Hz, 4 H), 7.03 (d, J=7.81 Hz, 4 H), 7.34 (td, J=7.69, 1.95 Hz, 4 H), 8.38 (d, 
J=5.62 Hz, 4 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C34H47N10+ 595.3985, found 595.3981. 
Representative example for the formation of compounds 25a–g and 26a–g: r‐1,c/t‐3‐Bis(2,4‐
dimethoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 25a and 26a. Dissolved 100 mg (0.199 mmol) of 
cyclobutane 2 in 4 mL of methanol. To this solution 200 mg (5.00 mmol) of NaH (60% dispersion in 
mineral oil) was added, and the resulting cloudy solution was heated at 80 °C for 2 days. The reaction 
was allowed to cool to room temperature, diluted with saturated NaCl solution, and extracted three 
times with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine and dried over MgSO4. The 
solvent was removed using a rotary evaporator and the residue purified by Combiflash on a silica gel 
column (gradient elution 10–30% EtOAc/hex) to give 49 mg (0.096 mmol, 48% yield) of 25a and 30 mg 
(0.062 mmol, 31% yield) of 26a. r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dimethoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 
25a.1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.85 (s, 6 H), 3.85 (s, 6 H), 4.52 (m, J=9.86, 6.43 Hz, 2 H), 4.66 (dd, 
J=10.08, 6.86 Hz, 2 H), 6.13 (s, 2 H), 7.07 ‐ 7.12 (m, 2 H), 7.16 ‐ 7.19 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 45.1, 48.2, 53.6, 54.6, 100.7, 126.2, 127.7, 128.0, 139.9, 164.8, 170.7, 171.6. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C28H29N4O4+ 485.2189, found 485.2191.  
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r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dimethoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 26a. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 3.84 (s, 6 H), 3.85 (s, 6 H), 4.19 (ddd, J=10.72, 9.75, 0.75 Hz, 2 H), 4.53 (t, J=9.65 Hz, 1 H), 5.08 (t, 
J=10.83 Hz, 1 H), 6.14 (d, J=0.86 Hz, 2 H), 6.92 ‐ 7.02 (m, 5 H), 7.25 (tt, J=7.30, 1.90 Hz, 1 H), 7.34 (t, 
J=7.61 Hz, 2 H), 7.46 (d, J=7.29 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 43.4, 48.6, 48.7, 53.6, 54.6, 
100.0, 126.0, 126.6, 126.8, 127.4, 128.5, 129.6, 137.2, 143.0, 164.7, 170.1, 171.6. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C28H29N4O4+ 485.2189, found 485.2193. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diethoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 25b. As for the synthesis of 25a: 30 
mg (0.060 mmol) cyclobutane 2, 4 ml EtOH, 45 mg (1.12 mmol) NaH (60% dispersion in mineral oil), 
producing 15 mg (0.028 mmol, 47% yield) of 25b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.30 (t, J=7.07 Hz, 6 
H), 1.33 (t, J=7.07 Hz, 6 H), 4.20 ‐ 4.34 (m, 8 H), 4.48 (dd, J=9.97, 6.97 Hz, 2 H), 4.64 (dd, J=9.86, 7.93 Hz, 
2 H), 6.09 (s, 2 H), 7.06 ‐ 7.12 (m, 2 H), 7.14 ‐ 7.19 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 14.3, 14.5, 
45.2, 48.4, 62.1, 63.1, 100.8, 126.1, 127.8, 128.0, 140.1, 170.6, 184.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C32H37N4O4+ 541.2815, found 541.2819.  
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐diethoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 26b. 17 mg (0.031 mmol, 51% yield—
from the reaction for 25b). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.27 ‐ 1.34 (m, 12 H), 4.16 (t, J=10.18 Hz, 2 
H), 4.23 ‐ 4.33 (m, 8 H), 4.51 (t, J=9.65 Hz, 1 H), 5.06 (t, J=10.83 Hz, 1 H), 6.12 (s, 2 H), 6.90 ‐ 7.03 (m, 5 
H), 7.24 (t, J=7.30 Hz, 1 H), 7.33 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 7.44 (d, J=7.72 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 14.5, 14.6, 48.9, 49.1, 62.3, 63.2, 100.2, 126.2, 126.8, 127.1, 127.6, 128.7, 129.9, 170.2, 171.5, 
184.5. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H37N4O4+ 541.2815, found 541.2808. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dipropoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 25c. As for the synthesis of 25a: 40 
mg (0.080 mmol) cyclobutane 2, 4 mL n‐propanol, 60 mg (1.50 mmol) NaH (60% dispersion in mineral 
oil), producing 18 mg (0.029 mmol, 37% yield) of 25c. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.94 (t, J=7.40 Hz, 
6 H), 0.98 (t, J=7.50 Hz, 6 H), 1.71 (oct, J=7.30 Hz, 8 H), 4.09 ‐ 4.21 (m, 8 H), 4.48 (dd, J=9.86, 7.07 Hz, 2 
H), 4.63 (dd, J=10.51, 7.50 Hz, 2 H), 6.10 (s, 2 H), 7.06 ‐ 7.12 (m, 2 H), 7.15 ‐ 7.19 (m, 8 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 10.4, 10.5, 22.03, 22.09, 45.1, 48.3, 67.9, 68.9, 100.6, 126.1, 127.7, 127.9, 140.0, 
164.6, 170.5, 171.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C36H45N4O4+ 597.3441, found 597.3438.  
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dipropoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 26c. 14 mg (0.024 mmol, 30% 
yield—from the reaction for 25c). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 0.93 (t, J=7.50 Hz, 6 H), 0.96 (t, J=7.50 
Hz, 6 H), 1.65 ‐ 1.76 (m, 8 H), 4.12 ‐ 4.21 (m, 10 H), 4.51 (t, J=9.54 Hz, 1 H), 5.03 (t, J=10.83 Hz, 1 H), 6.12 
(s, 2 H), 6.91 ‐ 6.98 (m, 3 H), 7.01 (d, J=6.86 Hz, 2 H), 7.24 (t, J=7.10 Hz, 1 H), 7.34 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 7.45 
(d, J=7.72 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 10.3, 10.5, 22.0, 22.1, 43.3, 48.6, 48.8, 67.9, 68.9, 
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99.9, 125.9, 126.6, 126.9, 127.4, 128.5, 129.7, 137.3, 143.1, 164.5, 169.9, 171.4. HRMS (ESI+) m/z calcd 
for C36H45N4O4+ 597.3441, found 597.3446. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diisopropoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 25d. As for the synthesis of 25a: 
40 mg (0.080 mmol) cyclobutane 2, 4 mL isopropanol, 60 mg (1.50 mmol) NaH (60% dispersion in 
mineral oil), producing 11 mg (0.019 mmol, 24% yield) of 25d. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.25 (dt, 
J=6.22, 1.50 Hz, 12 H), 1.30 (d, J=6.22 Hz, 12 H), 4.44 (dd, J=10.08, 7.07 Hz, 2 H), 4.63 (dd, J=10.18, 7.18 
Hz, 2 H), 5.14 (spt, J=6.20 Hz, 2 H), 5.29 (spt, J=6.20 Hz, 2 H), 6.03 (s, 2 H), 7.05 ‐ 7.11 (m, 2 H), 7.14 ‐ 7.19 
(m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 21.8, 21.9, 44.9, 48.3, 68.7, 69.7, 101.0, 126.0, 127.8, 127.9, 
140.1, 164.1, 170.5, 170.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C36H45N4O4+ 597.3441, found 597.3431. r‐1,c‐3‐
Bis(2,4‐diisopropoxypyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 26d. 14 mg (0.021 mmol, 27% yield—
from the reaction for 25d). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.19 (d, J=6.22 Hz, 6 H), 1.23 (d, J=6.22 Hz, 6 
H), 1.25 (d, J=6.22 Hz, 6 H), 1.33 (d, J=6.43 Hz, 6 H), 4.14 (t, J=10.18 Hz, 2 H), 4.50 (t, J=9.54 Hz, 1 H), 4.99 
(t, J=10.83 Hz, 1 H), 5.15 (spt, J=6.20 Hz, 2 H), 5.28 (spt, J=6.20 Hz, 2 H), 6.06 (s, 2 H), 6.88 ‐ 6.98 (m, 3 H), 
7.00 (d, J=7.07 Hz, 2 H), 7.24 (tt, J=7.50, 1.30 Hz, 1 H), 7.34 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 7.45 (d, J=7.50 Hz, 2 H). 13C 
NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 21.7, 21.83, 21.85, 22.0, 43.0, 48.6, 48.9, 68.7, 69.6, 100.2, 125.8, 126.6, 
126.9, 127.3, 128.5, 129.6, 137.3, 143.1, 164.0, 169.9, 170.8. HRMS (ESI+) m/z calcd for C36H45N4O4+ 
597.3441, found 597.3442.  
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐bis(2‐hydroxyethoxy)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 25e. As for the synthesis 
of 25a: 50 mg (0.080 mmol) cyclobutane 2, 4 mL ethylene glycol, 100 mg (2.50 mmol) NaH (60% 
dispersion in mineral oil), purified on Combiflash with C18‐reverse phase column (gradient elution 0–
50%, ACN/H2O) to give 6 mg (0.010 mmol, 10% yield) of 25e. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.31 (t, 
J=5.90 Hz, 2 H), 3.44 (t, J=5.04 Hz, 2 H), 3.84 ‐ 3.93 (m, 8 H), 4.29 ‐ 4.44 (m, 8 H), 4.51 (dd, J=9.00, 5.79 
Hz, 2 H), 4.60 (dd, J=9.43, 6.65 Hz, 2 H), 6.19 (s, 2 H), 7.13 (tt, J=7.10, 1.70 Hz, 6 H), 7.16 ‐ 7.23 (m, 8 H). 
13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 45.2, 48.1, 61.3, 61.5, 68.3, 69.4, 101.3, 126.6, 127.6, 128.2, 139.2, 
170.6, 171.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H37N4O8+ 605.2611, found 605.2609.  
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐ bis(2‐hydroxyethoxy)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 26e. 12 mg (0.020 
mmol, 20% yield—from the reaction for 25e). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.28 (t, J=5.90 Hz, 2 H), 
2.97 (t, J=5.47 Hz, 2 H), 3.87 (quin, J=4.70 Hz, 8 H), 4.20 (t, J=10.18 Hz, 2 H), 4.29 ‐ 4.35 (m, 4 H), 4.36 ‐ 
4.39 (m, 4 H), 4.54 (t, J=9.65 Hz, 1 H), 4.99 (t, J=10.72 Hz, 1 H), 6.24 (d, J=0.64 Hz, 2 H), 6.96 ‐ 7.02 (m, 5 
H), 7.28 (t, J=7.50 Hz, 1 H), 7.37 (t, J=7.61 Hz, 2 H), 7.44 (d, J=7.50 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 48.4, 48.7, 61.3, 61.7, 68.3, 69.5, 100.7, 122.1, 126.4, 126.8, 127.0, 127.7, 128.7, 129.6, 134.3, 
135.2, 170.2, 171.3. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H37N4O8+ 605.2611, found 605.2606. 
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r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐bis(2,2,2‐trifluoroethoxy)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 25f. As for the 
synthesis of 25a: 50 mg (0.100 mmol) cyclobutane 2, 2 mL 2,2,2‐trifluoroethanol, 100 mg (1.50 mmol) 
NaH (60% dispersion in mineral oil), producing 46 mg (0.061 mmol, 61% yield) of 25f. 1H NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 4.46 ‐ 4.75 (m, 12 H), 6.38 (s, 2 H), 7.13 ‐ 7.17 (m, 6 H), 7.22 (t, J=7.90 Hz, 4 H). 13C NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 45.2, 48.0, 62.47 (q, J=36.82 Hz), 63.49 (q, J=35.90 Hz), 102.2, 126.7, 127.4, 
128.3, 139.0, 162.5, 169.9, 171.9. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H25N4O4F12+ 757.1684, found 757.1685.  
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐ bis(2,2,2‐trifluoroethoxy)pyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 26f. 25 mg (0.033 
mmol, 33% yield—from the reaction for 25f). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.26 (t, J=10.18 Hz, 2 H), 
4.47 ‐ 4.75 (m, 11 H), 5.00 (t, J=10.83 Hz, 1 H), 6.34 (d, J=0.86 Hz, 2 H), 6.91 ‐ 6.96 (m, 2 H), 6.98 ‐ 7.04 
(m, 3 H), 7.31 (tt, J=7.10, 1.30 Hz, 1 H), 7.40 (t, J=7.50 Hz, 2 H), 7.44 (d, J=7.29 Hz, 2 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 44.2, 48.4, 48.7, 62.0, 62.3, 62.6, 63.0, 63.2, 63.5, 63.8, 101.5, 126.66, 126.70, 127.2, 
127.8, 128.9, 129.3, 136.5, 142.0, 162.4, 169.9, 171.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H25N4O4F12+ 
757.1684, found 757.1688. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dibenzylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 25g. As for the synthesis of 25a: 
200 mg (0.398 mmol) cyclobutane 2, 4 mL benzylamine, 300 mg (7.5 mmol) NaH (60% dispersion in 
mineral oil), heated at 50 °C for 16 h, producing 52 mg (0.065 mmol, 16% yield) of 25g. 1H NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 4.46 (dd, J=10.08, 7.08 Hz, 2 H), 4.62 (dd, J=9.86, 7.50 Hz, 2 H), 5.25 ‐ 5.37 (m, 8 H), 
6.15 (s, 2 H), 7.08 ‐ 7.19 (m, 10 H), 7.29 ‐ 7.40 (m, 16 H), 7.43 (d, J=7.07 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, 
CDCl3)  ppm 45.0, 48.1, 68.0, 69.0, 101.2, 126.2, 127.7, 127.8, 127.93, 127.96, 128.01, 128.08, 128.4, 
128.5, 136.1, 137.1, 139.7, 153.9, 164.1, 170.8, 171.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C52H45N4O4+ 789.3441, 
found 789.3450.   
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dibenzylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 26g. 50 mg (0.063 mmol, 16% 
yield—from the reaction for 25g). 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 4.19 (t, J=10.18 Hz, 2 H), 4.52 (t, 
J=9.65 Hz, 1 H), 5.03 (t, J=10.83 Hz, 1 H), 5.24 ‐ 5.35 (m, 8 H), 6.20 (s, 2 H), 6.86 (d, J=7.72 Hz, 2 H), 6.90 
(t, J=7.61 Hz, 2 H), 6.95 (t, J=7.30 Hz, 1 H), 7.24 ‐ 7.43 (m, 15 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 42.9, 
48.6, 68.0, 68.9, 100.5, 125.97, 126.61, 126.8, 127.5, 127.8, 127.98, 127.99, 128.1, 128.3, 128.5, 128.5, 
129.6, 136.1, 137.0, 137.1, 142.9, 164.0, 170.3, 171.1. HRMS (ESI+) m/z calcd for C52H45N4O4+ 789.3441, 
found 789.3435.a 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dihydroxypyrimidin‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 27. A sample of 15 mg (0.019 
mmol) of cyclobutane 25g was dissolved in 4 mL of MeOH and 1 mL of CHCl3. Approximately 5 mg of 
10% Pd/C was added, and the reaction mixture was stirred under 1 atm of H2 for 5.5 h. The solvent was 
removed in vacuo, and the residue was purified by Combiflash on a C18‐reverse phase column (gradient 
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elution 0–80% 0.1% TFA in ACN/H2O) to give 2 mg (0.004 mmol, 24% yield) of 27. 1H NMR (500 MHz, 
DMSO‐d6)  ppm 3.97 (t, J=9.30 Hz, 2 H), 4.37 (t, J=7.60 Hz, 2 H), 5.43 (s, 2 H), 7.20 ‐ 7.37 (m, 10 H), 10.53 
(s, 1 H), 10.74 (s, 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for C24H21N4O4+ 429.1563, found 429.1562. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dihydroxypyrimidin‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 28. A sample of 20 mg 
(0.025mmol) of cyclobutane 26g was dissolved in 4 mL of MeOH and 1 mL of CHCl3. Approximately 5 mg 
of 10% Pd/C was added, and the reaction mixture was stirred under 1 atm of H2 for 16 h. The solvent 
was removed in vacuo, and the residue was purified by Combiflash on a C18‐reverse phase column 
(gradient elution 0–80% 0.1% TFA in ACN/H2O) to give 3 mg (0.00 mmol, 28% yield) of 28. 1H NMR (500 
MHz, DMSO‐d6)  ppm 3.73 (t, J=10.13 Hz, 2 H), 4.42 (t, J=9.64 Hz, 1 H), 4.72 (t, J=10.86 Hz, 1 H), 5.75 (s, 
2 H), 7.15 (t, J=7.30 Hz, 1 H), 7.22 (t, J=7.57 Hz, 2 H), 7.27 (t, J=7.10 Hz, 1 H), 7.32 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 7.37 
(t, J=7.69 Hz, 2 H), 7.52 (d, J=7.32 Hz, 2 H), 10.53 (br. s., 2 H), 10.68 (br. s., 2 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C24H21N4O4+ 429.1563, found 429.1561. 
r‐1‐2,4‐dimethoxypyrimid‐6‐yl‐t‐3‐2,4‐dihydroxypyrimid‐6‐yl‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 29. 
Dissolved 15 mg (0.031 mmol) of cyclobutane 25a in 1 mL of CH2Cl2. To this solution 1 mL of BF3∙SMe2 
was added and the solution was stirred at room temperature for 23 h. To quench the excess BF3∙SMe2 3 
mL of MeOH was added. The solvent was removed and the resulting residue was purified by Combiflash 
on a silica gel column (100% EtOAc). The fractions with product were combined and the solvent 
removed in vacuo. The residue was redissolved in CH2Cl2 and washed with brine, after which the brine 
was re‐extracted twice with CH2Cl2. The combined organic layers were dried over MgSO4, and the 
solvent removed by rotary evaporator to give 29. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.86 (s, 3 H), 3.89 (s, 
3 H), 4.04 (dd, J=9.97, 3.54 Hz, 1 H), 4.42 (dd, J=10.08, 3.43 Hz, 1 H), 4.56 (t, J=10.29 Hz, 1 H), 4.73 (t, 
J=10.50 Hz, 1 H), 5.47 (s, 1 H), 6.10 (s, 1 H), 7.05 (d, J=7.50 Hz, 2 H), 7.12 (t, J=7.30 Hz, 1 H), 7.18 (t, 
J=7.70 Hz, 2 H), 7.24 ‐ 7.28 (m, 1 H), 7.30 ‐ 7.37 (m, 4 H), 8.91 (br. s., 1 H), 9.67 (br. s., 1 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 43.5, 48.9, 53.8, 54.7, 99.6, 101.7, 126.8, 126.9, 127.5, 127.8, 128.2, 128.9, 138.2, 
166.5, 169.3, 171.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H25N4O4+ 457.1876, found 457.1870. 
r‐1‐2,4‐dimethoxypyrimid‐6‐yl‐c‐3‐2,4‐dihydroxypyrimid‐6‐yl‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 30. 
Dissolved 15 mg (0.031 mmol) of cyclobutane 26a in 1 mL of CH2Cl2. To this solution 1 mL of BF3∙SMe2 
was added and the solution was stirred at room temperature for 23 h. To quench the excess BF3∙SMe2 3 
mL of MeOH was added. The solvent was removed and the resulting residue was purified by Combiflash 
on a silica gel column (100% EtOAc). The fractions with product were combined and the solvent 
removed in vacuo. The residue was redissolved in CH2Cl2 and washed with brine, after which the brine 
was re‐extracted twice with CH2Cl2. The combined organic layers were dried over MgSO4, and the 
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solvent removed by rotary evaporator to give 30. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.83 (s, 3 H), 3.85 (t, 
J=9.40 Hz, 1 H), 3.84 (s, 3 H), 4.09 (t, J=9.97 Hz, 1 H), 4.40 (t, J=9.65 Hz, 1 H), 4.67 (t, J=10.61 Hz, 1 H), 
5.65 (d, J=1.07 Hz, 1 H), 6.11 (s, 1 H), 7.01 ‐ 7.09 (m, 5 H), 7.25 (t, J=7.10 Hz, 0 H), 7.31 ‐ 7.39 (m, 4 H), 
9.32 ‐ 9.37 (m, 1 H), 9.95 ‐ 9.99 (m, 1 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 46.9, 49.2, 49.4, 49.5, 53.7, 
54.6, 99.6, 99.8, 126.6, 127.0, 127.3, 128.0, 128.8, 129.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C26H25N4O4+ 
457.1876, found 457.1878. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dimethylmercaptopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 31a. Dissolved 100 mg 
(0.199 mmol) of cyclobutane 2 in 4 mL THF. To this solution 112 mg (1.60 mmol) of sodium 
methylthiolate was added. The resulting suspension was stirred at reflux for 4 days. The reaction was 
allowed to cool to room temperature, and extracted from H2O three times with EtOAc. The combined 
organic layers were washed with brine, dried over anhydrous MgSO4, and the solvent removed by rotary 
evaporator. The resulting residue was purified by Combiflash on a silica gel column (gradient elution 0–
10%, EtOAc/hex) to give 45 mg (0.082 mmol, 41% yield) of 31. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.43 (s, 6 
H), 2.44 (s, 6 H), 4.45 (dd, J=10.25, 7.08 Hz, 2 H), 4.65 (dd, J=10.01, 7.32 Hz, 2 H), 6.50 (s, 2 H), 7.10 ‐ 7.16 
(m, 6 H), 7.20 (t, J=7.10 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 12.3, 14.0, 45.1, 48.1, 112.9, 126.4, 
127.8, 128.1, 139.4, 166.0, 169.7, 171.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C28H29N4S4+ 549.1275, found 
549.1276. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dimethylmercaptopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 32a. From the reaction for 
31a. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.41 (s, 6 H), 2.45 (s, 6 H), 4.17 (t, J=10.13 Hz, 2 H), 4.51 (t, J=9.64 
Hz, 1 H), 5.10 (t, J=10.86 Hz, 1 H), 6.49 (s, 2 H), 6.93 ‐ 7.04 (m, 5 H), 7.25 (t, J=7.10 Hz, 1 H), 7.34 (t, J=7.69 
Hz, 2 H), 7.43 (d, J=7.81 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 12.3, 14.0, 43.1, 48.4, 48.6, 112.2, 
126.4, 126.7, 126.9, 127.7, 128.5, 129.7, 136.6, 142.9, 165.4, 169.6, 171.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C28H29N4S4+ 549.1275, found 549.1278. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diethylmercaptopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 31b. Samples of 200 mg (5.0 
mmol, 60% dispersion in mineral oil) of NaH and 0.2 mL (2.7 mmol) of EtSH were dissolved in 5 mL of 
THF. To the resulting cloudy solution, 100 mg (0.199 mmol) of cyclobutane 2 were added. The reaction 
was stirred in a sealed tube at 80 °C for 15h. After cooling to room temperature, the reaction mixture 
extracted from H2O three times with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine, dried 
over anhydrous MgSO4, and the solvent removed by rotary evaporator. The resulting residue was 
purified by Combiflash on a silica gel column (gradient elution 0–15%, EtOAc/hex) to give 53 mg (0.087 
mmol, 44% yield) of 31b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.28 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 1.32 (t, J=7.29 Hz, 6 
H), 2.97 ‐ 3.10 (m, 8 H), 4.42 (dd, J=10.08, 6.86 Hz, 2 H), 4.66 (dd, J=9.97, 7.40 Hz, 2 H), 6.46 (s, 2 H), 7.09 
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‐ 7.16 (m, 6 H), 7.20 (t, J=7.30 Hz, 4 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 14.3, 14.7, 23.6, 25.1, 45.0, 
48.1, 113.4, 126.4, 128.0, 128.0, 139.4, 166.1, 169.3, 170.7. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H37N4S4+ 
605.1901, found 605.1896. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐diethylmercaptopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 32b. From the reaction for 
31b:  39 mg (0.065 mmol, 33% yield) of 32b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.26 (t, J=7.29 Hz, 6 H), 
1.30 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 2.98 ‐ 3.10 (m, 8 H), 4.16 (t, J=10.08 Hz, 2 H), 4.49 (t, J=9.65 Hz, 1 H), 5.09 (t, 
J=10.83 Hz, 1 H), 6.46 (s, 2 H), 6.92 ‐ 6.99 (m, 3 H), 7.02 (t, J=7.70 Hz, 2 H), 7.25 (tt, J=7.10, 1.50 Hz, 1 H), 
7.34 (t, J=7.61 Hz, 2 H), 7.42 (d, J=7.29 Hz, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 14.3, 14.7, 23.6, 25.0, 
42.8, 48.4, 48.6, 112.6, 126.4, 126.6, 126.9, 127.6, 128.5, 129.6, 142.9, 165.5, 169.2, 170.6. HRMS (ESI+) 
m/z calcd for C32H37N4S4+ 605.1901, found 605.1924. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diethylsulfonylpyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 33b. Samples of cyclobutane 
31b (35 mg, 0.058 mmol) and mCPBA (77%, 300 mg, 1.34 mmol) were dissolved in 2 mL of CHCl3 and 
allowed to sit at room temperature for 2 days. The solvent was removed in vacuo, and the residue 
purified by Combiflash on a silica gel column (gradient elution 0–15%, EtOAc/CH2Cl2 followed by a 
second column eluted with 20–80% EtOAc/hex) to give 20 mg (0.028 mmol, 48% yield) of 33b. 1H NMR 
(500 MHz, CDCl3)  ppm 1.18 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 1.29 (t, J=7.50 Hz, 6 H), 3.29 ‐ 3.48 (m, 8 H), 4.99 (dd, 
J=10.08, 6.43 Hz, 2 H), 5.10 (dd, J=9.86, 6.43 Hz, 2 H), 7.10 ‐ 7.18 (m, 6 H), 7.21 (t, J=7.30 Hz, 4 H), 7.82 (s, 
2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 6.6, 6.7, 45.6, 45.9, 48.5, 119.6, 127.58, 127.65, 128.9, 136.7, 
165.2, 165.4, 175.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H37N4O8S4+ 733.1494, found 733.1492. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐dimethylsulfonylpyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 34a. Samples of cyclobutane 
32a (30 mg, 0.055 mmol) and mCPBA (77%, 250 mg, 1.12 mmol) were dissolved in 4 mL of CHCl3 and 
allowed to sit at room temperature for 4 days. The solvent was removed in vacuo, and the residue 
purified by Combiflash on a silica gel column (gradient elution 0–40%, EtOAc/CH2Cl2). The fractions 
containing product were combined, the solvent removed in vacuo, and the resulting solid recrystallized 
from MeOH to give 34a. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 3.17 (s, 6 H), 3.18 (s, 6 H), 4.72 (t, J=10.10 Hz, 2 
H), 4.87 (t, J=9.60 Hz, 1 H), 5.38 (t, J=10.61 Hz, 1 H), 6.87 (d, J=6.65 Hz, 2 H), 7.00 ‐ 7.08 (m, 3 H), 7.35 (t, 
J=7.30 Hz, 1 H), 7.44 (t, J=7.72 Hz, 2 H), 7.53 (d, J=7.50 Hz, 2 H), 7.74 (s, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  
ppm 39.2, 49.5, 117.6, 126.7, 127.9, 128.2, 129.0, 129.4, 129.4, 153.9, 170.5, 174.6. HRMS (ESI+) m/z 
calcd for C28H29N4O8S4+ 677.0868, found 677.0864. 
r‐1,c‐3‐Bis(2,4‐diethylsulfonylpyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 34b. Samples of cyclobutane 
32b (20 mg, 0.033 mmol) and mCPBA (77%, 300 mg, 1.34 mmol) were dissolved in 2 mL of CHCl3 and 
allowed to sit at room temperature for 2 days. The solvent was removed in vacuo, and the residue 
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purified by Combiflash on a silica gel column (gradient elution 0–15%, EtOAc/CH2Cl2). The fractions 
containing product were combined, the solvent removed in vacuo, and the resulting solid further 
purified by preparative TLC (1:3 EtOAc:hex) to give 34b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.14 (t, J=7.50 
Hz, 6 H), 1.29 (t, J=7.40 Hz, 6 H), 3.29 ‐ 3.46 (m, 8 H), 4.73 (t, J=9.40 Hz, 2 H), 4.86 (t, J=9.90 Hz, 1 H), 5.44 
(t, J=10.61 Hz, 1 H), 6.85 (d, J=6.65 Hz, 2 H), 6.95 ‐ 7.03 (m, 3 H), 7.35 (t, J=7.30 Hz, 1 H), 7.44 (t, J=7.61 
Hz, 2 H), 7.55 (d, J=7.29 Hz, 2 H), 7.73 (s, 2 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 6.5, 6.7, 45.9, 46.0, 48.8, 
49.5, 118.8, 126.8, 128.9, 129.3, 129.4, 165.7, 174.4. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H37N4O8S4+ 733.1494, 
found 733.1500. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐dimethylpyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 35a. Samples of cyclobutane 2 (20 
mg, 0.040 mmol) and Fe(acac)3 (10 mg, 0.028 mmol) were dissolved in 3 mL of THF. To this brown 
solution, MeMgBr (3 M in ether, 0.15 mL, 0.48 mmol) was added dropwise causing the solution to 
progress to a cloudy white followed by a cloudy orange‐brown. After an hour of stirring at room 
temperature an additional 10 mg (0.028 mmol) of Fe(acac)3 was added followed by another 0.2 mL of 
Grignard solution (0.60 mmol). After another hour the Fe(acac)3 and Grignard addition was repeated 
once more. At this point the reaction turned from brown to a dark black. The reaction was quenched 
with saturated NaCl solution and extracted three times with ether. The combined organic layers were 
dried over anhydrous MgSO4, and after removal of solvent by rotary evaporator the residue was purified 
by Combiflash (gradient elution 20–70%, EtOAc/hex) to give 35a. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 2.28 
(s, 6 H), 2.57 (s, 6 H), 4.59 (dd, J=10.51, 7.50 Hz, 2 H), 4.76 (dd, J=10.08, 6.86 Hz, 2 H), 6.63 (s, 2 H), 7.05 ‐ 
7.11 (m, 2 H), 7.14 ‐ 7.18 (m, 8 H). 13C NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 23.9, 25.9, 44.9, 47.9, 116.7, 126.3, 
127.9, 127.9, 139.2, 166.0, 167.0, 168.0. HRMS (ESI+) m/z calcd for C28H29N4+ 421.2392, found 421.2388. 
r‐1,t‐3‐Bis(2,4‐diethylpyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 35b. Samples of cyclobutane 2 (20 mg, 
0.040 mmol) and Fe(acac)3 (10 mg, 0.028 mmol) were dissolved in 3 mL of THF. To this brown solution, 
EtMgBr (1 M in THF, 0.60 mL, 0.60 mmol) was added dropwise causing the solution to progress to a 
cloudy white followed by a cloudy orange‐brown. After an hour of stirring at room temperature an 
additional 10 mg (0.028 mmol) of Fe(acac)3 was added followed by another 0.6 mL of Grignard solution 
(0.60 mmol). After the second addition of Grignard reagent, the reaction turned from brown to a dark 
black.  The reaction was quenched with saturated NaCl solution and extracted three times with ether. 
The combined organic layers were dried over anhydrous MgSO4, and after removal of solvent by rotary 
evaporator the residue was purified by Combiflash (gradient elution 0–20%, EtOAc/hex) to give 9 mg 
(0.0019 mmol, 48% yield) of 35b. 1H NMR (500 MHz, CDCl3)  ppm 1.10 (t, J=7.61 Hz, 6 H), 1.22 (t, J=7.61 
Hz, 6 H), 2.56 (q, J=7.72 Hz, 4 H), 2.82 (qd, J=7.61, 2.47 Hz, 4 H), 4.61 (dd, J=10.18, 7.18 Hz, 2 H), 4.81 (dd, 
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J=10.08, 7.29 Hz, 2 H), 6.64 (s, 2 H), 7.05 (tt, J=6.40, 2.10 Hz, 2 H), 7.11 ‐ 7.17 (m, 8 H). 13C NMR (500 
MHz, CDCl3)  ppm 13.0, 13.1, 30.8, 32.7, 44.9, 48.2, 115.5, 126.1, 127.9, 127.9, 139.7, 168.2, 170.9, 
171.2. HRMS (ESI+) m/z calcd for C32H37N4+ 477.3018, found 477.3012. 
Fluorescein‐conjugated r‐1‐(2‐propylamino‐4‐(2‐(aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐
dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 36. Samples of the NHS‐ester of 5‐
carboxyfluorescein diacetate (5 mg, 0.009 mmol) and cyclobutane 10 (10 mg, 0.016 mmol) were 
dissolved in 1.5 mL of DMF. To this solution 2 drops of Et3N were added, and the reaction was stirred at 
room temperature overnight. To remove the acetate groups from fluorescein, 2 drops of benzylamine 
were added to the reaction mixture and stirred for 5h. The DMF was then removed in vacuo, and the 
resulting residue purified by Combiflash on a C18‐reverse phase column (gradient elution 0–100%, 0.1% 
TFA in ACN/H2O). The fractions containing product were combined and the solvent removed by 
lyophylization to give 36. 1H NMR (500 MHz, CD3OD)  ppm 0.84 ‐ 0.94 (m, 9 H), 1.43 ‐ 1.59 (m, 6 H), 3.16 
‐ 3.44 (m, 8 H), 3.62 ‐ 3.74 (m, 2 H), 4.29 (br. s., 1 H), 4.57 (br. s., 2 H), 4.64 (t, J=8.80 Hz, 2 H), 5.85 (br. s., 
1 H), 6.53 ‐ 6.61 (m, 4 H), 6.72 (d, J=1.95 Hz, 2 H), 7.11 (br. s., 1 H), 7.17 ‐ 7.27 (m, 5 H), 7.31 (t, J=7.69 Hz, 
2 H), 7.40 (d, J=7.57 Hz, 2 H), 8.06 (br. s., 1 H), 8.30 (s, 1 H), 8.97 (br. s., 1 H). HRMS (ESI+) m/z calcd for 
C56H57N8O6S+ 969.4122, found 969.4100. 
Cy5‐conjugated r‐1‐(2‐propylamino‐4‐(2‐(aminoethylmercapto)pyrimid‐6‐yl)‐t‐3‐(2,4‐
dipropylaminopyrimid‐6‐yl)‐c‐2,t‐4‐diphenylcyclobutane 37. Samples of the NHS‐Cy5 (9 mg, 0.011 
mmol) and cyclobutane 10 (10 mg, 0.016 mmol) were dissolved in 1.5 mL of DMF. To this solution 2 
drops of Et3N were added, and the reaction was stirred at room temperature overnight. The DMF was 
then removed in vacuo, and the resulting residue was purified by preparative TLC. After purification, the 
compound was loaded on a 5 g C18‐column, washed profusely with H2O, and eluted with MeOH. 
Removal of solvent in vacuo gave 5 mg (0.004 mmol, 32%) of 37. HRMS (ESI+) m/z calcd for C68  
H85N10O7S3+ 1249.5765, found 1249.5780. 
 
Biological Assays 
TR‐FRET ER/SRC‐3 interaction assay.  The ER and SRC proteins were expressed, purified and labeled as 
previously described.25‐27 Briefly, the ER LBD (amino acids 304‐554), with a single reactive cysteine at 
amino acid 417, and the SRC‐3 encompassing three NR boxes (amino acids 627‐829), were expressed in 
E. coli from a pET‐15b vector. The purified ER 417 was labeled site‐specifically with thio‐reactive‐biotin 
(MAL‐dPEG4‐biotin from Invitrogen, Carlsbad, CA).28 The purified SRC‐3 was labeled non‐specifically 
through cysteine residues with 5‐iodoacetamido‐fluorescein (Molecular Probes, Eugene, OR).  
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  The time‐resolved fluorescence resonance energy transfer (TR‐FRET) experiments were 
measured on a Wallac Victor II plate reader (Perkin Elmer, Shelton, CT) using an excitation filter at 
340/10 nm and emission filters for terbium and fluorescein at 495/20 and 520/25 nm, respectively, with 
a 100µs delay.  TR‐FRET is expressed as (acceptor/donor) A/D x 1000.28 
  The compounds were dissolved at 20 mM in dimethylformamide (DMF) and then serially diluted 
in DMF to ensure solubility.  The FRET buffer consisted of 20 mM Tris, pH 7.5, 0.01% NP40, 50 mM NaCl, 
10% glycerol, 0.3 mg/ml ovalbumin and 0.1 mM butylated hydroxylanisol (BHA).  9 µl of buffer was 
placed in separate wells of a black 96‐well Molecular Devices HE high efficiency microplate (Molecular 
Devices, Inc., Sunnyvale, CA).  To this was added 1 µl of the compound dilutions, followed by 5 µl of ER 
cocktail.  This was incubated for 15 min at room temperature in the dark.  Then 5 µl of the SRC was 
added and incubated for 1 h in the dark at room temperature. 
The ER cocktail consisted of the ER‐417‐biotin, streptavidin‐terbium (Invitrogen, Carlsbad, CA), 
and estradiol.  The final concentrations in the simple coactivator competition assay were 1 nM ER‐
biotin, 0.25 nM SATb, 1 µM E2, 5 nM SRC‐fluorescein, 5% DMF and seven CBI concentrations ranging 
from 10‐3 M to 10‐6 M with a buffer control. The experiments using various concentrations of the SRC 
were done in the same way except that the final concentrations of SRC were either 2nM, 5nM, or 10nM. 
  Included in the experiments were a background control that consisted of all of the components 
except the ER‐biotin and a positive control that was competition with a 15 amino acid peptide 
encompassing the 2nd NR box of SRC‐1 (Roy J, Carver Biotechnology Center, UIUC).29 
  The data was analyzed using Prism 4 (Graph Pad Software, San Diego, CA).  Ki was calculated 
from the Cheng‐Prusoff equation, IC50 = Kd(1 + To/Kd*), Where To is the total tracer added and Kd* is the 
Kd of the tracer.  A Kd of 0.88 nM was determined previously for the SRC3 fragment.29 
Estrogen receptor relative binding assays (RBA). Relative binding affinities were determined by 
competitive radiometric binding assays with 2 nM [3H] estradiol ([2,4,6,7‐3H]‐estra‐1,3,5(10)‐triene‐
3,17‐diol), 82 Ci/mmol (Perkin Elmer, Waltham, MA) as tracer, as a modification of methods previously 
described.27,30  Unlabeled 17β‐Estradiol (E2) was obtained from Sigma (St. Louis, MO). Purified full‐length 
human estrogen receptor (ERα) was purchased from Pan Vera/Invitrogen (Carlsbad, CA).  Incubations 
were at 0 °C for 18‐24 h.  Hydroxyapatite (BioRad, Hercules, CA) was used to absorb the receptor‐ligand 
complexes and the unbound ligand was washed away.  The binding affinities are expressed as a relative 
binding affinity (RBA) value, with that of E2 set to 100%.  Under these conditions, the Kd of E2 for ER is 
0.2 nM.   
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Androgen receptor relative binding assays (RBA). Performed as for the ER RBAs described above. The 
radioactive tracer is [3H] R1881 ([3H 17‐methyl]‐methyltrienolone), 83.5 Ci/mmol, Perkin Elmer 
(Waltham, MA), which has a Kd of 0.6 nM. The AR used is purified recombinant rAR LBD purchased from 
Pan Vera (Invitrogen, Carslbad, CA). 
Initial compound toxicity testing. Briefly, cells were plated in low concentration in 96 well plates in 
phenol red containing – charcoal dextran stripped FBS media and let to attach and starve 2 days. Drug 
containing medium was added and roszaurin cell viability assay measurements were done after 40 hrs 
or so after incubation.  
Plating cells:  For VCAP cells were plated in DMEM‐CDT at 104 cell/well (or 8,000 cell/well for long 
multiple day toxicity testing) in clear Cell‐Bind plates (100 l/well) and starved for 2 days. For LNCAP 
cells were plated in RPMI‐CDT at 5,000 cell/well (or 4,000 cell/well for long/multiple day toxicity testing) 
in clear cell culture 96 well plates (/well) and starved for 2 days. 
4‐Point compound tests: Compound dilutions were prepped in DMSO at 6X desired final concentration 
(20 l in 100 l of cells) and added to the wells. After 16‐40 hours 20 l of R7017 Sigma resazurin 
sodium salt (700 M prepped in dH2O and sterile filtered ) was added per well and the cells were 
incubated until the dye was metabolized (blue to pink change). The plate is tapped plate gently to mix 
and fluorescence then recorded at 560/590nm.  For 10 day toxicity testing multiple plates are plated 
and compound is added after 2 days starvation. Cell viability is read each day after compound addition.  
RNA Isolation and Real‐time PCR 
LNCaP cells were maintained in RPMI supplemented with 10% FCS (Invitrogen).  VCAP cells were 
maintained in DMEM supplemented with 10% FCS.  For RNA studies, prostate cancer cell lines were 
plated in 12‐well plates at 2.0 X 105 cells/well in appropriate media supplemented with 10% charcoal‐
dextran treated fetal calf serum.  Following 48 hour incubation, cells were induced with hormone (as 
indicated above) for 16 hours. RNA was isolated using the AurumTM total RNA isolation kit (Bio‐Rad, 
Hercules, CA).  RNA (1 g) was reverse transcribed using the Bio‐Rad iScript cDNA synthesis kit.  Real‐
time PCR was performed using the Applied Biosystems (Foster City, CA) 7300 instrument and iQ SYBR 
Green Supermix (Bio‐Rad).  GAPDH expression was used to normalize all real‐time data. 
AR transactivation assay. The following cell lines were used: CV1 (AR negative), VCAP (wildtype AR 
positive), or LNCaP (T877A AR positive). The detailed procedure is described below. 
Day1: Plate CV1 cells at 1.5 X 105 cells/ml in 10 ml DMEM/10%CFS (in T75 flasks).  
Day2: Transfection. CV1 cells are bulk transfected (using Fugene 6 from Invitrogen) with a DNA mixture 
consisting of pSG5‐AR, MMTV‐Luciferase (reporter gene to measure transcriptional activity of AR), and 
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pCMV‐β‐galactosidase (or Renilla‐luciferase) at a 0.08:1.0:0.16 ratio. For each T75 flask, 75 L of Fugene 
6 is added to 600 L of OptiMEM (Invitrogen) and incubated for 5 min at room temperature.  Following 
the 5 min incubation, approximately 19 g total DNA (see excel worksheet) is added directly to Fugene 
6/optiMEM mixture.  The resultant mixture is incubated an additional 15 mins at RT. 3.  Following the 15 
minute incubation, transfection mixture is added directly to cells drop‐wise and flasks are incubated 
O/N.  
Day 3: Compound Addition. For agonist mode, cells are incubated with increasing concentrations (10‐10 
to 10‐5 M) of test ligand.  For antagonist mode, cells are incubated with an EC80 concentration (1.0 X 10‐10 
M) of the synthetic agonist R1881 in addition to increasing concentrations of test ligand.  For one point 
assays in agonist mode, test ligands are used at 10‐20 M final concentrations.  For antagonist mode, 
cells are incubated with an EC80 concentration (1.0 X 10‐10 M) of the synthetic agonist R1881 in addition 
to test ligands at 10‐20 M final concentrations.  For single point assays, the AR transcriptional assay 
may be run in HepG2 cells (same cell line used in the IOS platform assay).  Incubate cells with ligand for 
24 hours. 
Day 4:  Assay for firefly luciferase and β galactosidase or renilla luciferase activity. 
DNA binding assay (AR‐VP16). The following cell lines were used: CV1 cells grown in DMEM and 10% 
FCS. The detailed procedure is outlined below. 
Day 1. Plate CV1 cells at 1.5 X 105 cells/ml in 10 ml DMEM/10%FCS (in T75 flasks). 
Day 2. Transfection. CV1 cells are bulk transfected (using Fugene 6 from Invitrogen) with a DNA mixture 
consisting of AR‐VP16, MMTV‐Luciferase (reporter gene to measure DNA binding activity of AR), and 
pCMV‐β‐galactosidase (or Renilla‐luciferase) at a 0.18:1.0:0.18 ratio. For each T75 flask, 75 L of Fugene 
6 is added to 600 L of OptiMEM (Invitrogen) and incubated for 5 min at room temperature.  Following 
the 5 min incubation, approximately 19 g total DNA (see excel worksheet) is added directly to Fugene 
6/optiMEM mixture. The resultant mixture is incubated an additional 15 mins at RT. Following the 15 
minute incubation, transfection mixture is added directly to cells drop‐wise and flasks are incubated 
O/N. 
Day 3. Split cells into 96‐well plates. Following 24 hr transfection, cells are trypsinized, diluted in cell 
culture medium containing 10% charcoal/dextran treated fetal bovine serum, and replated into either 
96‐ or 384‐well plates containing test ligands prediluted in DMSO (1% final concentration). Following the 
addition of cells onto the compound the plates are returned to the incubator for 40 hours.   
Day 4. Assay for firefly luciferase and ‐ β galactosidase or renilla luciferase activity. 
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AR N‐C terminal interaction assay. CV1 cells were grown in DMEM and 10% FCS and assayed according 
to the procedure outlined below. 
Day1. Transfection. CV1 cells are bulk transfected (using Fugene 6 from Invitrogen) with a DNA mixture 
consisting of pcDNA‐AR 507‐919, MMTV‐Luc, Renilla‐Luc, and pcDNA AR 1‐501 at a 0.25: 1.0: 0.25: 0.25 
ratio. For each T75 flask, 75 L of Fugene 6 is added to 600 L of OptiMEM (Invitrogen) and incubated 
for 5 min at room temperature. Following the 5 min incubation, approximately 19 g total DNA is added 
directly to Fugene 6/optiMEM mixture. The resultant mixture is incubated an additional 15 min. at RT. 
Following the 15 minute incubation, the transfection mixture is added directly to cells drop‐wise and 
flasks are incubated O/N. 
Day 3. Compound Addition. For the agonist mode, cells are incubated with increasing concentrations 
(10‐10 to 10‐5M) of test ligand.  For antagonist mode, cells are incubated with an EC80 concentration (1.0 X 
10‐10M) of the synthetic agonist R1881 in addition to increasing concentrations of test ligand.  For single 
point assays in the agonist mode, the test ligands are used at 10–20 M final concentrations.  For 
antagonist mode, cells are incubated with an EC80 concentration (1.0 X 10‐10M) of the synthetic agonist 
R1881 in addition to test ligands at 10‐20 M final concentrations.   
Day 4. Assay for firefly luciferase and ‐ β galactosidase or renilla luciferase activity. 
Prostate cancer cell proliferation. Performed in VCaP cells according to the following procedure. 
Day 1. Seed Cells. Cells are seeded 10,000–15,000 cells/well (96‐well plate) in 8% charcoal dextran 
stripped phenol red free medium (100 l/well) to deplete the cells of any hormones contained in the 
growth medium. Cells are grown for 3 days in a humidified incubator containing 5% CO2. 
Day 4: 2X Compound Addition. 50 l of media is removed from each well. Compounds are added into 
the cells in triplicate in a dose response ranging from 10‐13 M to 10‐5 M. 50 l of fresh media is then 
added containing 2X hormone to each well. Plates are returned to the incubator for 72 h. 
Day 7: 1X Compound Addition. Compound addition is repeated as on Day 3 but with 1X and not 2X 
ligand. Plates are returned to the incubator for 72 hours. 
Day 10: After 7 days of growth, ligand induced proliferation is quantified by measuring DNA content 
using the Molecular Probes FluoReporter fluorometric dsDNA quantification assay.   
Western blot analysis for AR degradation. LNCAP cells are plated at 1.5‐2 X 105 cells/ml in RPMI‐CDT. 
The cells are starved for 2 days. The cells are treated with compound (half of media removed and 
compound added at 2X in the same volume of new media) to give a final DMSO concentration of 0.35% 
in each well. The cells are then incubated 16 hours. Media is carefully decanted from the adherent cells 
and washed with buffer. M‐PER Reagent is added to the wells (100‐200 L for 6 wells) and the plates are 
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shaken gently for 5 minutes. The lysate is collected and transferred to a microcentrifuge tube. After 
centrifugation at 14,000 G for 5‐10 minutes, the supernatant was collected. Western blot analysis was 
performed using an ARN20 antibody (Santa Cruz Biotechnology, Inc.) at 1:3000 for 1hr at RT with anti‐
rabbit HRP at 1:4000 for 1 h at RT. 
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CHAPTER 6: STAPLED PEPTIDE MODULATORS OF ANDROGEN RECEPTOR ACTION 
 
INTRODUCTION 
  Although there are now many examples of high‐affinity, bioavailable small‐molecule inhibitors 
of protein‐protein interactions present in the literature,1,2 most protein‐protein binding surfaces were 
long thought “undruggable” because their interaction surfaces tended to be defined by shallow grooves 
or pockets; the large surface area over which proteins partners are able to interact can lead to tight 
protein complexation but offer few features for small molecule interaction. Though recent work in 
characterizing protein‐binding “hotspots” has somewhat changed this view,3 oligomeric peptides have a 
strong tradition as molecular probes and protein‐protein inhibitors due to their ability to adopt ‐
helices—interaction motifs in the common helix‐groove type of protein‐protein interaction—and to 
occupy the extended surfaces that play subtle roles in protein‐protein selectivity and affinity. Assuming 
that both partners of the protein interface are known, peptide inhibitors of protein‐protein interactions 
have the added benefit that a model upon which to base the inhibitory sequence of the peptide is 
inherent in the interacting residues of the secondary protein. Contributing to their appeal, peptide 
libraries containing hundreds of compounds can be synthesized by solid‐phase peptide synthesis, and 
phage display techniques can be utilized to create and screen peptide libraries containing as many as 109 
to 1010 unique sequences. 
  Extensive work has been performed on the discovery of peptide inhibitors for ER and ER 
coactivator binding. These studies have ranged from targeted synthetic approaches,4‐10 to the formation 
of massive phage‐display libraries centered on the five‐residue LXXLL coactivator consensus sequence.11‐
14 In all cases, potent inhibitors of in vitro ER/coactivator binding were obtained, and in certain instances 
inhibitory activity in cells was also demonstrated.7,11‐14 Many of these peptides were augmented by the 
incorporation of non‐natural amino acids which allow for partial cyclization through a thioether,10 
disulfide bridge,4,8 or macrocyclic lactam.5,6,9  The most impressive of these peptides have disulfide‐
containing macrocycles and exhibit sub‐nanomolar Ki’s.8 Similar efforts have produced a wide‐range of 
androgen receptor peptide antagonists. Combinatorial studies include the formation of phage‐display 
peptide libraries15‐20 and on‐bead peptide synthesis and screening.21 Targeted approaches include the 
synthesis and modification of peptides based on the interaction sequences from the AR coregulator 
proteins gelsolin,16 ARA54 and ARA70,22 as well as from a proteome‐wide in silico search for probable AR 
binding regulatory proteins.23 In essentially every instance, the development of AR‐inhibitory peptides 
has either started from a biased FXXLF binding motif or has preferentially discovered sequences with 
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this motif de novo. As affinity of the FXXLF binding motive is unique to AR, this highlights the nuclear 
receptor selectivity that can be achieved with AR‐binding peptides. 
  In spite of the successes in identifying peptide‐based disruptors of protein‐protein interactions, 
there are a number of drawbacks to the use of peptides as drugs or other biological probes. Peptides are 
generally not cell‐membrane permeable, and in vivo, peptides are rapidly degraded by proteases. 
Additionally, in solution most small peptides do not exist in an ordered state. Without the necessary 
secondary structure, the affinity of the peptide for protein is greatly reduced, and consequently, there is 
additional entropic cost associated with the ‐helical order enforced upon peptide binding to its target. 
This decreases the overall favorable energetics of peptide/protein interaction, and consequently, small 
peptides have lower binding affinities than might be expected based on their parent protein‐protein 
dissociation constants. Due to sequential hydrogen‐bonding of their backbone amide groups, ‐helical 
peptides are more compact, more soluble in lipid environments, and less labile to proteolysis. 
Correspondingly, ‐helical stabilized peptides are more bioavailable and often exhibit better binding 
constants than similar unconstrained polymers. One widespread approach to overcome the negative 
aspects of peptide‐based inhibitors is to enforce helicity through macrocyclization. The exceptional 
binding affinity of the ER‐targeted disulfide‐linked cyclic peptides mentioned above is a prime example 
of this effect.8 Nonetheless, while the disulfide and lactam macrocycles installed in the ER‐binding 
peptides help to instill helicity, the linkers have the disadvantage of being unstable in the reducing and 
hydrolytic in vivo environment and consequently have limited utility in biological applications. 
  A wide variety of approaches have been used to introduce ‐helicity into peptides,24,25 with an 
especially promising technique appearing in 2000 from the lab of Gregory Verdine at Harvard 
University.26 To avoid the instability associated with previously applied covalent constraints, an all‐
hydrocarbon based cross‐linker was designed. Synthesis of the macrocycle‐stabilized peptides involves 
the incorporation of two ,‐disubstituted unnatural amino acids, each containing one methyl group 
and one substituent with a terminal alkene. After solid‐phase synthesis of the primary peptide 
sequence, the hydrocarbon‐based macrocycle was formed on bead through ring‐closing olefin 
metathesis performed with Grubbs catalyst. During the initial investigation of this approach, later 
termed hydrocarbon peptide “stapling,” both i,i+4 and i,i+7 tethers were introduced into the peptides, 
with the i,i+4 compounds designed to span a single turn of the helix and the i,i+7 tethers spanning two 
turns. In order to optimize tether length and stereochemistry of the stapled peptides, peptide libraries 
containing R and S unnatural amino acids with terminal olefins from three to eight carbons in length 
were synthesized. Success of the amino acid tether length and stereochemistry was measured by the 
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extent to which the resulting macrocycle induced helicity in the free peptide (as determined by CD), and 
this was subsequently supported by the ability of the most helical peptides to withstand proteolytic 
degradation. As a result of this initial study, two promising peptide designs, an eight carbon Si,i+4S and 
an 11 carbon Ri,i+7S cyclized system, were identified, both of which have been the basis for further 
investigations in biological systems. 
  Apart from their ‐helicity and proteolytic protection, stapled peptides are distinguished from 
other stabilized helical peptides by their striking biological activity. The first biomedical application of 
stapled peptides used both eight atom Si,i+4S and eleven atom Ri,i+7S‐constrained peptides to target 
the BCL‐2/BAX interaction.27,28 These peptides were shown to be cell‐permeable (demonstrated by 
fluorescence microscopy), proteolytically stable, and suppressed the growth of human leukemia 
xenografts in mouse models. Subsequent reports have described the application of Ri,i+7S stapled 
peptides as activators of the p53 pathway through binding to hDM229 as well as  Si,i+4S peptides as 
inhibitors of HIV‐1 capsid formation.30‐32 More recent efforts produced stapled peptides that directly 
inhibit the NOTCH transcription complex in vivo, showing good suppression of T‐cell acute lymphoblastic 
leukemia in mouse models.33  
A final and especially pertinent example of stapled peptide inhibitors describes the formation of 
Si,i+4S‐constrained peptides that bind to the surface of ER and ER.34 Based on the LXXLL binding motif 
of SRC‐2, the best of these peptides binds to ER with a KD of 75 nM as measured by surface plasmon 
resonance. The researchers obtained solution‐state NMR structures of the free peptide, demonstrating 
the inherent helicity induced by the staple, as well as single‐crystal X‐ray structures of the ER‐bound 
inhibitors. To date, this is the only reported crystal structure of a stapled peptide bound to a target 
protein, and a comparison of the solution and X‐ray structures demonstrate how the preorganization of 
the peptide facilitates binding to the AF‐2 coactivator groove. Although there was no reported 
application to cellular or other biological systems, these results, combined with the previous in vivo 
stapled peptide successes, provide promise that this technology can be applied to produce effective 
inhibitors of nuclear receptor action. 
 
RESULTS 
Design and synthesis of stapled peptide modulators of androgen receptor activity 
  Based on the results from these trials, it was proposed that properly designed stapled peptides 
could act as potent in vivo inhibitors of androgen receptor action. Accordingly, a small library of stapled 
peptides was designed based on an original 19‐residue “D11” peptide that had previously been 
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highlighted from a panel of LXXLL and FXXLF‐containing AR‐interacting peptides due to its exceptionally 
high recruitment to AR under agonist conditions.35 In an effort to maximize helicity at the FXXLF binding 
site, it was decided to introduce the hydrocarbon tethers at both sides flanking the AR‐interacting 
phenylalanine and leucine residues of D11. Consequently, modification of the parent peptide sequence 
began by insertion of the necessary unnatural amino acids for the Si,i+4S and Si,i+8R linkers 
accompanied by acetylation of the N‐terminal amine and amidation of the C‐terminal acid in order to 
increase proteolytic stability and improve membrane solubility. Due to previous reports that cellular 
internalization was further improved by the abrogation of overall negative charge on peptides,29 the 
glutamate residues near the N‐terminus were altered to the positively charged arginine residues, 
producing the six positively charged Stapled Peptides modulators of Androgen Receptor action (SPARs 
1–6), as shown in figure 6.1. In addition to the six SPAR peptides, a non‐stapled control peptide, ARCP‐1, 
was also synthesized (see figure 6.1). 
 
Figure 6.1. Design of positively‐charged stapled peptides inhibitors of androgen receptor activity starting from 
the parent D11 peptide. Negatively‐charged residues are shown in blue and positive residues are red. The 
conserved FXXLF interacting residues are shown bold. 
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  At the time this project was undertaken, the Fmoc‐protected unnatural amino acids S5 and R8 
were not commercially available, and it was necessary to perform their stereoselective synthesis before 
peptide creation could begin. This was accomplished according to the previously described synthesis 
and as outlined for Fmoc‐S5 in scheme 6.1.26,36,37 Starting from the optically pure 1R,2S‐
diphenylethanolamine 1, ethyl 2‐bromoacetate undergoes a triethylamine‐catalyzed displacement to 
from the glycine adduct 2. The resulting secondary amine is subsequently Boc‐protected to form 3, 
which undergoes cyclization in the presence of p‐TsOH to give the 2‐ketomorpholine 4. Stereoselective 
enolate attack of 4 on methyl iodide trans to the phenyl substituents provides 5, which undergoes a 
second stereoselective addition with 5‐iodo‐1‐pentene to afford the ,‐substituted glycine derivative 
6. Removal of the chiral auxiliary is accomplished by dissolving‐metal reduction, and removal of the Boc‐
group followed by reprotection of the amine with Fmoc‐NHS provides the final Fmoc‐S5 ,‐
disubstituted amino acid. Synthesis of the Fmoc‐R8 proceeds as for the synthesis of Fmoc‐S5, replacing 1 
with its enantiomer and the pentenyl iodide with 8‐iodo‐1‐octene.  
 
 
Scheme 6.1. Synthesis of the protected unnatural amino acid Fmoc‐S5. 
   
Synthesis of the six SPAR peptides was performed on Rink‐amide resin using an automated 
parallel peptide synthesizer for the coupling of all natural amino acids. In order to minimize waste, the 
unnatural ,‐disubstituted amino acids were coupled by hand using HCTU coupling conditions. After 
acetyl capping of the completed peptide, ring‐closing olefin metathesis was performed on the terminal 
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alkenes with Grubbs 1st generation catalyst. After cleavage of the resulting macrocyclic peptide from the 
resin, purification was accomplished by reverse‐phase HPLC. Purity and identity of the final peptides 
were established using MALDI mass spectrometry.  
Analysis of the antiandrogenic activity of SPAR1–638 
  The SPAR peptides were initially screened for inhibitory activity against AR/coactivator binding 
using the AR TR‐FRET assay described in chapter 3. Parallel measurement of binding to ER was 
accomplished using the sister ER TR‐FRET assay. Results from these assays are depicted graphically in 
figure 6.2 and as Ki’s in table 6.1. In general, the TR‐FRET assays demonstrate the successful design of 
the SPARs, and in all cases the stapled peptides were more potent inhibitors of AR/SRC binding than the 
non‐stapled ARCP‐1. The most active SPARs have Ki’s in the low micromolar range, and most show 
complete selectivity for AR. Nonetheless, SPAR‐1 and SPAR‐3 have some cross‐over binding to ER. 
Interestingly, while the binding of SPAR‐1 to ER is greatly reduced in comparison to AR, the activity of 
SPAR‐3 is comparable across the two receptors. This retention of activity is surprising as ER generally 
has reduced binding to peptides containing bulky amino acids such as the phenylalanine residues central 
to the SPAR compounds. It is possible that this affinity for ER is being modulated by interaction of the 
hydrocarbon tether with the surface of the receptor, causing a twisting of the adjacent phenylalanine 
residues out of the ER coactivator groove, similar to what has been reported previously with ER‐targeted 
stapled peptides.34 
 
 
Figure 6.2. SPAR1‐6 and the control peptide ARCP‐1 in the AR and ER TR‐FRET assay showing inhibition of 
NR/SRC‐3 interaction.  
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Table 6.1. Inhibition constatns for SPAR1‐6 and the control peptide ARCP‐1 in the AR and ER TR‐FRET assay. 
Peptide Sequence AR Ki (M)  ER Ki (M) 
SPAR-1 Ac-VRSG(S5)SRF(S5)QLFMANDLLT-NH2  4.2  15.7 
SPAR-2 Ac-VRSGS(S5)RFM(S5)LFMANDLLT-NH2  1.7  NB 
SPAR-3 Ac-VRSGSSRF(S5)QLF(S5)ANDLLT-NH2  1.1  2.1 
SPAR-4 Ac-VRSGSSRFM(S5)LFM(S5)NDLLT-NH2  5  NB 
SPAR-5 Ac-VRSGS(S5)RFMQLF(R8)ANDLLT-NH2 8.8  NB 
SPAR-6 Ac-VRSGSS(S5)FMQLFM(R8)NDLLT- NH2 39.7  NB 
ARCP-1 Ac-VRSGSSRFMQLFMANDLLT-NH2 15.2  NB 
 
 
  After assessment for in vitro binding activity, further analysis of SPAR biological activity was 
transitioned over to cell‐based reporter gene and mammalian two‐hybrid assays. As shown in figure 
6.3a, the most potent stapled peptide, SPAR‐4, inhibits AR‐dependent luciferase expression with an IC50 
of approximately 10 M, a value that roughly corresponds with the Ki observed in the AR TR‐FRET assay. 
Disappointingly, the other SPAR compounds show reduced binding in the reporter gene assay, and none 
of the peptide inhibitors are able to achieve a level of inhibition equal to that attained by MDV3100. 
Even less promising results were obtained with an AR/gelsolin M2H assay. Through previous work 
involving the profiling of a large set (ca. 150) of AR‐interacting proteins,39 the McDonnell group was able 
to show that gelsolin, an actin‐binding protein with AR coregulatory activity, formed a complex with AR 
in the presence of both agonists and traditional antagonists such as bicalutamide and hydroxyflutamide, 
but not with apo receptor. This ability to differentiate the inactive, unoccupied form of AR from its 
various occupied conformations distinguishes the AR/gelsolin complex as a unique screening target due 
to its potential ability to identify novel AR inhibitors.39,40 As displayed in figure 6.3b, none of the SPAR 
peptides showed significant inhibition in the gelsolin assay, bringing into question the utility of these 
compounds as future therapeutic agents. 
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Figure 6.3. SPAR Inhibition of AR signaling as measured by a) an AR/MMTV luciferase reporter gene assay and b) 
a mammalian two‐hybrid AR/gelsolin interaction assay. The compounds Duke36 and Duk380 are second‐site AR 
inhibitors that have been reported previously.40 
 
Second generation SPAR library 
  In an attempt to increase the cellular activity of the SPAR stapled peptides, a second generation 
library was designed based on SPAR‐4, the most potent inhibitor as measured in the luciferase reporter 
gene assay (figure 6.4). Earlier studies had highlighted the ability of the AR LBD to bind to peptides 
containing tryptophan residues as either a single or double replacement of the phenylalanine residue in 
the FXXLF consensus sequence.17‐19,41 Accordingly, SPAR‐7 and SPAR‐8 were designed with sequential 
phenylalanine to tryptophan substitutions. In an effort to address cell permeability and proteolytic 
stability, SPAR‐9 retains the same sequence as SPAR‐4, but has an N‐terminal ‐alanine cap instead of 
the previously applied acetyl group, consistent with select reports of other stapled peptides.33,42 Finally, 
concerns that the overall peptide length was decreasing cell‐permeability, two residues from both 
termini of SPAR‐4 were removed to form the 15‐residue stapled peptide SPAR‐10. An additional 
peptide, SPAR‐11, was designed stemming from the LXXLL‐based SRC‐3 NR box‐I, which is recognized as 
having the highest affinity for AR of the SRC NR boxes.35 It was hoped that the drastically different 
sequence of this peptide would provide a foil to the low‐activity seen with the D11‐based compounds. 
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Figure 6.4. Design of 2nd generation SPARs based on SPAR‐4 and SRC‐3 box I. Negatively‐charged residues are 
shown in blue and positive residues are red. The conserved FXXLF or LXXLL interacting residues are shown bold. 
 
Figure 6.5. AR signaling as measured by an AR/MMTV luciferase reporter gene assay demonstrating the lack of 
inhibition due to compounds from the 2nd generation SPAR library. CSX = casodex. 
  Rather surprisingly, none of the 2nd generation SPAR compounds demonstrated AR inhibitory 
activity in the luciferase reporter gene assay (figure 6.5), and consequently, were not pursued further.  
SPAR‐5 as an AR potentiator 
  Although the SPAR compounds failed to surpass the level of cellular inhibition previously 
reported with AR‐targeted peptides,15 one of the stapled peptides, SPAR‐5, exhibits unanticipated 
activity of a different nature. As shown in figure 6.3b, opposite to disrupting the R1881‐stimulated 
AR/gelsolin interaction, SPAR‐5 appears to induce augmented binding of coregulator to AR at a level 
approximately twice that of R1881 alone. Second‐site small‐molecule or peptide‐based potentiation of 
the AR/coactivator interaction has not been previously described, and could have significant application 
in the treatment of AR‐signaling disorders, in which an impaired receptor fails to properly recruit 
transcriptional machinery.43 
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  That the potentiation of AR coactivator recruitment by SPAR‐5 is protein specific is evidenced by 
the results from the TR‐FRET and MMTV‐luciferase assays described above. In both of these instances, 
SPAR‐5 was a weak inhibitor of AR/SRC interaction. Consequently, SPAR‐5 could be compared to a 
selective androgen receptor modulator (SARM), in that it only activates AR in certain contexts. In order 
to better understand the effect that the binding of SPAR‐5 to the surface of AR is having on the overall 
shape of the receptor, conformational profiling was performed on the SPAR‐5/AR complex using a 
subset of the AR‐interacting proteins applied during the development of the AR/gelsolin screen 
mentioned above.39,40 The heat maps and associated hierarchical clustering in figure 6.6 show the effects 
that SPAR‐5 has on AR conformation and associated protein recruitment. In the absence of agonist 
(figure 6.6a), SPAR‐5 clusters with ligands that are associated with the apo conformation of the 
receptor, including DMSO vehicle and Duke80.40 This suggests that SPAR‐5 is either not recruited to the 
unoccupied conformation of AR, or in the absence of agonist binds in such a way that coactivator 
proteins are not recruited. Upon the addition of R1881, SPAR‐5 exhibits a shift in the AR‐recruited 
proteins (figure 6.6b), forming a unique clade that is only somewhat related to traditional agonist 
compounds such as R1881 and nandralone. Impressively, in the presence of R1881, SPAR‐5 shows at 
least partial recruitment of all the AR‐interacting proteins associated with the traditional agonist clade, 
and for a subset of these proteins recruitment is significantly higher than is achieved by any other 
agonist. Although there is some residual interaction with the peptides associated with the traditional 
antagonist clade (distinguished by ligands such as cyproterone acetate (CPA), CSX, and OHF), there is no 
recruitment of the proteins related to the apo receptor structure (indicated by the presence of the 
DMSO vehicle). Together, these results indicate that binding of SPAR‐5 to the surface of agonist‐bound 
receptor creates a peptide/protein complex characterized by a hyper‐active super‐agonist structure. 
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Figure 6.6. Conformational profiling based on heat maps of ligand‐dependent AR interaction with various AR‐
binding proteins in a) the absence of R1881 agonist and b) the presence of R1881 as measured in mammalian 
two‐hybrid assays. Red denotes high recruitment and blue denotes low recruitment. SPAR‐5 is underlined in red. 
  To test whether SPAR‐5 can potentiate AR‐activation in clinically relevant models of androgen 
insensitivity, increased activation due to addition of peptide was measured in receptors containing 
various lengths of AR NTD polyglutamine polymorphisms. Such polyglutamine repeats have been shown 
to play a role in coactivator recruitment to AR, with short polymorphisms (< 20 repeats) associated with 
a hyper‐responsive receptor and longer repeats (> 40) causing partial androgen insensitivity. Such 
repeats are the basis for Kennedy’s disease, a syndrome linked to male infertility and neurological and 
muscular degeneration, which is putatively due to fibril formation caused by the decreased solubility of 
receptors with pathogenically‐long glutamine tracts.44,45 As shown in figure 6.7, SPAR‐5 is a strong 
potentiator of AR‐dependent transcription in these models and is able to restore near‐normal function 
in receptors with expanded polyglutamine polymorphisms. As might be anticipated, in receptors with 
hyper‐active or normal function (repeats < 20 and between 20–40, respectively), SPAR‐5 increases AR 
activation only minimally. Nonetheless, in spite of the relatively small but significant increase in agonist‐
dependent transcription in the presence of SPAR‐5 for androgen receptors containing the 35 and 49 
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amino acid repeats, this potentiation effect is greatly increased for the 77 amino acid polymorph, and in 
this construct SPAR‐5 addition doubles the activation caused by R1881 alone, bringing it to a level 
comparable to that achieved with wild‐type receptor. Though it will be necessary to carry out further 
analyses with other forms of impaired AR in order to assess the generality of SPAR‐5‐induced AR rescue, 
these initial findings suggest that SPAR‐5 potentiation could be an effective treatment for certain 
congenital androgen insensitivity disorders.  
 
Figure 6.7. Rescue of partial androgen inactivation by SPAR‐5 due increasing polyglutamine repeats in the AR 
NTD as measured in a luciferase reporter gene assay. Short repeats (< 20) are associated with hyper‐responsive 
receptor, repeats between 21 and 40 amino acids are considered phenotypically normal, and repeats of > 40 
glutamines show decreased AR signaling. 
CONCLUSIONS 
  As noted above, research in the area of stapled peptides has produced multiple impressive 
successes, including two separate examples of in vivo anti‐cancer activity.28,33,42 Application of this 
technology towards the inhibition of nuclear receptors has recently been reported for the estrogen 
receptor, and researchers at Pfizer have designed and synthesized stapled peptides based on SRC‐2 that 
bind to both ER and ER with KD’s in the low nanomolar range.34 Following these promising reports, we 
designed and synthesized a set of stapled peptides based on a potent AR‐binding peptide, D11, as 
potential inhibitors of AR/coactivator interaction. While these peptides were able to disrupt AR 
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coactivator recruitment in protein‐based and, to a lesser extent, reporter gene assays, their overall 
affinity and activity were significantly lower than reported for the comparable ER‐binding stapled 
peptides (binding constants of 1 M vs. 75 nM for the most active peptides). Additionally, these 
peptides failed to cause inhibition in a screen focused on identifying AR inhibitors that would have 
unique relevancy in hormone‐refractory disease. The disappointing activity of the SPAR compounds is 
difficult to rationalize. Based on an established AR‐binding peptide, a similar screen of staple placement 
was pursued, as for the ER‐binding stapled peptides, with no comparable shift in activity between 
compounds.34 The additional failure of the SRC‐3 box‐I‐based SPAR‐11 to show cell‐based inhibition 
suggests that unfortunate sequence choice, possibly associated the selection of D11 as a starting point, 
is likely not to blame. Conversely, it is plausible that the SPAR peptides are only sparingly cell 
membrane‐permeable, and hence an inordinate decrease in activity is seen in these assays due to a 
cellular pharmokinetic problem.  
  In spite of the lack‐luster inhibitory activity of the SPARs, the ability of SPAR‐5 to increase 
agonist‐dependent recruitment of coactivators to AR is a decidedly unique and potentially 
therapeutically‐relevant finding. As demonstrated by a two‐fold increase in gelsolin‐mediated gene 
transcription and further protein‐based conformational profiling, SPAR‐5 incites a distinctive super‐
agonist conformation in AR, drastically increasing the recruitment of multiple agonist‐associated 
proteins. That potentiation by SPAR‐5 may have clinical relevancy is supported by a series of assays 
involving AR constructs with varying‐length NTD polyglutamine repeats. In this model of AR inactivation 
relevant to Kennedy’s disease, SPAR‐5 was able to rescue AR function in even the most severely affected 
receptors. Similar application of SPAR‐5 may show efficacy in a wide range of genetic‐based androgen 
insensitivity disorders, where restoration of AR function could provide benefits ranging from male 
infertility treatment to improvements in bone density.43,46 
 
EXPERIMENTAL 
Synthesis of Fmoc‐S5 and Fmoc‐R8. Synthesis of the two protected unnatural amino acids Fmoc‐S5 and 
Fmoc‐R8 was performed according to methods previously described.26,36,37 
Stapled peptide synthesis and purification. Fmoc‐protected amino acids, Rink amide resin, and coupling 
reagents were used as purchased from Chem‐Impex International, Inc. Solid phase peptide synthesis 
was performed starting from a 0.1 mmol equivalent of Rink amide resin (0.16 g, 0.6 meq/g) with 
standard DIC/HOBt coupling conditions on an APEX parallel peptide synthesizer. In order to minimize the 
amount used, the unnatural amino acids Fmoc‐S5 and Fmoc‐R8 were coupled by hand using a modified 
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fritted funnel equipped with nitrogen and vacuum lines. Coupling of the Fmoc‐S5 and Fmoc‐R8 amino 
acids was accomplished with 2 equivalents of unnatural amino acid and 4 equivalents of either HATU or 
the HCTU in 0.4 M N‐methylmorpholine in DMF, and were ran for 2‐3 hours with continuous bubbling of 
N2 through the mixture. Double amino acid couplings were performed after ‐substituted amino acids 
and following S5 and R8. Acetyl capping of the completed peptide was accomplished with a 2 : 3 : 5 
solution of Ac2O : pyridine : DMF stirred for 30 minutes to 1 h. 
  Olefin metathesis was performed on the peptide while still on the resin. To accomplish this, 2 
mL of a 13 mmol solution of 1st generation Grubbs catalyst (benzylidene‐
bis(tricyclohexylphosphine)dichlororuthenium) in 1,2‐dichloroethane (108 mg of catalyst in 10 mL of 
solvent, degassed for 40 minutes by bubbling with a stream of nitrogen or alternative by 5 
freeze/pump/thaw cycles) was added to the completed and capped peptide on resin and stirred for 2 h. 
The resin was filtered and washed with DCM, and then repeated once. After metathesis, the stapled 
peptide was cleaved from the resin with a 90:5:2.5:2.5 solution of TFA:H2O:TIPS: thioanisole for two 
hours at room temperature. The crude peptide was isolated by precipitation with cold ether, and 
lyophilized from 0.01 % TFA in 1:1, ACN:H2O. 
  SPAR purification was accomplished by reverse‐phase HPLC on a C18 column using a gradient 
elution of 2% to 80%, 0.1% TFA in ACN/H2O. Purified peptide was analyzed using MALDI mass 
spectrometry (Applied Biosystems Voyager‐DE STR), with the results of this analysis displayed in table 
6.2. 
Table 6.2. Calculated and observed m/z for SPAR1‐12 and ARCP‐1 
Peptide Sequence 
Calc. m/z 
(M+H+)  Found m/z 
SPAR-1 Ac-VRSG(S5)SRF(S5)QLFMANDLLT-NH2  2247.53  2247.83
SPAR-2 Ac-VRSGS(S5)RFM(S5)LFMANDLLT-NH2  2250.60  2250.89
SPAR-3 Ac-VRSGSSRF(S5)QLF(S5)ANDLLT-NH2  2203.41  2203.97
SPAR-4 Ac-VRSGSSRFM(S5)LFM(S5)NDLLT-NH2  2266.60  2266.63
SPAR-5 Ac-VRSGS(S5)RFMQLF(R8)ANDLLT-NH2 2289.58  2289.43
SPAR-6 Ac-VRSGSS(S5)FMQLFM(R8)NDLLT- NH2 2280.59  2280.55
SPAR-7 Ac-VRSGSSRWM(S5)LFM(S5)NDLLT-NH2  2305.63  3206.66
SPAR-8 Ac-VRSGSSRFM(S5)LW(S5)NDLLT-NH2  2305.63  2305.79
SPAR-9 -ala-VRSGSSRFM(S5)LFM(S5)NDLLT-NH2  2295.64  2296.13
SPAR-10 Ac-SGSSRFM(S5)LFM(S5)NDL-NH2  1797.01  1797.60
SPAR-11 Ac-ESKGHKKLL(S5)LLT(S5)SSDDR-NH2 2219.45  2219.82
ARCP-1 Ac-VRSGSSRFMQLFMANDLLT-NH2 2215.61  2215.95
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TR‐FRET CBI assay for wild‐type and T877A mutant androgen receptors.  A wild‐type androgen 
receptor rat protein (GST‐tagged) was purchased from Invitrogen and included both the hinge domain 
and the ligand binding domain with an amino acid sequence identical to that of the human sequence. 
This protein, bound to a terbium‐labeled anti‐GST antibody, acted as the donor in the FRET assay.  The 
fluorescein‐labeled SRC3 NRD protein fragment was prepared according to previously published 
protocols 47.   
The protocol below describes the TR‐FRET assay using the wild‐type receptor: Specifically, 5 μL 
of a stock solution of AR‐GST (40 nM), dihydrotestosterone (4 µM), and terbium‐labeled anti‐GST 
antibody (Invitrogen) (40 nM) in TR‐FRET coregulator buffer (Invitrogen; proprietary formula) were 
placed in separate wells of a black 96‐well Molecular Devices HE high efficiency microplate (Molecular 
Devices, Inc.).  In a second 96‐well Nunc polypropylene plate (Nalge Nunc International), a 0.02 M 
solution of each coactivator binding inhibitor was serially diluted in a 1:10 fashion into DMF.  Each 
concentration of coactivator binding inhibitor or vehicle was then diluted 1:10 into TR‐FRET coregulator 
buffer, and 10 μL of this solution was added to the stock androgen receptor solution in the 96‐well 
plate.  After a five‐minute incubation, 5 μL of 200 nM fluorescein‐SRC3‐NRD was added to each well.  
This mixture was allowed to incubate for 20 minutes at room temperature in the dark.  TR‐FRET was 
measured using an excitation filter at 340/10 nm, and emission filters for terbium and fluorescein at 
495/20 and 520/25 nm, respectively.  The final concentrations of the reagents were as follows: AR (10 
nM), terbium‐labeled ant‐GST antibody (10 nM), dihydrotestosterone (1 μM), coactivator binding 
inhibitor (0–1 mM), SRC3‐NRD (50 nM).   
TR‐FRET CBI Assay. Purified ER‐417, labeled site‐specifically with maleimide‐biotin (Quanta BioDesign) 
and SRC‐3‐NRD, labeled non‐specifically through cysteine residues with iodoacetamide‐fluorescein 
(Invitrogen), were used in the time‐resolved FRET assays.48  A 5‐µL volume of a stock solution mix of 
ER‐417 (8 nM), estradiol (4 µM), and LanthaScreen™ Streptavidin‐Terbium (Invitrogen) (2 nM) in TR‐
FRET buffer (20 mM Tris, pH 7.5, 0.01% NP40, 50 mM NaCl) were placed in separate wells of a black 96‐
well Molecular Devices HE high efficiency microplate (Molecular Devices, Inc., Sunnyvale, CA). In a 
second 96‐well Nunc polypropylene plate (Nalge Nunc International, Rochester, NY), a 0.02 M solution 
of each coactivator binding inhibitor was serially diluted in a 1:10 fashion into DMF. Each concentration 
of coactivator binding inhibitor or vehicle was then diluted 1:10 into TR‐FRET buffer, and 10 µL of this 
solution was added to the stock ER solution in the 96‐well plate. After a twenty‐minute incubation, 5 
µL of 200 nM fluorescein‐SRC‐3‐NRD was added to each well. This mixture was allowed to incubate for 1 
h at room temperature in the dark. TR‐FRET was measured using an excitation filter at 340/10 nm, and 
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emission filters for terbium and fluorescein at 495/20 and 520/25 nm, respectively. The final 
concentrations of the reagents were as follows: ER‐417 (2 nM), streptavidin‐terbium (0.5 nM), 
estradiol (1 µM), coactivator binding inhibitor (0‐1 mM), SRC‐3‐NRD (50 nM). 
AR transactivation assay. The following cell lines were used: CV1 (AR negative), VCAP (wildtype AR 
positive), or LNCaP (T877A AR positive). The detailed procedure is described below. 
Day1: Plate CV1 cells at 1.5 X 105 cells/ml in 10 ml DMEM/10%CFS (in T75 flasks).  
Day2: Transfection. CV1 cells are bulk transfected (using Fugene 6 from Invitrogen) with a DNA mixture 
consisting of pSG5‐AR, MMTV‐Luciferase (reporter gene to measure transcriptional activity of AR), and 
pCMV‐β‐galactosidase (or Renilla‐luciferase) at a 0.08:1.0:0.16 ratio. For each T75 flask, 75 L of Fugene 
6 is added to 600 L of OptiMEM (Invitrogen) and incubated for 5 min at room temperature.  Following 
the 5 min incubation, approximately 19 g total DNA (see excel worksheet) is added directly to Fugene 
6/optiMEM mixture.  The resultant mixture is incubated an additional 15 mins at RT. 3.  Following the 15 
minute incubation, transfection mixture is added directly to cells drop‐wise and flasks are incubated 
O/N.  
Day 3: Compound Addition. For agonist mode, cells are incubated with increasing concentrations (10‐10 
to 10‐5 M) of test ligand.  For antagonist mode, cells are incubated with an EC80 concentration (1.0 X 10‐10 
M) of the synthetic agonist R1881 in addition to increasing concentrations of test ligand.  For one point 
assays in agonist mode, test ligands are used at 10‐20 M final concentrations.  For antagonist mode, 
cells are incubated with an EC80 concentration (1.0 X 10‐10 M) of the synthetic agonist R1881 in addition 
to test ligands at 10‐20 M final concentrations.  For single point assays, the AR transcriptional assay 
may be run in HepG2 cells (same cell line used in the IOS platform assay).  Incubate cells with ligand for 
24 hours. 
Day 4:  Assay for firefly luciferase and β galactosidase or renilla luciferase activity. 
AR/gelsolin and mammalian two‐hybrid assay.  
Day 1. HepG2 cells in BME are divided and seeded into 96‐well cell culture plates in BME.  100 L of cells 
per well are plated at a concentration of 250,000 cells/mL.  Cells are allowed to recover and attach 
overnight. 
Day 2. HepG2 cells are transfected in 96‐well plates using Lipofectin (Invitrogen) according to the 
manufacturer’s instructions using the following plasmids: VP16‐AR, 5XGalLuc3, pM‐gelsolin clone and 
normalization control (pCMV‐Renilla) at a 1:1:1:0.2 ratio. For each individual triplicate, 0.9 L of 
Lipofectin is added to 17.6 L of OptiMEM (Invitrogen) and incubated for 30 min at room temperature.  
720 ng of total DNA is mixed in OptiMEM (Invitrogen) to a total volume of 17 L.  Following incubation 
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the OptiMEM‐DNA mixture is added to the OptiMEM‐Lipofectin mix and incubated for 15 minutes at 
room temperature. Following the 15 minute incubation 10 L of the DNA‐Lipofectin mixture is added 
directly to the triplicate wells.  Following the addition of the transfection mixture the plate is returned to 
the incubator for 4 hours. Following the 4 hour transfection, compound is added to the individual wells 
in a 10 L volume at 12X the final desired concentration. Following compound addition the plate is 
returned to the incubator for 40 hours. 
Day 4.  The plates are assayed for firefly luciferase and renilla luciferase activity. 
Ligand‐Induced Nuclear Receptor Conformation Profiling.  
Day1. HepG2 cells are divided in BME and seeded in 96‐well cell culture plates in BME. 100 L of cells 
are plated per well at a concentration of 250,000 cells/mL.  Cells are allowed to recover and attach 
overnight. 
Day2. HepG2 cells are transfected in 96‐well plates using Lipofectin (Invitrogen) according to the 
manufacturer’s instructions.  A discriminatory set of 15 interactor proteins identified in the AR 
antagonist pilot study (AP5‐8, gm4‐16, KM5‐2, ARA54, pM157, pM185, pM224, pM249, pM1, HB199, 
EL5‐14, pM229, HK5‐20, pM8 and pM77) are utilized to classify unknown AR antagonists.  In addition to 
the unknown AR antagonists, the sentinel compounds used in the pilot study (R1881, S4, LG120907, R2, 
Csx, CPA, OHF, LG121071, BMS 1‐5, and BMS 7‐16) are also included in the assay for validation and 
classification purposes. The following plasmids are used: VP16‐AR, 5XGalLuc3, pM‐Interactor clone 
(from the list above) and normalization control (either pCMV‐Gal or pCMV‐Renilla) at a 1:1:1:0.2 ratio. 
For each individual triplicate, 0.9 L of Lipofectin is added to 17.6 L of OptiMEM (Invitrogen) and 
incubated for 30 min at room temperature.  720 ng of total DNA is mixed in OptiMEM (Invitrogen) to a 
total volume of 17 L.  Following incubation, the OptiMEM‐DNA mixture is added to the OptiMEM‐
Lipofectin mix and incubated for 15 minutes at room temperature. Following the 15 minute incubation 
10 L of the DNA‐Lipofectin mixture is added directly to the 3 wells.  Following the addition of the 
transfection mixture the plate is returned to the incubator for 4 hours. 
Day 3: Following the 4 hour transfection, compound is added to the individual wells in a 10 L volume at 
12X the final desired concentration. Following compound addition the plate is returned to the incubator 
for 40 hours. 
Day 4. Assay for firefly luciferase and ‐galactosidase or renilla luciferase activity. 
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APPENDIX A: COUPLING OF RECEPTOR CONFORMATION AND LIGAND ORIENTATION DETERMINE 
GRADED ACTIVITY 
 
In addition to the work described in chapters 1–6, the doctoral candidate contributed as a co‐
first author to the following manuscript: Bruning, J. B.; Parent, A. A.; Gil, G.; Zhao, M.; Nowak, J.; Pace, 
M. C.; Smith, C. L.; Afonine, P. V., Adams, P. D.; Katzenellenbogen, J. A.; and Nettles, K. W. Coupling of 
Receptor Conformation and Ligand Orientation Determine Graded Activity, Nature Chemical Biology 
2010, 6 (11), 837‐843.  
As described in the referenced paper, the doctoral candidate (A. A. Parent) synthesized the six 
WAY‐166916 derivatives, compounds 2–7, described in the manuscript (synthetic details contained in 
the supplemental methods and materials). Additionally, as described in the manuscript, A. A. Parent was 
responsible for the co‐crystallization of the methylbutylene and benzyl WAY‐166916 derivatives 
(compounds 5 and 6) with the constitutively inactive ER L536S/L372R double mutant. Diffraction data 
from these crystals was also obtained and subsequent analysis performed, including model building and 
refinement, by the candidate. The manuscript itself was written by Kendall Nettles in consultation with 
all of the authors. 
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APPENDIX B: SYNTHESIS OF ADDITIONAL WAY‐166916 DERIVATIVES 
 
Additional unpublished WAY‐166916 derivatives 
In addition to the work included in appendix A, other WAY‐169916 derivatives were synthesized 
as outlined in scheme B.1. This involved the isolation of the two isomeric final products, compounds 4 
and 5, which were submitted for ER and ER RBAs. Table B.1 shows the RBA values associated with the 
entire series of monomeric WAY‐169916 compounds. For all derivatives, the N1‐alkyl isomer exhibited 
significantly higher binding than the N2‐alkyl isomer. Modeling of the N2‐alkyl derivatives 5h and 5i 
suggests that these compounds do not have the same conformational freedom described in appendix A 
for the more active N1‐alkyl compounds. This is supported by the results from cell‐based assays, which 
show that while both isomers are able to bind to ER, they cause very different biological outcomes 
subsequent binding. 
 
 
Scheme B.1. Synthesis of WAY‐169916 derivatives. 
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Table B.1. Relative binding affinities (RBAs) of WAY‐169916 derivatives (E2 = 100%) 
R  Cmpd #  RBA (ER)  RBA (ER) 
 
WAY‐
169916 
0.076%  0.407% 
  4a  0.035%  3.219% 5a  0.004%  0.009% 
 
4b  0.301%  2.21% 
5b  0.082%  0.213% 
 
4c  0.336%  1.67% 
5c  0.039%  0.080% 
 
4d  1.46%  7.98% 
5d  0.013%  0.030% 
 
4e  0.319%  0.956% 
5e  0.018%  0.046% 
 
4f  0.324%  2.03% 
5f  0.044%  0.122% 
 
4g  0.246%  1.60% 
5g  0.006%  0.010% 
 
4h  0.436%  0.412% 
5h  0.008%  0.014% 
 
4i  0.197%  0.530% 
5i  0.016%  0.037% 
 
 
13C‐labeled WAY‐169916 derivatives as solution‐state protein NMR probes 
  To help ascertain the biological relevance of the various ligand orientations described for the 
WAY‐169916 derivatives described in appendix A, 13C‐labeled analogues of componds 4h, 4i, 5h, and 5i 
were synthesized. The synthesis of these analogues is shown in scheme B.3. When incubated with 
protein, the presence of multiple 13C and 19F (natural abundance) resonances from the labeled 
compounds should support the existence of various ligand binding states in a more biologically relevant 
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solution‐state ER/ligand complex. These studies are currently underway with collaborators at Scripps 
Florida. 
 
Scheme B.2. Synthesis of 13C‐labeled WAY‐169916 derivatives. 
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Dimeric WAY‐169916 Derivatives 
Based on the apparent dual occupancy of WAY‐169916 in some of the antagonist conformation 
ER crystal structures (ligand conformation #2 and #3 in appendix A), the quasi‐dimeric derivatives 9–11 
were synthesized (see scheme B.2). The RBAs for these compounds are listed in table B.2. The values for 
the three isomers containing six‐carbon linkers (9c, 10c, and 11c) support the strong preference the 
receptor has for the N1‐alkyl derivatives. The fact that the N1/N2 linked compound, 10c, exhibits less 
than 10% of the activity of the N1/N1 linked compound, 9c, suggests that the dimeric derivatives are 
binding as anticipated and in such a manner that both indazole cores are present in the ER ligand 
binding pocket, and not as a complex in which a single internal indazole acts as a high‐affinity ligand that 
is connected to a second indazole outside the binding pocket.  
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Scheme B.3. Synthesis of dimeric WAY‐169916 derivatives 
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Table B.2. Relative binding affinities (RBAs) of dimeric WAY‐169916 derivatives (E2 = 100%) 
N
N
CF3
OH
OH
N
N
CF3
HO
HO
N
N
CF3
OH
OH
N
N
F3C
HO
OH
N
N
CF3
HO
HO
NNF3C OH
OH
9 10 11
n n
n
 
n  Cmpd #  RBA (ER)  RBA (ER) 
2  9a  0.040%  0.035% 
3  9b  0.028%  0.125% 
4  9c  0.058%  0.362% 
4  10c  0.013%  0.028% 
4  11c  0.099%  0.067% 
5  9d  0.040%  0.256% 
6  9e  0.047%  0.353% 
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